Eco-épidémiologie du virus influenza D : évaluation du spectre d'hôtes et du risque d'émergence by Oliva, Justine
THÈSE
En vue de l’obtention du
DOCTORAT DE L’UNIVERSITÉ DE TOULOUSE
Délivré par l'Université Toulouse 3 - Paul Sabatier
 
Présentée et soutenue par
Justine OLIVA
Le 4 octobre 2019
Eco-épidémiologie de virus Influenza D : évaluation du spectre
d'hôtes et du risque d'émergence
Ecole doctorale : SEVAB - Sciences Ecologiques, Vétérinaires, Agronomiques et
Bioingenieries
Spécialité : Pathologie, Toxicologie, Génétique et Nutrition 
Unité de recherche :
IHAP - Laboratoire Interactions Hôtes-Agents Pathogènes 
Thèse dirigée par
Mariette DUCATEZ et Gilles MEYER
Jury
Mme Gaëlle SIMON, Rapporteure
Mme Sophie LEPODER, Rapporteure
Mme Sabine RIFFAULT, Examinatrice
M. Daniel DUNIA, Examinateur
Mme Mariette DUCATEZ, Co-directrice de thèse




Mes premiers remerciements vont à mes encadrants de thèse, avec qui j’ai eu le plaisir de 
travailler durant ces trois années, et qui m’ont beaucoup apporté, 
Le Docteur Mariette Ducatez pour m’avoir offert l’opportunité de réaliser cette thèse. Merci 
pour ta disponibilité, tes connaissances et ton dynamisme. Merci aussi pour ta patience, pour 
avoir supporté mes « chouineries » quand les manips ne marchaient pas et de m’avoir remonté 
le moral. 
Le professeur Gilles Meyer pour avoir partagé ton temps précieux et m’avoir guidé dans ce 
projet, avec des conseils scientifiques et techniques toujours pertinents, surtout sur la partie 
« bovine », ainsi que tes petites piques qui m’ont toujours fait réagir. 
 
Je tiens ensuite à remercier les membres de mon Jury de thèse, le docteur Gaëlle Simon et le 
professeur Sophie Lepoder, qui ont accepté d’être les rapporteurs de ce manuscrit. Je remercie 
également le docteur Sabine Riffault d’avoir accepté d’examiner et de participer à ce jury de 
thèse, le docteur Daniel Dunia pour avoir accepté de présider ce jury ainsi que Mr Jean-Michel 
Mansuy. 
 
Je remercie également toute l’équipe de virologie, 
Le Professeur Jean-Luc Guérin, de m’avoir accueillie dans cette super équipe, pour ta 
sollicitude et les multiples surnoms dont tu m’as affublé. 
Je remercie bien sûr Jade, Amit, Maria et Sarah qui ont grandement participé à ce projet de 
thèse lors de leurs stages ou thèse vétérinaire.  
Merci aux différentes personnes de l’équipe avec qui j’ai passé de bons moments et qui m’ont 
aidé sur bien des aspects pendant cette thèse : Sylvie, Stéphane, Romain (merci pour tes 
plasmides), Brigitte, Kateri, Anne-Laure, Hadrien, Christelle et Cécile.  Merci aussi à 
Guillaume et Kunta pour les parties de billard (ou ce qui s’en rapproche dans mon cas). Merci 
à Petit Guillaume pour les hérissons (c’est l’avenir !) et Josy pour m’avoir aidé dans mes 
manips. Merci aussi à Angélique pour ta gentillesse, ton aide et pour tout petit. 
Merci aux autres personnes, résidents ou non du 10.1 : Françoise et Benoit, Christian, Julie 
(La Reine des gâteaux), Mattias, Laure, Hélène... 
 
 
Je souhaite remercier Séverine et Diane, ainsi que Petit Lou et Sweet, pour le sang de cheval, 
qui m’a été fort utile pour réaliser toutes ces IHA. 
Un grand merci aussi à toutes les personnes du poulailler, les doctorants et les post-doc : 
Adrien, Thomas, Petite Charlotte, Jessica, Aurélie, Gabriel, Marie, Julien, Adam et Chloé pour 
tous les moments passés ensemble. À tous ceux qui sont en thèse, je vous dis bon courage, et 
pour ceux qui vont commencer : Fuyez, pauvres fous ! 
Merci Elias, pour ton aide sur la FluD (avant que tu ne passes du côté obscur des pox), ta 
bonne humeur matinale, tes « Déjà ? » et pour nos éternelles « disputes » de petits vieux.  
Merci tout spécialement à Charlotte pour tes encouragements, tes précieux conseils et ta bonne 
humeur. Merci aussi pour tes délicieux cookies qui n’ont pas leurs pareils.  
Un grand merci à Maxime et Pierre (mes Frodon et Sam) pour tous les bons moments passés 
ensemble (nos voyages épiques, les randos et tout le reste…). Merci à toi, Toutouille, forever 
your Lady Brienne. Merci surtout à Pollito d’avoir été à mon complice de LOTR, je n’ai plus 
qu’une chose à te dire : « Adieu mon brave Pollito, mon œuvre est désormais achevée. C’est 
ici, sur les rives du Touch que prend fin de notre communauté. Je ne vous dirais pas de ne pas 
pleurer, car toutes les larmes ne sont pas un mal ». 
Je souhaite également remercier mes amis, pour leurs encouragements et leurs conseils, de 
m’avoir écouté dans les meilleurs comme dans les pires moments. Merci de m’avoir permis de 
m’évader quand j’en ai eu besoin, même en étant (très) loin de Toulouse. Merci pour les 
discussions « poneys », les karaokés et les « défis dessins » qui m’ont toujours apporté une 
grande joie. 
Enfin, je remercie ma mère grâce à qui j’ai pu faire ces si longues études. Merci aussi au reste 
de ma famille, mon frère et ma sœur, mes grands-mères, Mama, Sylvain, mon pti poutchy et 
tous les autres pour leur soutien. Merci à Mister Tabernacle, pour son soutien et ses punchlines 
d’encouragements. Enfin, je remercie aussi ceux qui ne sont plus là, Pacha et Papy Raymond, 




Tables des matières 
TABLES DES MATIERES ..................................................................................................................................... 3 
LISTE DES FIGURES ........................................................................................................................................... 5 
LISTE DES TABLEAUX ........................................................................................................................................ 5 
LISTE DES ABREVIATIONS ................................................................................................................................. 1 
AVANT-PROPOS ............................................................................................................................................... 6 
I. INTRODUCTION ....................................................................................................................................... 1 
A. DECOUVERTE ET TAXONOMIE DES VIRUS INFLUENZA .............................................................................................. 1 
1. Découverte des virus influenza A, B et C .............................................................................................. 1 
2. Découverte du virus influenza D ........................................................................................................... 3 
B. STRUCTURE DES VIRUS INFLUENZA ..................................................................................................................... 5 
1. Eléments de structure des virus influenza A, B et C .............................................................................. 5 
2. Eléments de structure du virus influenza D ........................................................................................ 20 
C. ÉVOLUTION DES VIRUS INFLUENZA ................................................................................................................... 30 
1. Dérive génétique et réassortiment ..................................................................................................... 30 
2. Diversité génétique des IAV, IBC et ICV. ............................................................................................. 33 
3. Diversité génétique d’IDV ................................................................................................................... 34 
D. SPECTRE D’HOTES DES VIRUS INFLUENZA ........................................................................................................... 38 
1. Hôtes des virus influenza A, B et C ..................................................................................................... 38 
2. Hôtes du virus influenza D .................................................................................................................. 42 
E. CIRCULATION GEOGRAPHIQUE DES VIRUS INFLUENZA .......................................................................................... 48 
1. Circulation des virus influenza A, B et C ............................................................................................. 48 
2. Circulation du virus influenza D .......................................................................................................... 48 
F. PATHOGENICITE ET TRANSMISSION DES VIRUS INFLUENZA ..................................................................................... 52 
1. Pathogénicité et transmission des virus influenza A, B et C ............................................................... 52 
2. Pathogénicité et transmission du virus influenza D ........................................................................... 67 
G. MODELES ANIMAUX EXPERIMENTAUX .............................................................................................................. 84 
1. Modèles animaux pour l’études des virus influenza A, B et C ............................................................ 84 
2. Modèle animaux pour l’étude du virus influenza D ............................................................................ 93 
H. COMPARAISON DES QUATRE GENRES DE VIRUS INFLUENZA ................................................................................. 101 
II. HYPOTHESES ET OBJECTIFS ................................................................................................................. 102 
A. SPECTRE D’HOTE ET CIRCULATION DU VIRUS. ................................................................................................... 102 
1. Spectre hôte et circulation d’IDV en France ..................................................................................... 103 
2. Spectre hôte d’IDV au Luxembourg .................................................................................................. 103 
 
 
3. Spectre hôte d’IDV chez les petits carnivores ................................................................................... 103 
4. Spectre hôte d’IDV chez la faune sauvage ....................................................................................... 104 
B. DEVELOPPEMENT D’UN MODELE ANIMAL POUR ETUDIER LE POUVOIR PATHOGENE .................................................. 104 
III. RESULTATS .......................................................................................................................................... 106 
A. SEROSURVEILLANCE D’IDV .......................................................................................................................... 107 
1. Sérosurveillance d’IDV en France ..................................................................................................... 110 
2. Sérosurveillance d’IDV au Luxembourg ............................................................................................ 116 
3. Sérosurveillance d’IDV et ICV chez les petits carnivores en France .................................................. 122 
4. Sérosurveillance d’IDV et ICV dans la faune sauvage et captive ...................................................... 127 
5. Conclusion ........................................................................................................................................ 139 
B. VIROPREVALENCE D’IDV EN FRANCE ............................................................................................................. 142 
1. Étude de la diversité du virus influenza D dans des élevages de veaux français .............................. 142 
2. Virosurveillance d’IDV chez le hérisson d’Europe ............................................................................. 160 
C. DEVELOPPEMENT D’UN MODELE MURIN POUR ETUDIER LA PATHOGENICITE D’IDV .................................................. 167 
1. Développement d’un modèle murin ................................................................................................. 169 
2. Etude comparative de la pathogénicité de différentes souches d’IDV en modèle murin ................. 220 
IV. DISCUSSION ........................................................................................................................................ 236 
IDV PRESENTE UN LARGE SPECTRE D’HOTES ET CIRCULE LARGEMENT A L’ECHELLE MONDIALE .............................................. 237 
ÉTUDE DE LA DIVERSITE D’IDV EN FRANCE ................................................................................................................ 245 
DEVELOPPEMENT D’UN MODELE MURIN POUR ETUDIER LA PATHOGENICITE D’IDV ........................................................... 248 
V. BIBLIOGRAPHIE ................................................................................................................................... 255 




Liste des Figures 
FIGURE 1. IMAGE DE MICROSCOPIE ELECTRONIQUE DES VIRUS INFLUENZA. ............................................................ 1 
FIGURE 2. IDENTIFICATION DU VIRUS INFLUENZA D PAR MICROSCOPIE ELECTRONIQUE ET SEQUENÇAGE NGS (ADAPTE DE 
(4))................................................................................................................................................... 4 
FIGURE 3. SCHEMA COMPARATIF DE LA STRUCTURE DES VIRUS IAV ET IBV AVEC CELLE D’ICV (21). .......................... 5 
FIGURE 4. SCHEMA DU GENOME VIRAL DES IAV, IBV ET ICV (29). ...................................................................... 8 
FIGURE 5. STRUCTURE CRISTALLOGRAPHIQUE DES GLYCOPROTEINES DE SURFACE D’IAV, IBV ET ICV. ...................... 11 
FIGURE 6. STRUCTURE CRISTALLOGRAPHIQUE DES MONOMERES DE HA ET HEF. .................................................. 12 
FIGURE 7. CYCLE VIRAL DES VIRUS INFLUENZA A, B ET C (85). ........................................................................... 17 
FIGURE 8. STRUCTURE SCHEMATIQUE DU VIRUS INFLUENZA D (29). ................................................................... 21 
FIGURE 9. REPRESENTATION SCHEMATIQUE DU GENOME D’IDV (102). .............................................................. 21 
FIGURE 10. COMPARAISON DES STRUCTURE CRISTALLOGRAPHIQUE DES PROTEINES HEF D’IDV ET D’ICV, ADAPTE DE  
(42). ............................................................................................................................................... 25 
FIGURE 11. COMPARAISON DE LA STRUCTURE CRISTALLOGRAPHIQUE DE LA POCHE DE LIAISON AU RECEPTEUR D’HEF 
D’ICV ET D’IDV (42). ........................................................................................................................ 27 
FIGURE 12. REASSORTIMENTS AYANT CONDUIT AUX 4 PANDEMIES HUMAINES CONNUES (125). ............................. 32 
FIGURE 13. ARBRE PHYLOGENETIQUE REPRESENTANT LES TROIS CLADES D’IDV (114). .......................................... 35 
FIGURE 14. REPRESENTATION SCHEMATIQUE DU SPECTRE D’HOTE D’IAV, AVEC LES SOUS-TYPES CIRCULANT DANS 
CHAQUE ESPECE (56). ........................................................................................................................ 38 
FIGURE 15. CARTE DE LA CIRCULATION MONDIALE D’ICV DANS LES DIFFERENTES ESPECES SENSIBLES, BASEE SUR LA 
LITTERATURE DISPONIBLE. ................................................................................................................... 50 
FIGURE 16. CARTE DE LA CIRCULATION MONDIALE D’IDV (CARTE REVISEE DE (143). ............................................. 51 
FIGURE 17. SCHEMA REPRESENTATIF DE L’ACTIVATION DE LA REPONSE INNEE ANTI-INFLUENZA A. ........................... 58 
FIGURE 18. VOIE DE SIGNALISATION DES INTERFERONS DE TYPE I ET III (A GAUCHE) ET MODE D’ACTION DE DIFFERENTS 
ISG INDUITS PAR CEUX-CI (A DROITE). ................................................................................................... 62 
Liste des Tableaux 
TABLEAU 1. PROTEINES PRINCIPALES CODEES PAR LES 4 GENRES D’INFLUENZA. ...................................................... 9 
TABLEAU 2. PROTEINES ACCESSOIRES DES IAV ET IBV ET FONCTION CONNUES. .................................................... 16 
TABLEAU 3. TABLEAU RECAPITULATIF DES DIFFERENTES ETUDES SEROLOGIQUES ET VIROLOGIQUES MENEES SUR IDV. . 43 
TABLEAU 4. PRINCIPAUX AGENTS INFECTIEUX RESPIRATOIRES BOVINS ET POUVOIR PATHOGENE ASSOCIE. .................. 75 
TABLEAU 5. COMPARAISON DES ETUDES DE METAGENOMIQUE INCLUANT IDV. .................................................... 77 
TABLEAU 6. COMPARAISON DES DEUX VACCINS DEVELOPPES CONTRE IDV. .......................................................... 84 
TABLEAU 7. COMPARAISONS DES PRINCIPAUX MODELES ANIMAUX POUR IAV. ..................................................... 85 
TABLEAU 8. TABLEAU RECAPITULATIF DES MODELES ANIMAUX DEVELOPPES POUR IDV. ......................................... 94 
TABLEAU 9. COMPARAISONS DES DEUX INFECTIONS EXPERIMENTALES D’IDV SUR LE MODELE VEAU. ........................ 98 




Liste des abréviations 
2’5’OAS : 2’5’ oligoadénylate synthétase 
ADAR : adenosine deaminase acting on RNA 
ADCC : antibody-dependant cellular cytotoxicity 
ADN : acide désoxyribonucléique 
AGID : agar gel immunodiffusion 
ARN : acide ribonucléique 
ARNc : ARN complémentaire 
ARNm : ARN messager 
ARNv : ARN viral 
ATT : aspiration trans-trachéale 
BAAV : bovine adeno-associated virus 
BAV3 : bovine adenovrius type 3 
BCoV : bovine coronavirus 
BHV-1 : bovine herpes virus 1 
Bo-Ast : bovine astrovirus 
BPI : bronchopneumonie infectieuse 
BPI3 : bovine parainfluenza virus type 3 
BPV2 : bovine parvovirus type 2 
BRAV : bovine rhinitis A virus  
BRBV : bovine rhinitis B virus  
BRSV : bovine respiratory syncytial virus 
BVDV : bovine viral diarrhea virus 
C/660 ou D/660 : D/bovine/Oklahoma/660/2013 
C/OK ou D/OK : D/swine/Oklahoma/1334/2011 
C/Vic : C/Victoria/1/2011 
CCL : chemokine C-C motif ligand 
cDC : cellule dendritique conventionnelle 
CDC : center of disease control and prevention 
CLS : cord-like structures 




CN : cornets nasaux 
CRM1 : chromosomal maintenance 1 
CTL : lymphocyte T cytotoxique 
CXCL : chemokine C-X-C motif ligand 
D/13N : D/bovine/Mississippi/C00013N/2014 
D/148N : D/bovine/Mississppi/C00148N/2014 
D/158N : D/bovine/Mississppi/C00158N/2015 
D/46N : D/bovine/Mississppi/C00046N/2014 
D/France/2986 : D/bovine/France/2986/2012 
D/France/5920 ou D/5920 : D/bovine/France/5920/2014 
D/Ireland/007780 : D/bovine/Ireland/007780/2014 
D/Nebraska : D/bovine/Nebraska/9-5/2012 
D/Yamagata : D/bovine/Yamagata/10710/2016 
EID50 : eggs infectious dose 50% 
ELISA : enzyme-linked immunosorbent assay 
EN : écouvillon nasal 
ENVA : école nationale vétérinaire de Maisons-Alfort 
ENVT : école nationale vétérinaire de Toulouse 
EOPS : exempt d’organismes pathogènes spécifiques 
ER : écouvillon rectal 
FFU : focus forming unit 
FP : faiblement pathogène 
GAS : gamma interferon activation site 
GATA3 : Trans-acting T-cell-specific transcription factor 
GMT : geometric mean titer  
HA : hémagglutinine 
HEF : hémagglutinine estérase fusion 
HP : hautement pathogène 
HPAI : high pathogenic avian influenza 
HRT-18G : human tumor rectal 18G 
Hu-ICV : virus influenza C humain 




IBV : virus influenza B 
ICTV : international committee of taxonomy of viruses 
ICV : virus influenza C 
IDV : virus influenza D 
IFI : immunofluorescence indirecte 
IFN : interférons 
IFNAR : interferon-α/β receptor 
IFNAR-KO : IFNAR knockout 
IFNGR : interferon-γ receptor 
IFN-α/β : interféron alpha/béta 
IFN-γ : interféron gamma 
IFN-λ : interféron lambda 
Ig : immunoglobuline  
IHA : inhibition de l’hémagglutination  
IHC : immunohistochimie 
IKKα, β, ε : IκB kinase 
IL : interleukine 
IL10R2/IFNLR1 : interferon-λ receptor 
iNOS : inductible Oxyde nitrique synthase 
IRF : interferon-regulatory factor 
ISG : interferon-stimulated gene 
ISG15 : interferon-stimulated gene 15 
JAK : Janus Kinase 
Jpi : jour post-infection 
LPAI : low pathogenic avian influenza 
LB : lymphocyte B 
LBA : lavage bronchoalvéolaire 
LT : lymphocyte T 
M1 : protéine de matrice 1 
M2/BM2/CM2 : protéine de matrice 2 
MDA-5 : melanoma differentiation-associated 5 




MDCK : Madine-Darby canine kidney 
MERS : Middle East respiratory syndrome 
MHA/Mha : Mannheimia haemolytica 
MID50 : mouse infectious dose 50%  
Mx : Myxovirus resistance gene  
Myd88 : myeloid differentiation primary response 88 
NA : neuraminidase 
NCR : non coding region 
NEP : nuclear export protein 
NFκB : nuclear factor-kappa B 
NGS : next generation sequencing 
NK : natural killer 
NLR : NOD-like receptor  
NLRP3 : NOD-like receptor family, pyrin domain containing 3 
NLS : nuclear localization signal sequence 
NOD : nucleotide oligomerization domain receptor 
NP : nucléoprotéine 
NS1 et 2 : protéine non structurale 1 et 2 
OMS : organisation mondiale de la santé  
ORF : open reading frame 
P3 : polymérase 3 
P42 : précurseur de la protéine de matrice 1 
PA : polymérase acide 
PAMP : pathogen associated molecular pattern 
PB2 : polymérase basique 2 
PCR : polymerase chain reaction 
PCRq : PCR quantitative 
pDC : cellule dendritique plasmacytoïde 
PFU : plaque forming unit 
PKR : protéine kinase R 
polyA : queue polyadénylée 




PRR : PAMP recognition receptor 
Rab11 : ras-related protein 
RACE : rapid amplification of cDNA-ends 
RE : réticulum endoplasmique 
RIG-I : retinoic acid-inducible gene I 
RLR : RIG-I like receptor 
RNAse L : ribonucléase L 
RNP : ribonucléoprotéine 
RT-PCRq : reverse transcriptase PCR quantitative 
SOCS : suppressor of cytokine signaling protein 
ST : swine testis cells 
STAT : signal transducers and activators of transcription 
T-bet : T-box transcription factor 
TBK1 : sérine / thréonine-protéine kinase 
TCID50 : tissue culture infectious dose 50% 
TCR : T cell receptor 
Tfh : lymphocyte T follicular helper 
TGF-β : transforming growth factor beta 
Th1 : lymphocyte T helper 1 
Th2 : lymphocyte T helper 2 
TLR : Toll-like receptor 
TMA : tissue microarray 
t-MRCA : time to most recent common ancestor 
TNFα : tumor necrosis factor alpha 
TRAF : TNF receptor associated factors 
Tregs : lymphocyte T régulateur 
TRIF : TIR-domain-containing adapter-inducing interferon-β 
TYK2 : tyrosine kinase 2 







Les virus influenza sont largement connus dans le monde comme étant les agents responsables 
de la grippe. Bien que découvert depuis les années 30, les études se sont plus spécialement 
focalisées sur les virus influenza A, connus pour provoquer des épidémies de grippes humaines 
et animales saisonnières, mais aussi des pandémies. 
Ces travaux de thèse s’intéressent au virus influenza D (IDV) qui a été récemment découvert et 
est encore à ce jour peu connu. Cette thèse s’inscrit dans un projet plus large, financé par 
l’Agence Nationale de recherche (ANR), qui s’intéresse à la circulation d’IDV en France chez 
différentes espèces animales mais aussi chez l’homme. L’équipe de virologie de l’UMR 1225 
INRA/ENVT s’est plus particulièrement intéressée à la circulation du virus chez les bovins, les 
petits ruminants ainsi que la faune sauvage. 
Dans ce manuscrit, je présenterai dans un premier temps une revue de la littérature sur les virus 
influenza. Bien que le virus influenza D soit plus proche du virus influenza C, nous avons fait 
le choix de comparer IDV aux autres virus influenza (A, B et C). En effet, peu d’études sur 
certains aspects du virus influenza C (par exemple le cycle viral ou encore la réponse 
immunitaire) sont disponibles pour pouvoir le comparer à IDV. En revanche, le grand nombre 
d’études sur le virus influenza A (et dans une moindre mesure, influenza B) nous permettent 






A. Découverte et taxonomie des virus influenza 
1. Découverte des virus influenza A, B et C 
Découverte des virus 
Les symptômes caractéristiques des virus influenza ont été décrits plusieurs fois au cours de 
l’histoire. Par exemple, les premiers textes, rédigés par Hippocrate il y a 2400 ans, décrivent 
une épidémie de toux, des pneumonies et d’autres symptômes (fièvre, écoulement nasal…) en 
Grèce. D’autres textes décrivent l’apparition d’épidémies et de pandémies provoquant les 
mêmes symptômes, sans que le virus ne soit alors reconnu comme étant l’agent pathogène. Les 
termes « grippe » et « influenza » ont été utilisés pour la première fois en 1743. Les recherches 
concernant l’agent responsable de la grippe se sont intensifiées après la pandémie de grippe 
espagnole de 1918, qui a provoqué plusieurs millions de morts. C’est en 1930 qu’a été isolé 
pour la première fois le virus, d’origine porcine (A/swine/Iowa/30). En 1933, Smith et al. ont 
réussi à isoler le premier virus humain, qui sera ensuite appelé virus influenza de type A ou 
IAV (Figure 1A) (1). En 1940, un virus avec des propriétés antigéniques différentes d’IAV a 
été isolé et nommé par la suite virus influenza B (IBV) (Figure 1B) (2). Le virus influenza C 
(ICV) a été quant à lui isolé en 1947 lors d’une épidémie humaine provoquant des symptômes 










Figure 1. Image de microscopie électronique des virus Influenza.  
A) Photo de microscopie électronique à coloration négative de virus influenza A (4) ; B) Photo de 
cryo-microscopie de virus influenza B (5) ; C) Photo de microscopie électronique à coloration négative 
de virus influenza C (6). 
 
Taxonomie 
Les virus sont classés en familles selon différents critères, qui ont été définis par le virologiste 
D. Baltimore comme étant : la nature du génome (ADN ou ARN), la structure de l’acide 





Cette classification est toutefois régulièrement mise à jour par le comité international de la 
taxonomie des virus (International Comittee on Taxonomy of Viruses ou ICTV). 
Les virus à ARN simple brin de polarité négative appartiennent au groupe V selon la 
classification de Baltimore. Ce groupe est divisé en trois ordres : Mononegavirales, 
Bunyavirales et Articulavirales. Chaque ordre est ensuite divisé en famille virale : il en existe 
11 pour les Mononegavirales (par exemple : Rhabdoviridae, Paramyxoviridae) et 12 pour les 
Bunyavirales (par exemple : Hantaviridae) selon l’ICTV. L’ordre des Articulavirales contient 
deux familles virales dont les Orthomyxoviridae. 
La famille des Orthomyxoviridae inclut six genres de virus (le 7ème étant le virus influenza D) :  
-Thogoto virus 
- Isavirus 
- Quaranjavirus  
- virus influenza A (Alphainfluenza virus ou IAV)  
- virus influenza B (Betainfluenza virus ou IBV) 
- virus influenza C (Gammainfluenza viurs ou ICV) 
Les genres de virus influenza sont classés en se basant sur les différences antigéniques de deux 
de leurs protéines, la nucléoprotéine (NP) et la protéine de matrice M (M1). Les IAV sont 
divisés en plusieurs sous-types selon l’association des deux glycoprotéines de surface : 
l’hémagglutinine (HA) et la neuraminidase (NA). À ce jour, il existe 18 HA et 11 NA pour IAV 
(8). IBV n’est pas divisé en sous-types puisqu’il ne possède qu’une seule hémagglutinine et 
neuraminidase mais possède deux lignages (9). De la même façon, ICV ne possède pas de sous-
type puisqu’il ne possède qu’une seule glycoprotéine de surface, l’hémagglutinine-estérase 
fusion (HEF), mais est toutefois divisé en plusieurs lignages (10). 
La nomenclature actuelle, définie par l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS) (11) pour les 
virus influenza inclut : le genre du virus, l’hôte d’origine, le lieu géographique où la souche a 
été détectée, le numéro de souche et l’année de détection/isolement. Dans le cas des IAV, le 
sous-type est indiqué entre parenthèses comme par exemple la souche d’IAV 






2. Découverte du virus influenza D 
En 2011, un nouveau virus influenza a été découvert dans l’Oklahoma (Etats-Unis), à partir 
d’un écouvillon nasal de porc de 15 semaines présentant des signes cliniques associés aux 
infections grippales (14).  
Les analyses de PCR quantitative (RT-PCRq) ont montré qu’il ne s’agissait ni d’un IAV ni d’un 
virus IBV, même après passage sur culture cellulaire. De plus, les RT-PCRq se sont également 
avérées négatives pour d’autres agents pathogènes pouvant induire des pathologies respiratoires 
chez le porc, comme le coronavirus porcin ou le circovirus porcin (14). 
Toutefois, des analyses par microscopie électronique ont mis en évidence la présence d’un virus 
possédant des caractéristiques similaires aux virus de la famille des Orthomyxoviridae : des 
particules virales sphériques, enveloppées avec des spicules à la surface et d’un diamètre allant 
de 100 à 120 nanomètres (Figure 2A). Le bourgeonnement de ces particules à partir de la 
membrane plasmique était également observable. Des expériences enzymatiques ont montré 
que ce virus possédait une activité O-acétyléstérase plutôt qu’une activité neuraminidase, 
suggérant une appartenance au genre ICV. Toutefois, les résultats de RT-PCRq étaient 
également négatifs pour ICV. Ce virus a alors été appelé provisoirement 
C/swine/Oklahoma/1334/2011 ou C/OK. 
Enfin, l’utilisation du séquençage de nouvelle génération (NGS) et des analyses 
phylogénétiques ont montré que ce virus possédait 7 segments d’ARN, comme ICV. 
L’alignement de séquences du gène PB1 (polymérase basique 1) a montré une identité 
génétique de 69-72% entre C/OK et les virus influenza C humains (hu-ICV) et seulement 39-
41% avec le gène PB1 d’IAV et IBV. Ces alignements ont suggéré que C/OK était donc plus 
proche d’ICV que d’IAV et IBV, bien qu’il soit tout même distant des souches d’ICV humaines 
(Figure 2B). L’identité génétique pour le gène HEF était de 53% entre C/OK et hu-ICV. Par 
ailleurs, l’analyse phylogénétique a montré que les segments PB1, PB2 (polymérase basique 
2), P3 (polymérase 3), NP (nucléoprotéine), NS1 (protéine non structurale 1) et M étaient 
proches d’ICV. L’analyse par NGS a également mis en évidence la présence de séquences non 
codantes aux extrémités 5’ et 3’ similaires à celles d’ICV. Des expériences d’inhibition 
d’hémagglutination (IHA) ont permis de mettre en évidence l’absence de réaction croisée 





Figure 2. Identification du virus influenza D par microscopie électronique et séquençage 
NGS (adapté de (14)). 
A) Photo de microscopie électronique à coloration négative de virus influenza (4) ; B Arbre 
phylogénétique basé sur la séquence codante du gène NP des quatre genres de virus influenza. Le rond 
bleu indique la souche C/OK isolée en 2011. 
 
Hause et al., lors d’une seconde étude, ont réalisé des études de réassortiments in vitro afin de 
préciser la taxonomie de C/OK. Des co-infections de deux souches humaines d’ICV 
(C/Taylor/1947 et C/Johannesburg/6), et deux souches du virus nouvellement découvert (C/OK 
et C/bovine/Oklahoma/660/2013 (ou C/660)) sur cellules de testicule de porcs ou ST (swine 
testis) ont montré que les virus ICV et C/OK et C/660 étaient incapables de réassortir entre eux 
et de générer des particules virales viables (15). La technique d’immunodiffusion sur gel d’agar 
(AGID), permettant de déterminer les différences antigéniques des protéines NP et M1, et donc 
de classer les virus par genre (IAV, IBV ou ICV) a été employée. Les anticorps polyclonaux 
dirigés contre ICV ont réagi de manière significative contre les virus ICV mais pas contre les 
virus C/OK et C/660. Inversement, les anticorps polyclonaux dirigés contre le nouveau virus 
ne réagissaient qu’avec C/OK et C/660 mais pas ICV. Ces résultats suggéraient donc une 
différence au niveau des protéines M1 et NP des ICV et de C/OK. Des analyses de NGS et de 
phylogénie plus poussées ont également montré que la distance génétique entre C/OK et ICV 
était similaire à celle observée entre IAV et IBV (15). 
L’ensemble de ces résultats a conduit à considérer C/OK comme un nouveau genre, appelé 
désormais virus influenza D ou IDV (7ème genre des Orthomyxoviridae). Les souches de virus 





B. Structure des virus influenza 
1. Eléments de structure des virus influenza A, B et C 
Les avancées en microscopie électronique ont permis d’étudier et de visualiser la structure des 
virus influenza. Les virus influenza A (IAV), B (IBV) et C (ICV) sont des virus 
pléomorphiques, présentant généralement une structure sphérique ou elliptique (5, 16). Les 
virus influenza sont également capables d’adopter des formes filamentaires, notamment sur des 
isolats cliniques frais, qui sont perdus lors de l’adaptation sur culture cellulaire ou ovoculture 
(17). Dans le cas d’ICV, des structures allongées appelées « cord-like structures » (CLS) de 
500µm de long ont également été observées (18). Les virus influenza sont relativement petits, 
d’un diamètre de 80 à 120 nm et 20 µm de longueur totale (19). 
Des spicules sont situés sur le pourtour du virion et possèdent une taille d’environ 10 à 14nm. 
Ces structures correspondent aux protéines de surface, l’hémagglutinine (HA) et la 
neuraminidase (NA) pour IAV et IBV ; l’hémagglutinine-estérase fusion (HEF) pour ICV. Ces 
virus possèdent une bicouche lipidique dérivée de l’enveloppe cellulaire. La protéine de matrice 
M (M1), essentielle dans la structuration du virion, est associée à cette enveloppe lipidique. À 
l’intérieur du virion est retrouvé le génome viral, constitué d’ARN viral (ARNv) simple brin de 
polarité négative et segmenté, associé au complexe polymérase et à plusieurs copies de 
nucléoprotéine, formant des ribonucléoprotéines (RNP) (20). IAV et IBV possèdent 8 segments 








Figure 3. Schéma comparatif de la structure des virus IAV et IBV avec celle d’ICV (21). 
 
a) Structure du génome 
Les IAV et IBV possèdent 8 segments d’ARN codants pour les différentes protéines virales. 





de lecture principale. En effet, une partie des segments ne code que pour une seule protéine 
(segments 1, 3, 4, 5 et 6 pour IAV ; segments 1 à 5 pour IBV), tandis que certains segments 
sont capables de générer plusieurs protéines par épissage alternatif, comme le segment 7 d’IAV 
et le segment 8 d’IAV et IBV (20). D’autres segments, quant à eux, produisent plusieurs 
protéines grâce à un cadre de lecture alternatif, comme le segment 2 d’IAV ou les segments 6 
et 7 d’IBV (20, 22). 
 
Les 8 segments d’IAV et IBV codent pour des protéines aux structures et aux fonctions 
relativement similaires. Les trois premiers segments codent pour les polymérases virales : la 
polymérase basique 2 ou PB2 (segment 1), la polymérase basique 1 ou PB1 (segment 2), et la 
polymérase acide ou PA (segment 3). Il a été démontré en 2001 que le segment 2 code pour la 
protéine PB1 mais aussi les protéines accessoires PB1-F2 et PB1-N40 via un cadre de lecture 
alternatif (23). Toutefois, aucune PB1-F2 n’a été retrouvée pour IBV ou ICV (24). Le segment 
2 est le segment d’ARN le plus conservé entre les genres d’influenza, autant au niveau de la 
séquence qu’au niveau de la structure. Le pourcentage d’identité génétique pour PB1 entre IAV 
et IBV est de 61%.  Une forte identité de séquence est observée entre les différents sous-types 
d’IAV, avec un pourcentage de 90% (14).  Le segment 3 code pour la troisième polymérase 
virale : la polymérase acide (PA) pour IAV et IBV ou polymérase 3 (P3) pour ICV, ainsi que 
la protéine accessoire PA-X. Le segment 4 code pour l’une des glycoprotéines de surface, 
l’hémagglutinine (HA). Ce segment est l’un des plus variables, avec 25 à 30 % d’identité 
génétique seulement entre IAV et IBV. Dans le cas des IAV, on recense 18 types d’HA tandis 
qu’IBV n’en présente qu’une seule. Le segment 5 code pour la nucléoprotéine, qui est associée 
au génome viral et le complexe polymérase pour former les ribonucléoprotéines ou RNP. La 
NP est une des protéines les plus conservées au sein de chaque genre d’influenza. Cependant, 
elle est extrêmement variable entre les différents genres, puisqu’elle ne présente que 20 à 30% 
d’identité génétique. Cette variabilité est utilisée afin de différencier les différents genres 
d’influenza (25). Le segment 6 code pour la seconde glycoprotéine de surface, la neuraminidase 
(NA). Dans le cas d’IBV, le segment 6 code pour la NA mais aussi la protéine accessoire NB, 
qui possède une activité canal à protons, grâce à un cadre de lecture alternatif (26). Le 
pourcentage d’identité génétique entre NA d’IAV et d’IBV est également faible, aux alentours 
de 30% (27). Le segment 7 code pour deux protéines : la protéine de matrice M1 ainsi que le 
canal à protons M2 (IAV) et BM2 (IBV). Dans le cas d’IAV, la protéine M2 est transcrite suite 





codon stop et d’un codon d’initiation, ce qui permet la traduction grâce à un mécanisme appelé 
« stop-start » (28). Le pourcentage d’identité entre la protéine M1 d’IAV et d’IBV est 
relativement faible (20-30%), ce qui fait qu’elle est également utilisée pour définir les genres 
de virus influenza (25). Le segment 8 code pour les plus petites protéines, qui sont les protéines 
non structurales 1 et 2 (NS1 et NS2). Pour IAV et IBV, NS2 est produite grâce à un épissage 
alternatif. Le pourcentage d’identité génétique de NS1 est également faible entre IAV et IBV 
(22%). La figure 4 représente de façon schématique le génome d’IAV et IBV (Figure 4). 
 
Le virus influenza C, également représenté sur la figure 4, ne possède que 7 segments d’ARN 
(Figure 4). De façon similaire à IAV et IBV, les plus grands segments codent pour les 
polymérases. Une étude publiée en 1989 a comparé les trois polymérases d’IAV, IBV et ICV. 
Les auteurs ont observé que les protéines PB1 et PB2 d’ICV étaient structurellement similaires 
avec celles d’IAV et IBV, bien qu’elles présentent un pourcentage d’identité génétique de 40% 
pour PB1 et 25% pour PB2 et PA. Une différence a été notée pour la troisième polymérase : 
celle-ci n’est pas chargée à pH neutre (29). De ce fait elle est appelée polymérase 3 (P3). Le 
segment 4 code pour l’hémagglutinine-estérase fusion (HEF) qui est la glycoprotéine de surface 
combinant à la fois les activités de la HA et de la NA. Le 5ème segment code pour la 
nucléoprotéine, comme IAV et IBV. Le segment 6 code pour la protéine de matrice M1 ainsi 
que la protéine CM2. Contrairement à IAV et IBV, c’est la protéine M1 qui est générée par 
épissage alternatif pour ICV (30). Enfin, le segment 7 code deux protéines non structurales, 
NS1 et NS2, avec une production de NS2 par épissage alternatif (31). 
Les segments d’ARN viraux de chaque genre de virus influenza possèdent donc une structure 
similaire avec un cadre de lecture principal (ORF) entouré de régions non codantes aux 
extrémités 5’ et 3’. Ces régions non codantes (NCR pour non-coding region) sont relativement 
conservées entre les différents segments d’un virion. Elles sont aussi conservées entre les 
souches virales d’un même genre. Il y a plus précisément 13 nucléotides conservés à l’extrémité 
5’ et 12 nucléotides à l’extrémité 3’. Il a été montré que ces séquences NCR présentent une 
complémentarité inversée partielle, ce qui permet la formation de structures secondaires appelée 
« panhandle » ou poignée de casserole en français (32). Ces structures sont nécessaires à la 
transcription et à la réplication du génome virale puisqu’elles interagissent avec le complexe 





NCR étaient capables d’interagir avec le complexe polymérase des différents genres 
d’influenza. Des cellules ont été transfectées avec des plasmides exprimant les gènes codant 
pour les RNP et des plasmides codant pour un gène rapporteur flanqué de séquence NCR 












Figure 4. Schéma du génome viral des IAV, IBV et ICV (35). 
Les auteurs ont remarqué que les RNP d’IAV pouvaient interagir avec les régions NCR d’IBV 
et ICV ; les RNP d’ICV interagissaient avec les régions NCR d’IBV uniquement et les RNP 
d’IBV ne pouvaient pas interagir avec celles d’IAV et ICV (36). 
 
b) Protéines virales 
Les ARN viraux sont traduits en 9 ou 10 protéines principales (Tableau 1), selon les différents 
genres de virus influenza. La traduction et la maturation de ces protéines s’effectuent dans 
différents compartiments cellulaires selon la protéine : PB1, PB2, PA, NP, NS1, NS2 et M1 
sont traduits grâce aux ribosomes cytosoliques libres tandis que les protéines de surface (HA, 
NA, HA), sont traduites dans des ribosomes liés au réticulum endoplasmique (RE), puis 






Les protéines principales des virus influenza (IAV, IBV et ICV) sont décrites dans les 
paragraphes suivants, en se basant principalement sur des études menées sur IAV, plus 
nombreuses que pour les autres genres de virus influenza. 
 








































































































27,8 et 11 
Disponible IAV 

















26.8 et 14,2 
Disponible IAV 







Le segment 4 des IAV et IBV code pour l’une des glycoprotéines du virus, l’hémagglutinine 
ou HA. Cette glycoprotéine de surface est la plus abondante, avec un ratio de 4 HA pour 1 
neuraminidase (20) et représente l’un des principaux antigènes ciblés par les anticorps.  On 
retrouve à ce jour 16 HA (H1-H16) différentes chez l’hôte naturel du virus (oiseaux aquatiques) 
et 2 nouvelles HA (H17 et H18) identifiées chez les chauves-souris (8). La HA, qui est une 
protéine transmembranaire de type I, est essentielle pour l’entrée du virus dans la cellule hôte : 
elle permet l’attachement à la cellule via la reconnaissance des récepteurs cellulaires, mais aussi 
le relargage du génome viral dans le cytosol (20).   
La structure de la HA a été particulièrement bien étudiée et plusieurs structures 
cristallographiques sont disponibles pour IBV ainsi que plusieurs sous-types d’IAV (Figure 5A 
et B) (41, 50–52). HA est en premier lieu traduite en un précurseur, appelé HA0, qui va 
s’associer en trimère. Chaque monomère de ce précurseur va ensuite être clivé en deux 
polypeptides via un site de clivage, générant ainsi les sous-unités HA1 et HA2, liées par des 
ponts disulfures (53). Il existe deux types de sites de clivage de la HA d’IAV. Pour certains 
sous-types virus, ce site est monobasique et composé d’un résidu arginine. Il est alors clivé par 
des protéases de type trypsine, exprimées seulement dans l’appareil respiratoire et digestif des 
oiseaux (54). Pour d’autres sous-types, le site de clivage est polybasique (motif RRRKKR) et 
peut être clivé par des protéases ubiquitaires de type furine par exemple. La présence d’un site 
de clivage monobasique est associée à des virus aviaires faiblement pathogènes ou LPAI (Low 
Pathogenic Avian Influenza) tandis que le site polybasique est associé aux virus aviaires 
hautement pathogènes ou HPAI (Highly Pathogenic Avian Influenza) exprimant H5 ou H7 (55). 
La sous-unité HA1 contient le domaine de liaison au récepteur ainsi qu’un domaine estérase 
(51, 56). La sous-unité HA2 est située à l’extrémité C-terminale et forme une tige avec un 
domaine de fusion et un domaine intracellulaire (Figure 6A). Ce domaine de fusion est 
impliqué dans le relargage des RNP dans le cytoplasme. Après endocytose, le virus va être 
soumis à l’acidification de l’endosome, ce qui va entraîner un changement de conformation de 
la HA et une exposition du peptide de fusion, situé en N-terminal de la sous-unité HA2. Le 










La neuraminidase (NA), codée par le segment 6, est la seconde glycoprotéine de surface du 
virus.  Elle fait partie des protéines transmembranaires de type II, et est plus spécifiquement 
une exosialidase (27). Cette protéine est également l’un des principaux antigènes du virus mais 
est aussi la cible d’une famille d’antiviraux disponibles. Il existe 9 sous-types de NA (N1-N9) 
chez les oiseaux et deux (N10 et N11) chez la chauve-souris pour IAV (8). IBV, quant à lui, ne 
possède qu’une seule NA. La fonction de la NA est de cliver la liaison entre les acides sialiques 
et la HA. La NA clive les liaisons osidiques entre les acides sialiques et des sucres adjacents. 
Elle est de ce fait impliquée dans plusieurs étapes du cycle viral. La NA clive les liaisons entre 
les acides sialiques présents dans le mucus de l’épithélium respiratoire, qui agissent comme un 
leurre, et la HA. Elle permet également de cliver les liaisons entre les acides sialiques et la HA 
présents sur l’enveloppe virale afin d’éviter l’agglutination des particules virales et permet donc 
une diminution de la prolifération du virus. Enfin, la NA joue un rôle majeur dans le relargage 
des nouveaux virions : lors du bourgeonnement du virion, celui-ci reste accroché à la membrane 
du fait des interactions entre la HA et les acides sialiques présents sur la membrane cellulaire. 
Grâce à son activité catalytique, la NA va donc cliver ces liaisons et permettre la libération du 
virion dans le milieu extracellulaire (27). Les structures cristallographiques de NA pour IAV et 
IBV sont également disponibles (Figure 5C).  
 
Figure 5. Structure cristallographique des glycoprotéines de surface d’IAV, IBV et ICV. 
Structure cristallographique de : A) la HA d’IAV (40) ; B) la HA du virus influenza B (50) ; C) 
la NA du virus influenza A (51) ; la HEF du virus influenza C (43). 
 
 
NA forme un tétramère à la surface du virus et chaque monomère est composé d’un domaine 
cytoplasmique, d’un domaine transmembranaire, d’une tige et d’une tête globulaire. Les 4 têtes 














Figure 6. Structure cristallographique des monomères de HA et HEF. 
A) Monomère de HA ; B) monomère de HEF. En bleu : domaine de liaison au récepteur ; en vert : 
domaine estérase ; en rouge : peptide de fusion. Adapté de (43). 
 
 
L’hémagglutinine estérase fusion 
L’hémagglutinine estérase fusion (HEF), codée par le segment 4, n’est présente que pour ICV 
et constitue la seule glycoprotéine de surface du virus. La HEF combine les fonctions de HA et 
NA des IAV et IBV. Elle reconnaît et se lie au récepteur cellulaire, ici les acides sialiques 9-O-
acétylés ; permet la fusion de l’enveloppe virale et l’endosome ; et permet le relargage des 
nouveaux virions.  Elle appartient à la famille des protéines transmembranaires de type 1 ; et la 
cristallographie par rayon X et la modélisation 3D a révélé qu’HEF possède une structure 
proche de la HA (Figure 5D) bien qu’elle ne présente que 12% d’identité avec la HA (43). La 
traduction de HEF, comme pour HA, est effectuée de façon similaire à HA, avec un précurseur 
HEF0 qui sera ensuite clivé en deux sous-unités HEF1 et HEF2 (Figure 6B). Le site de clivage 
est monobasique et les protéases impliquées dans ce clivage sont encore inconnues (21). La 
HEF est associée en trimère à la surface cellulaire avec la particularité de s’arranger en forme 
hexagonale (59). Chaque monomère est constitué de trois domaines : un domaine de fusion, un 
domaine estérase et un domaine de liaison au récepteur.  Le domaine de liaison au récepteur et 
le domaine estérase sont situés dans la sous-unité HEF1 tandis que le domaine de fusion 
constitue la sous-unité HEF2. Le domaine de liaison au récepteur est impliqué dans la 
reconnaissance des acides sialiques 9-O-acétylés. Le domaine de fusion permet de fusionner 
l’enveloppe virale avec la membrane de l’endosome. Enfin, le domaine estérase est impliqué 
dans le relargage des virions après bourgeonnement : il permet d’enlever les groupements 
acétyles situés en C-9 des acides sialiques 9-O-acétylés et donc d’empêcher les liaisons 





Le canal à protons M2 
Le canal à proton correspond à la protéine M2 ou BM2, codée par le segment 7 d’IAV et IBV, 
et à CM2 codée par le segment 6 d’ICV. Cette protéine est exprimée à la surface de l’enveloppe 
virale sous forme de tétramère (20) et appartient à la famille des protéines transmembranaires 
de type III (60). Elle est la cible de certains antiviraux bien que l’efficacité de ceux-ci ait 
diminué suite à l’apparition de résistance. M2 joue le rôle de canal à protons : elle permet 
l’apport de protons de l’endosome vers l’intérieur du virion et contribue ainsi au changement 
conformationnel de HA mais aussi à la rupture des interactions entre les RNP et M1, entrainant 
le relargage des RNP dans le cytoplasme. De plus, elle permet de maintenir le pH dans le trans-
Golgi pour éviter l’instabilité de la HA et donc la production de virions non viables (60). Elle 
semble également impliquée dans l’assemblage du virus puisque son absence induit une 
diminution de l’infectiosité du virus (28). Des études structurelles et fonctionnelles ont montré 
que BM2 d’IBV et CM2 d’ICV sont les protéines homologues de la M2 d’IAV (61). Une 
différence notable est que BM2 et CM2 sont glycosylées  (62, 63).  
 
La protéine de matrice M1 
La protéine de matrice M1 est codée par le segment 7 d’IAV/IBV et par le segment 6 par ICV. 
Cette protéine est la plus abondamment retrouvée dans le virion et se situe à l’interface entre 
l’enveloppe virale et l’intérieur du virus (64). M1 possède plusieurs fonctions dans le cycle 
viral. Elle est tout d’abord essentielle pour l’architecture de la particule virale. M1 interagit 
avec les lipides de l’enveloppe virale via son domaine N-terminal, par des liaisons 
électrostatiques, mais aussi avec les queues cytoplasmiques des glycoprotéines de surface. Elle 
interagit également avec les RNP via son domaine C-terminal, vraisemblablement avec la 
protéine NP (65). M1 joue également un rôle dans l’export nucléaire des RNP, puisqu’elle 
semble par ailleurs interagir avec la protéine d’export nucléaire NEP, également appelée NS2 
(20). Cette protéine semble également impliquée dans le recrutement, l’assemblage et le 
bourgeonnement des nouvelles particules virales (66). La protéine M1 interagit avec le canal à 
protons M2 : lors de la phase d’acidification de l’endosome dans lequel le virus est internalisé, 










La nucléoprotéine (NP) est codée par le segment 5 pour tous les genres de virus influenza. Elle 
possède de nombreuses fonctions : (i) elle joue un rôle important au niveau de la réplication et 
de la transcription du génome ; (ii) elle est impliquée dans l’import/export du génome du noyau 
de la cellule ; et (iii) elle est essentielle dans la structuration du génome viral (67). NP a la 
particularité d’être chargée positivement à pH neutre, ce qui lui permettrait d’interagir avec le 
génome viral, chargé négativement (68). Les monomères de NP peuvent s’oligomériser, ce qui 
permet de lier ensemble les monomères de NP adjacents. NP interagit avec de nombreuses 
molécules, comme l’ARNv, les polymérases virales fixées sur les séquences NCR du génome, 
la protéine M1 mais aussi des protéines cellulaires grâce à des liaisons directes (68). 
L’interaction entre NP et ARNv permet de structurer les RNP sous forme d’hélice super-
enroulée, entrainant un rapprochement des extrémités 5’ et 3’ des ARN, ce qui va permettre 
d’initier la transcription (57).  L’interaction avec la protéine M1 se fait via l’extrémité N-
terminale de NP et l’extrémité C-terminale de M1. Ces interactions M1-NP sont impliquées 
dans l’export nucléaire des RNP et dans l’assemblage du virus : elles permettent de maintenir 
les RNP dans le cytoplasme et d’éviter leur retour dans le noyau.  NP et le complexe polymérase 
viral forment les RNP, qui vont être associées avec le génome viral. Les brins d’ARNv sont 
recouverts de nombreuses copies de NP et sont associés avec le complexe polymérase à une 
extrémité. Les RNP constituent l’unité fonctionnelle de réplication et de transcription, et 
l’absence de l’une des protéines entraine une perte de fonction (69). NP semble jouer un rôle 
au niveau transcriptionnel. En effet, plusieurs études ont montré qu’elle serait un facteur 
d’élongation lors de la transcription/réplication du génome viral (70, 71). Une autre étude 
suggère que NP jouerait le rôle de régulateur de réplication virale via ses interactions avec les 
polymérases (60). Lors de l’assemblage de nouveaux virions, les RNP s’organisent selon une 
configuration « 1+7 » avec un RNP au centre du virion, entouré des 7 autres RNP  (72).  
 
 
Le complexe polymérase 
Le complexe polymérase du virus influenza est composé des polymérase basique 1 (PB1) et 2 
(PB2) ainsi que la polymérase acide (PA) pour IAV/IBV ou la polymérase 3 (P3) pour ICV. 
L’association de ces trois protéines forme l’ARN polymérase ARN dépendante. Chaque sous-
unité de la polymérase possède une fonction distincte. PB1, codée par le segment 2, possède 
l’activité de polymérase en elle-même, essentielle pour la réplication et la transcription. Elle 





snatching » en anglais) : le complexe polymérase va reconnaitre et se fixer à la coiffe des ARN 
messagers (ARNm) cellulaires via la PB2 (71). Cette coiffe va ensuite être clivée via l’activité 
endonucléase puis le fragment obtenu, de 10 à 13 nucléotides, va servir d’amorce pour initier 
la transcription (73). La protéine PB2 possède l’activité de reconnaissance de la coiffe des 
ARNm (« cap-binding » en anglais), notamment les coiffes 5’ m7Gppp, et permet donc 
l’initiation d la transcription (74). Enfin, la protéine PA ou P3 est essentielle pour la 
transcription et la réplication. Des études ont montré qu’elle possède également une activité 
endonucléase et donc participerait au vol de coiffe (63).  
 
 
La protéine non structurale 1 
Le segment 8 d’IAV et IBV, et le segment 7 d’ICV codent pour deux protéines non structurales, 
NS1 et NS2. NS1 est peu retrouvée au sein du virion mais elle est produite en grande quantité 
dans les cellules infectées (20). Si sa localisation est principalement nucléaire, elle est 
également retrouvée dans le cytoplasme en phase tardive d’infection (20). Cette protéine est 
multifonctionnelle.  L’une de ses fonctions les plus connues est l’inhibition de la réponse 
immunitaire innée. Lors de l’infection par un virus influenza, des récepteurs cellulaires, appelés 
PRR (Pattern Recognition Receptor) vont être activés et induire la production d’interférons 
(IFN) de type I, les IFN-α/β. Ces IFN peuvent ensuite activés plus de 300 gènes de réponse aux 
interférons (ISG), afin de lutter contre l’infection virale. NS1 a la capacité de limiter plusieurs 
étapes de cette réponse immunitaire. Elle peut par exemple entrer en compétition avec certains 
PRR, comme RIG-I (retinoic acid-inducible gene I) (75). Elle peut également inhiber des 
effecteurs de la voie de signalisation, certains ISG ou l’apoptose cellulaire (76). NS1 peut 
également moduler la synthèse des ARNv ou leur traduction (77). Enfin, elle est impliquée dans 
la pathogénicité des virus influenza de manière souche dépendante (66). 
 
La protéine d’export nucléaire (ou protéine non structurale 2) 
Le segment 8 d’IAV et IBV, et le segment 7 d’ICV produisent par épissage alternatif la protéine 
non structurale NS2. Cette protéine a par la suite été renommée NEP pour protéine d’export 
nucléaire (78). Elle est présente au sein du virion en faible quantité. La fonction principale de 
NEP est de permettre l’export nucléaire des RNP après transcription et réplication. Afin de 
mener à bien cette fonction, NEP interagit avec plusieurs protéines, comme la protéine virale 





également d’autres fonctions dans le cycle viral. Elle joue un rôle au niveau du bourgeonnement 
des particules virales, en interagissant avec des ATPases, ou en limitant l’accumulation des 
ARN. 
 
Les protéines accessoires 
Les IAV et IBV expriment également des protéines accessoires. Celles-ci, récapitulées dans le 
tableau 2, ne sont pas essentielles pour le cycle viral. À ce jour, aucune protéine accessoire n’a 
été observée pour ICV (Tableau 2). 
Tableau 2. Protéines accessoires des IAV et IBV et fonction connues. 
Type viral Protéines Segment Fonction Références 
 PB2-S1 1 Inhibition de RIG-I et voie IFN (80) 
 PB1-F2 2 Facteur de virulence (24) 
 PB1-N40 2 Rôle peu connu (81) 
IAV PA-X 3 Activité endonucléase (82) 
 PA-N155 3 Rôle peu connu : pathogénicité ? (83) 
 PA-N182 3 Rôle peu connu : pathogénicité ? (83) 
 M42 7 Canal à protons (84) 
IBV NB 6 Rôle peu connu : canal ionique ? (26) 
 
 
c) Cycle viral des IAV, IBV et ICV 
Bien que le cycle viral des virus influenza ait été principalement décrit pour IAV, l’homologie 
structurelle et fonctionnelle des protéines permet de supposer que le cycle viral d’IBV et ICV 
est similaire. Les différentes étapes du cycle sont résumées dans les paragraphes suivants et 
présentées sur la figure 7.  
 
① Attachement du virus, endocytose, fusion membranaire et libération du génome 
Le début du cycle viral commence par la liaison spécifique entre la cellule hôte et la particule 
virale. L’attachement du virus aux cellules est médié par la glycoprotéine de surface HA. Les 
récepteurs cellulaires sont les acides sialiques, qui sont exprimés à la surface de nombreuses 
cellules. Dans le même temps, la NA permet d’éviter les liaisons non productives avec les 





et IBV reconnaissent les acides sialiques N-acétyl neuraminique. En fonction de la souche 
virale, HA reconnaît différents types d’acides sialiques. 
 
Figure 7. Cycle viral des virus influenza A, B et C (85). 
Dans le cas de virus humains, les virus préfèrent les acides sialiques liés au galactose par une 
liaison α-2,6 tandis que les virus aviaires favorisent ceux avec des liaisons α-2,3 (20, 86).  Cette 
fixation de la glycoprotéine virale aux acides sialiques entraine alors l’internalisation du virus 
par endocytose. Une acidification séquentielle va alors s’opérer au sein de l’endosome, va 
entrainer une activation du canal à proton M2/BM2 et une modification conformationnelle 
irréversible de HA (56, 87). Brièvement, le domaine de fusion de HA va rapprocher la 
membrane de l’endosome et l’enveloppe virale. Cela va finalement entraîner une rupture et 
créer un pore par lequel les RNP vont être libérés dans le cytoplasme. Dans le cas d’ICV, la 
protéine HEF va reconnaître les acides sialiques 9-O-acétylés (21). Le mécanisme d’entrée dans 
la cellule semble être similaire à celui des IAV et IBV, avec une acidification de la protéine 






② Migration des RNP dans le noyau 
Les RNP vont alors migrer dans le noyau afin de pouvoir réaliser les étapes de transcription et 
de réplication. Le virus va détourner donc le système de transport nucléocytoplasmique pour 
importer les RNP  (88). Pour cela, le virus va interagir avec des protéines cellulaires, les 
importines-α, via des séquences de localisation nucléaire (NLS). Lors de la libération des RNP 
dans le cytoplasme, les importines-α vont interagir avec les séquences NLS des NP. Cela va 
alors induire une interaction avec l’importine-β. Cette dernière va enfin interagir avec le pore 
nucléaire CRM1 et permettre la translocation des RNP dans le noyau, où elles vont se dissocier 
des protéines cellulaires (88, 89).  
 
③ Transcription et réplication virale 
Une fois dans le noyau, la protéine NP et les polymérases vont réaliser les étapes de 
transcription et de réplication. Trois types d’ARN vont être synthétisés lors de ces étapes : les 
ARNm viraux à partir desquels vont être produites les protéines virales, les ARNv génomiques 
de polarité négative et les ARN complémentaires (ARNc) de polarité positive. 
Transcription  
L’étape de transcription permet de générer des ARNm de polarité positive à partir de l’ARNv, 
qui vont ensuite migrer dans le cytoplasme afin d’être traduit en protéines grâce à la machinerie 
cellulaire.  La transcription en ARNm nécessite la présence d’une coiffe pour pouvoir initier le 
processus. La polymérase virale ne possédant pas cette capacité, l’ARN polymérase II cellulaire 
est donc nécessaire au cycle viral. La coiffe des ARNm viraux va donc être ajoutée par un 
mécanisme de « vol de coiffe ». La sous-unité PB1 va se fixer sur l’extrémité 5’ de l’ARNv, ce 
qui va induire un changement de conformation de la sous-unité PB2. Celle-ci va alors 
reconnaître le résidu 7-méthyl-guanosine d’un pré-ARNm cellulaire et se fixer sur la coiffe 
m7Gppp situé à l’extrémité 5’ de ceux-ci. Cela va entrainer une activation du site endonucléase 
du complexe polymérase, porté par PB1 et PA, et induire le clivage de 10 à 13 nucléotides en 
aval de la coiffe. Dans le même temps, une augmentation de l’affinité de la sous-unité PB1 pour 
l’extrémité 3’ va avoir lieu. Un second changement de conformation de PB2 va permettre de 
positionner cette amorce au niveau du site actif de PB1. L’élongation va alors avoir lieu, dans 
le sens 3’ vers 5’. Vers l’extrémité 5’ de l’ARNv, la polymérase va rencontrer une zone riche 
en uridine et générer la queue polyadénylée (poly-A) par un mécanisme de bégaiement (20, 33, 
85, 90). Dans le cas de certains segments (7-8 pour IAV, 8 pour IBV, et 6-7 pour ICV), un 





comme NEP ou le canal à protons M2. La traduction des protéines s’effectue dans le cytoplasme 
grâce à la machinerie cellulaire. Les protéines HA, NA, HEF et M2 vont être traduites grâce 
aux ribosomes associés au RE puis maturés via le RE et l’appareil de Golgi avant assemblage 
du virus. Les autres protéines (HA, NS1, NEP, PB1, PB2 et PA/P3) seront quant à elles traduites 
grâce aux ribosomes cytosoliques (37). 
Réplication  
La réplication est le processus permettant d’amplifier le génome, qui sera ensuite empaqueté 
dans de nouvelles particules virales. Le procédé de réplication se déroule en deux étapes, par 
un mécanisme ne nécessitant pas d’amorces pour initier la synthèse d’un nouvel ARN. La 
première étape permet la synthèse d’un ARNc de polarité positive complet, non coiffé et sans 
queue polyadénylée, complémentaire de l’ARN viral. Cet ARNc va alors servir de matrice pour 
générer de nouveaux ARNv (85, 90). L’ARNc est synthétisé tôt après infection, sur un laps de 
temps court. La seconde étape correspond donc à la synthèse de ces ARNv et à la formation de 
nouvelles RNP (91, 92). Cette étape apparaît plus tardivement dans l’infection, et a lieu sur un 
laps de temps plus long que la synthèse d’ARNc.  
 
④ Export nucléaire 
Une fois les RNP synthétisées dans le noyau, elles vont être transportées dans le cytoplasme 
pour l’assemblage de nouvelles particules virales. L’export des RNP se fait grâce à la 
machinerie cellulaire. Les RNP vont interagir avec la protéine M1, qui va servir d’adaptateur 
entre les RNP et la protéine d’export nucléaire NEP. La protéine NEP interagit alors avec le 
pore nucléaire, permettant l’export des RNP vers le cytoplasme. Les RNP vont alors migrer 
vers la membrane plasmique grâce à la protéine Rab11 (RAS-related protein 11), exprimée sur 




Une fois les RNP libérées dans le cytoplasme, un assemblage des huit segments d’ARNv 
contenu dans les RNP est nécessaire pour générer une particule virale infectieuse. À ce jour, le 
mécanisme d’assemblage est encore peu connu et deux modèles ont été proposés : 





montré que les RNP s’organisaient en configuration « 1+7 », avec une RNP centrale et les 7 
autres tout autour. Le mécanisme permettant cette organisation est encore peu connu, mais cela 
suggère des interactions entre les RNP (99–101). 
 
⑥ Bourgeonnement et relargage des virions 
Après traduction, les protéines HA, NA ou HEF et M2 vont transiter via le RE et l’appareil de 
Golgi afin d’être maturées, et activées pour HA, NA et HEF. Elles vont être adressées à la 
membrane apicale des cellules, dans des zones riches en radeaux lipidiques. M1 va interagir à 
la fois avec les RNP et les queues cytoplasmiques des glycoprotéines virales et M2. Cela va 
entraîner une accumulation de M1 au niveau de la bicouche lipidique, une courbure de la 
membrane plasmique puis M2 va permettre la scission de la membrane formant une particule 
virale sphérique à la surface des cellules. NA va ensuite cliver les interactions entre HA et les 
acides sialiques exprimés sur la membrane plasmique. La protéine NA est critique pour le 
relargage de virions, puisque l’absence de ce clivage entraînerait une accumulation de particules 
virales à la surface cellulaire et bloquerait la propagation des virions infectieux (20, 37). 
 
 
2. Eléments de structure du virus influenza D 
Les virions d’IDV sont pléomorphiques et peuvent adopter des formes variables. Toutefois, ils 
semblent généralement posséder une forme sphérique, d’une taille allant de 100 à 120 nm de 
diamètre, ou filamenteuse (6, 14). IDV est également capable d’adopter des formes allongées 
comme celles observées pour ICV, avec une fréquence toutefois plus faible (6).  
IDV est un virus de nature enveloppée, dont l’enveloppe dérive de la bicouche lipidique de la 
cellule hôte. La microscopie a mis en évidence des spicules, d’une taille de 10-13nm, 
correspondant à la glycoprotéine de surface, l’hémagglutinine-estérase fusion (HEF), qui 
combine les fonctions de HA et NA. Par ailleurs, le canal à proton CM2 est également retrouvé 
à la surface des cellules. La forme générale d’IDV est donnée par la protéine de matrice M1. À 
l’intérieur des virions se trouve le génome, constitué de segments d’ARN viraux associés à la 
nucléoprotéine (NP) et les polymérases virales, ainsi que la protéine d’export nucléaire (NEP) 













Figure 8. Structure schématique du virus influenza D (35). 
 
a) Structure du génome 
Le génome d’IDV est identique à celui d’ICV, c’est-à-dire qu’il est constitué de 7 segments 
d’ARN simple brin de polarité négative. 
Figure 9. Représentation schématique du génome d’IDV (102). 
 
Chaque segment fait une taille de 1000 à 2400 paires de bases et possède un cadre de lecture 
ouvert principal, sauf le segment NS, qui en possède deux (15). Les segments sont numérotés 





Chaque segment code donc pour une ou plusieurs protéines virales : PB2, PB1, P3, HEF, NP, 
M1/M2 ou NS1/NEP (Figure 9). Le segment 2, le plus conservé entre les virus influenza, code 
pour la polymérase basique 1 (PB1). L’alignement des séquences de PB1 a montré 69-72% 
d’identité génétique entre IDV et ICV et seulement 39-41% entre IDV, IAV et IBV. L’identité 
génétique de PB1 entre IDV et ICV semble être légèrement plus importante que celle observée 
entre IAV et IBV (61%). Le pourcentage d’identité pour PB1 entre les différentes souches 
d’IDV tourne autour des 90%, comme observé pour IAV (14). Pour les segments 1 et 3, codant 
pour la polymérase basique 2 (PB2) et la polymérase 3 (P3), respectivement, une identité 
génétique de 53 % et 50 % a été observée entre IDV et ICV. Le segment 4, codant pour HEF, 
présente 53% d’identité génétique entre ICV et IDV. Le pourcentage d’identité génétique de 
HEF est similaire à celui observé parmi les différents sous-types de HA des IAV (49%). Le 
pourcentage d’identité génétique pour le gène HEF entre ICV et IDV est plus élevé que celui 
observé pour le gène HA entre IAV et IBV (25-30%). Le gène codant pour NS1 possède le 
pourcentage d’identité le plus bas entre IDV et ICV (29-33%). Les protéines NP et M sont 
relativement conservées au sein de chaque genre viral mais pas entre les trois genres de virus : 
on observe seulement 20-30% d’identité génétique entre IAV, IBV et ICV pour ces protéines. 
Le pourcentage d’identité entre IDV et ICV est de 38-41% pour NP. Le segment 6 d’IDV 
permet la production de deux protéines par épissage alternatif. La comparaison entre IDV et 
ICV a été effectuée sur la P42, du fait de l’ignorance sur le mécanisme de clivage d’IDV au 
moment de l’étude, et présentait 38% d’identité génétique (14).  
En plus de la région codante, chaque segment possède également une région non codante (NCR) 
aux extrémités 5’ et 3’, comme observé pour IAV et IBV. Celles-ci jouent également le rôle de 
promoteur viral (20, 103) et sont aussi impliquées dans le phénomène de réassortiment. En 
utilisant la technologie 5’ et 3’ RACE (Rapid amplification of cDNA ends) couplée au 
séquençage Sanger, Hause et al. ont déterminé la séquence de ces NCR : les régions 3’ et 5’ de 
D/OK étaient identiques à ICV à l’exception de 1 nucléotide en position 5 de l’extrémité 
3’ (adénine pour IDV et cytosine pour ICV). De plus, les extrémités 5’ et 3’des 7 segments 
d’IDV étaient identiques excepté un polymorphisme en position 1 à l’extrémité 3’ (14). Chaque 
segment possède 10 nucléotides conservés en 3’ et 12 nucléotides conservés en 5’.  Enfin, à 
l’extrémité 5’, une région riche en uridine est présente sur chaque segment d’ICV et IDV 






b) Protéines virales 
À ce jour, peu de travaux ont été menés afin de comprendre les fonctions de chaque protéine 
d’IDV. Toutefois, de nombreuses études sur IAV permettent d’extrapoler le rôle de ces 
protéines. Par ailleurs, les homologies de séquence entre IDV et ICV permettent également 
d’émettre des hypothèses quant aux structures et fonctions des protéines virales.  
Les trois plus grands segments d’IDV codent pour les protéines formant l’ARN-polymérase-
ARN-dépendante d’IDV : la polymérase basique 1 (PB1), la polymérase basique 2 (PB2) et la 
polymérase 3 (P3). Pour les IAV et IBV, le segment 3 code pour la polymérase acide (PA) 
puisque le pKa (indication de la constante d’acidité) est de 5,2 environ. Pour ICV et IDV, le pH 
de cette polymérase est neutre avec des pKa de 7,2 et 6,2 respectivement, d’où le nom de P3 
(14). Comme décrit pour IAV, la protéine PB1 possède l’activité polymérase proprement dite, 
qui permet la réplication du génome viral. PB2 permet l’initiation de la transcription des ARNm 
cellulaires grâce à son domaine de reconnaissance de la coiffe, situé en 5’. Enfin, la protéine P3 
permet le clivage de la coiffe des ARNm cellulaires grâce à son activité endonucléase.  
Une étude a réalisé une modélisation structurelle des polymérases d’IDV, afin de déterminer 
les domaines protéiques et les sites fonctionnels. Ces données ont été obtenues par des 
comparaisons de séquences entre genre d’influenza et des prédictions grâce à des études sur les 
polymérases d’IAV et hu-ICV (39). Les sites actifs portant l’activité polymérase de PB1 sont 
conservés entre les Orthomyxoviridae, tandis que ceux du domaine endonucléase de la protéine 
P3 sont conservés seulement entre les virus influenza.  Des différences entre IDV et les autres 
virus influenza existent cependant au niveau de la protéine PB2. Le domaine de fixation à la 
coiffe de la protéine PB2 d’IDV est plus proche de celui d’hu-ICV, avec seulement deux 
substitutions (T351K et K366E), comparé à ceux d’IBV et IAV (4 et 5 substitutions 
respectivement).  Le site situé dans le domaine de fixation à la coiffe (permettant de se fixer au 
phosphate du m7GTP) d’IAV est composé de quatre résidus chargés positivement (K339, R355, 
H357 and H432) et d’un résidu polaire (N429), tandis que pour IDV, il y a peu de résidus 
chargés et plus de résidus non polaires (T351, K366, W368, Y445 and P442). Les auteurs 
suggèrent que le site de liaison au phosphate du domaine d’interaction avec la coiffe de PB2 
d’IDV utiliserait des interactions hydrogènes avec le phosphate du m7GTP, tandis qu’IAV et 
IBV utilisent plutôt des ponts salins (104). 
Certains segments d’IDV peuvent générer plusieurs protéines par épissage alternatif. Hause et 





segment 6 code pour la protéine de matrice M1, qui participe à la structure du virion, comme 
cela a déjà été décrit pour IAV, ainsi que pour la protéine M2 qui correspond à un canal à proton 
transmembranaire. Le segment 7 code pour les protéines non structurales NS1 et NS2 qui jouent 
un rôle dans la réplication virale et dans le transport nucléaire des ribonucléoprotéines (RNP) 
respectivement. 
Contrairement aux IAV, c’est la protéine M1 qui est générée par épissage alternatif chez IDV 
et ICV, tandis que la protéine CM2 est produite via un ARNm non épissé.  La protéine NEP 
(NS2) est générée par un mécanisme d’épissage alternatif similaire à celui observé chez ICV 
(15, 31). Toutefois, un mécanisme d’épissage alternatif différent est utilisé pour le segment 6 
d’IDV. Dans le cas d’ICV, l’ARNm du gène M contient un site d’épissage dans le cadre de 
lecture, qui, quand il est épissé, introduit un codon stop permettant la production de la protéine 
M1. Le mécanisme d’épissage alternatif d’IDV diffère de celui d’ICV : un peptide de 4 acides 
aminés est introduit dans le transcrit primaire M1 (nucléotides 29 à 756 joints aux nucléotides 
1050 à 1062). L’ARNm de la M1 d’IDV non épissé, quant à lui, code pour une protéine 
précurseur appelée P42, qui sera clivée au niveau d’une séquence signal par une peptidase, 
générant ainsi la protéine CM2. Kesinger et al. ont étudié plus en détail la protéine M2 d’IDV, 
afin de déterminer si elle possède une activité de type « canal à proton ». L’intérêt pour cette 
protéine se justifie par le fait que certains antiviraux, comme l’amantadine, ciblent cette 
protéine. Cette étude a démontré que la M2 d’IDV possède bien une activité canal à protons, 
similaire à la CM2 d’ICV et aux M2 d’IAV et IBV, avec toutefois quelques différences. Par 
exemple un motif situé dans le domaine transmembranaire, essentiel pour l’activation du canal 
à protons, diffère entre IDV/ICV et IAV/IBV :  pour IDV et ICV, il s’agit d’un YxxxK tandis 
que pour IAV et IBV, il s’agit du motif HxxxW (105).  
Les rares études sur la structure et la fonction des protéines d’IDV se sont focalisées sur la 
nucléoprotéine (NP) et ainsi que la glycoprotéine de surface, HEF. Seules les structures de HEF 
et NP ont en effet été obtenues par cristallographie pour le moment (42, 106). 
 
Hémagglutinine estérase-fusion 
L’HEF est une glycoprotéine de surface exprimée uniquement par IDV et ICV dans la famille 
des Orthomyxoviridae. Bien qu’HEF ne présente que 53% d’identité entre IDV et ICV, la 
structure de l’HEF d’IDV semble similaire à celle d’ICV. Il s’agit d’une protéine 
transmembranaire de type I, où chaque monomère est constitué d’un peptide signal situé en N-





cytoplasmique court (3 acides aminés pour HEF versus 10 acides aminés pour HA). La HEF 
exprimée à la surface des virus est présente sous forme de trimères constitués d’une tige 
regroupant les différentes régions impliquées dans la fusion membranaire (sous-domaines F1, 
F2 et F3), et d’une tête globulaire où se situent le domaine estérase (constitué des sous-domaines 
E1, E’ et E2)  et le domaine de liaison au récepteur (21, 43).  Ces trimères sont composés de 
deux sous-unités : HEF1 au niveau de la tête globulaire et HEF2 qui inclut le domaine de fusion 
(21). Le domaine estérase semble être le plus conservé entre la HEF d’IDV et d’ICV, avec une 
identité de 56,6% à 68,8% selon le sous-domaine (Figure 10). Contrairement aux 
glycoprotéines d’IAV et IBV, HEF forme des structures hexagonales au niveau de l’enveloppe 
virale, mais aussi sous forme libre. Il semble que ces structures soient dues à l’interaction des 
trimères de HEF au niveau de leurs ectodomaine. La fonction de ces structures est inconnue, 
toutefois, mais les auteurs émettent l’hypothèse que cela permettrait une courbure de la 










Figure 10. Comparaison des structure cristallographique des protéines HEF d’IDV et 
d’ICV, adapté de  (42).  
En bleu ; domaine de liaison au récepteur ; en vert : domaine estérase ; en rouge : domaine de fusion. 
 
Hause et al. ont comparé le tropisme cellulaire d’IDV avec celui d’ICV. Différents types de 
lignées cellulaires (cellules de testicules de porcs (ST pour swine testis), cellules épithéliales 
alvéolaires humaines (A549), cellules de reins de chiens (MDCK pour Madin-Darby canine 
kidney), cellules de reins de singes (Marc-145), cellules de tumeur rectale humaine (HRT-18G 
pour human rectal tumor), cellules de reins de hamster (BHK-21 pour baby hamster kidney) et 





Il a été observé qu’IDV se répliquait sur tous les types cellulaires, avec une efficacité plus ou 
moins importante. ICV, quant à lui, s’est répliqué uniquement sur cellules ST et HRT-18G. De 
plus, il a été remarqué qu’IDV poussait sur les cellules à 37°C et 33°C tandis qu’ICV ne se 
répliquait qu’à 33°C.  Une modélisation de la structure de HEF a ensuite été réalisée afin de 
comprendre cette différence de tropisme. Hause et al. ont mis en évidence que la HEF d’IDV 
possède un site estérase conservé mais une poche de liaison au récepteur différente. La HEF 
d’ICV a deux poches de liaison pour la reconnaissance des acides sialique : une reconnaissant 
les acides sialiques 9-O-acetylés et l’autre reconnaissant les acides sialiques 5-N-acetylés. Dans 
le cas d’IDV, une substitution (L198W) a été observée dans la poche de liaison des acides 
sialiques 5-N-acetylés, lui donnant une taille plus petite par rapport à celle d’ICV.  Les poches 
de liaison des acides sialiques 9-O-acétylés d’ICV et d’IDV se sont avérées similaires. En 
observant le groupement d’acides aminés connus pour interagir avec ce type d’acide sialique, 
deux mutations ont été identifiées (F141Y et F250R). Ces mutations pourraient induire une 
meilleure affinité et capacité de fixation au récepteur, et donc un tropisme plus large d’IDV 
(14). 
Hause et al. ont également mis en évidence 6 sites potentiels de glycosylation sur la souche 
D/OK. Dans le cas des IAV, la modification des sites de glycosylation de la protéine HA 
provoque des modifications sur l’antigénicité, l’échappement à la réponse immunitaire ou 
encore la virulence (109). Des différences au niveau des sites de glycosylation d’IDV ont été 
observées dans différentes études. Par exemple, la souche française 
D/bovine/France/2986/2012 (D/France/2986) ne possède que 5 sites de glycosylation (110). Un 
site de glycosylation s’est également avéré manquant pour la souche japonaise 
D/bovine/Ibaraki/7768/2016 (111).   
L’acide aminé en position 212 semble avoir une importance majeure dans l’antigénicité d’IDV. 
Il a été montré qu’une modification de ce résidu chez la HEF d’ICV provoquait une diminution 
de l’activité hémagglutinine (112). Pour les souches du clade D/660-like, une arginine est 
présente en position 212 tandis qu’une lysine est observée pour les souches du clade D/OK-
like, expliquant l’antigénicité hétérologue entre ces deux clades (113). Toutefois, pour les 
souches japonaises, une sérine est retrouvée à cette position, suggérant la présence d’un 
troisième clade (111, 114).  
Sheng et al. ont également montré des variabilités importantes dans les régions C et N-
terminales du domaine de fusion d’IDV et des hu-ICV, notamment les sous-domaines F1 et F3. 





leur taille soit similaire, 2 des 3 acides aminés composant ce domaine sont différents pour ICV 
et IDV (CCK pour IDV et RTK pour ICV). Le peptide signal d’IDV est plus petit et présente 
des variations, comparé à celui d’ICV (14 acides aminés au lieu de 16), bien que le site de 
clivage soit identique pour les deux virus (104).  
La HEF d’IDV possède donc les mêmes fonctions que la HEF d’ICV : elle reconnaît les acides 
sialiques 9-O-acétylés via son domaine de liaison et clive les acides sialiques lors du relargage 
des virions grâce à son domaine estérase (42). Dans le cas d’IDV, la cristallographie a montré 
que le domaine de liaison au récepteur se situe au niveau de la tête globulaire HEF1, plus 
précisément dans une cavité profonde entourée de structures secondaires comme les « 170-
loop », « 190-loop », « 230-helix » et « 270-loop » (Figure 11A). La HEF d’IDV présente un 
canal ouvert situé entre la « 230-helix » et la « 270-loop ». Pour ICV, un acide aminé chargé 
positivement (K235) situé sur la « 230-helix » et un acide aminé chargé négativement (D269) 
situé sur la « 270-loop » peuvent former une interaction appelée pont salin, permettant de 
fermer ce canal (Figure 11B). Pour IDV, les deux acides aminés (T239 et A273) ne peuvent 
créer cette interaction, laissant le canal ouvert (Figure 11C).  
Figure 11. Comparaison de la structure cristallographique de la poche de liaison au 
récepteur d’HEF d’ICV et d’IDV (42).  
A) Comparaison de la structure secondaire de la poche de liaison d’HEF-ICV (bleu clair) et 
d’HEF-IDV (orange) ; B) Structure de la poche de liaison et du canal fermé d’HEF-ICV ; C) Structure 
de la poche de liaison et du canal ouvert d’HEF-IDV. 
 
Cette conformation pourrait permettre la reconnaissance et la fixation d’un large panel d’acides 
sialiques retrouvés chez différents hôtes, ce qui expliquerait le large tropisme cellulaire observé 
in vitro (14, 42).  
La HEF d’IDV possède bien une activité estérase, comme le montrent les expériences 





avec une « triade catalytique » caractéristique des hydrolases à sérine entre les deux genres 
d’influenza. Les résidus jouant un rôle dans cette activité catalytique d’HEF sont 
S71/H369/D365 pour ICV et S73/H375/D372 pour IDV. Il a également été observé que le 
domaine estérase de la HEF d’IDV est actif, même à 4°C (42). Par ailleurs, le site estérase de 
HEF des virus influenza est extrêmement conservé avec la HEF d’autres virus comme les 
nidovirus, le virus murin de l’hépatite (mouse hepatitis virus ou MHV) ainsi que les coronavirus 
bovin et humain (115, 116). La HEF est clivée en HEF1 et HEF2 par un site de clivage 
monobasique localisé au niveau de l’arginine R432 pour ICV et 439 pour IDV au niveau de la 
queue (42). Le site de clivage de HEF est monobasique, de ce fait, la réplication virale est 
restreinte au tractus respiratoire (21, 54, 102, 117). 
 
Nucléoprotéine 
La nucléoprotéine (NP) d’IDV a plus particulièrement fait l’objet d’études à l’Institut de 
Biologie Structurale (IBS) de Grenoble. Ils ont réussi à déterminer sa structure par 
cristallographie aux rayons X et ses interactions avec les importines-α cellulaires. Les résultats 
sont présentés dans l’Annexe I (45, 106).  La NP semble posséder des fonctions similaires à 
celles des NP des autres virus influenza, c’est-à-dire qu’elle est associée au génome viral et aux 
polymérases pour former des complexes de ribonucléoprotéines ou RNP. Ces RNP assurent la 
réplication et la transcription du virus au sein de la cellule hôte.   
La structure des RNP d’IDV a été étudiée grâce à des analyses de microscopies électroniques 
principalement. De la microscopie électronique en transmission à balayage suivie d’une 
reconstitution en 3D a permis de compter le nombre de RNP par particule virale d’IDV. Cette 
technique a révélé la présence de 8 RNP arrangées en configuration « 1+7 », comme observé 
pour les IAV, mais aussi la présence de configuration « 1+6 » (6). 
Le comptage des RNP contenues dans 10 virions d’IDV a montré une majorité de virions avec 
8 RNP (73% avec 8 RNP et 27 avec 7 RNP). Ces résultats suggèrent qu’IDV favorise 
l’internalisation de 8 RNP, malgré le fait qu’il ne possède que 7 segments d’ARN, et qu’il 
utiliserait des mécanismes d’empaquetage du génome similaires à ceux utilisés par IAV. Par 
ailleurs, les auteurs émettent l’hypothèse que des mécanismes favoriseraient l’empaquetage de 
8 RNP en configuration « 1+7 » plutôt que 7 RNP en configuration « 1+6 ». Les ARN viraux 
ont été analysés afin de déterminer le nombre de segments dans le virion, grâce à la migration 
des ARN sur électrophorèse en gel d’acrylamide. Six bandes ont été observées, correspondant 





gènes M et NS a été observée. Toutefois, la nature de cette bande n’a pas pu être déterminée. 
Les auteurs émettent plusieurs hypothèses quant à la présence de 8 RNP au lieu de 7 dans les 
virions d’IDV : (i) il existerait un huitième segment non identifié, (ii) un segment viral dupliqué 
ou (iii) un ARN cellulaire internalisé au sein des virions (6). 
 
 
c) Cycle viral d’IDV  
Récepteurs 
L’HEF d’IDV utilise les acides sialiques comme récepteurs, comme les autres genres de virus 
influenza. Des expériences de « glycan microarray », permettant de tester 610 glycanes 
différents, ont été réalisées afin de déterminer le type d’acide sialique utilisé par IDV. Les 
résultats ont révélé que HEF ne se fixait que sur les dérivés d’acides sialiques 9-O-acétylés. Par 
ailleurs, il semble que la HEF d’IDV utilise ces acides sialiques, qu’ils soient liés au galactosyle 
par une liaison α-2,6 ou α-2,3 (42, 118). 
Song et al. ont montré, grâce à une protéine HEF recombinante, que ces acides sialiques étaient 
exprimés chez l’homme, le porc et le bovin, notamment au niveau de la trachée (42).  Par 
ailleurs, une équipe du département de pathobiologie de l’Université d’Utrecht a également 
étudié la localisation des récepteurs d’IDV grâce à des « tissue microarray » ou TMA. Des 
carottes de tissus fixés et paraffinés sont placées dans un bloc pour microarray (60 trous de 
2mm de diamètre). Des coupes fines de ce bloc sont ensuite placées sur des lames et incubées 
avec une protéine HEF recombinante ne possédant pas l’activité estérase. Enfin, un marquage 
anticorps permet de révéler la présence d’HEF. Dans le cas de la HEF d’IDV, les cornets nasaux 
de différentes espèces animales ont été testés. Lors de ces expériences préliminaires, HEF était 
localisée au niveau des cellules épithéliales ciliées des cornets nasaux de cheval, porc, chèvre 
et bovin (résultats préliminaires de N. Nemanichvili) (119). 
Cycle de réplication 
À ce jour, aucune donnée n’est disponible concernant le cycle de réplication d’IDV. Cependant, 
plusieurs données nous permettent de spéculer sur le cycle de réplication : (i) les homologies 
de séquences entre ICV et IDV (14), (ii) les homologies de structures entre IDV et les autres 






Le cycle de réplication d’IDV semble donc se dérouler selon le même schéma que celui des 
autres genres de virus influenza. L’entrée du virus est sans doute permise grâce à la 
reconnaissance des acides sialiques 9-O-acétylés par l’activité hémagglutinine de la HEF (42). 
Le virus pénétrerait dans la cellule par endocytose, puis les RNP seraient libérées dans le 
cytoplasme grâce à l’acidification de l’endosome par la protéine M2, qui possède une activité 
type « canal à protons » (105). Ces RNP migreraient ensuite dans le noyau grâce à l’interaction 
entre NP et les importines-α (45). Le complexe polymérase d’IDV présentant de fortes 
homologies de structure avec celui d’IAV, nous pouvons supposer que les mécanismes de 
transcription et de réplication du génome viral sont similaires, même si des études sont 
nécessaires pour confirmer cette hypothèse (104). Les nouvelles RNP produites sortiraient alors 
du noyau via la protéine NEP, puis seraient empaquetées dans le virion, selon une configuration 
« 1+6 » ou « 1+7 », vraisemblablement par mécanismes similaires à ceux d’IAV (6). Le virion 
va alors bourgeonner, puis la HEF va cliver les acides sialiques via son activité estérase, 




C. Évolution des virus influenza 
1. Dérive génétique et réassortiment 
Les virus influenza ont la capacité d’évoluer d’un point de vue génétique et antigénique de 
manière importante et rapide. NA et HA ou HEF évoluent selon deux mécanismes : la dérive 
génétique et le réassortiment génétique. Afin d’échapper à la pression de sélection immunitaire 
de l’hôte, des mutations vont apparaître au cours du temps sur le génome viral grâce à la dérive 
antigénique. Les virus influenza peuvent passer la barrière d’espèce grâce à des échanges de 
segments viraux par le mécanisme de réassortiment. 
La dérive génétique 
La dérive génétique correspond à l’accumulation de mutations générées au cours du temps lors 
de la réplication du génome viral.  Ce mécanisme est provoqué par l’ARN polymérase ARN 
dépendante du virus. En effet, celle-ci est peu fidèle puisqu’elle génère environ une mutation à 
chaque génome répliqué  (120, 121). Par ailleurs, elle ne possède pas d’activité de relecture et 
de correction dans le sens 3’ vers 5’. Ce mécanisme entraîne la présence d’une quasi-espèce 





présents. Ce processus n’entraîne toutefois pas de modification du sous-type (122). La dérive 
génétique permet donc d’échapper au système immunitaire, notamment grâce à des mutations 
sur les gènes codant pour la HA et la NA, les deux antigènes majeurs du virus influenza. Ces 
mutations vont modifier les épitopes situés sur ces deux protéines, qui ne seront donc plus 
reconnus par les anticorps neutralisants (123). La dérive antigénique est responsable du 
maintien des épidémies saisonnières et de l’échappement au vaccin.  
 
Le réassortiment 
Le réassortiment, également appelé cassure génétique, est possible grâce à la nature segmentée 
du génome viral. Ce phénomène a lieu lorsque deux virus infectent une même cellule et 
échangent des segments génomiques. On recense 250 (28) associations possibles entre les huit 
segments du génome des IAV (124). Aucun réassortiment n’a pour l’instant été mis en évidence 
entre les différents genres de virus influenza.  Le réassortiment est responsable de pandémies : 
en effet, ce mécanisme peut conduire à la formation d’un nouveau sous-type et infecter une 
espèce qui est immunologiquement naïve, provoquant l’apparition de maladie (124). Le 
réassortiment permet également le passage de la barrière d’espèce, comme cela a été observé 
dans les quatre pandémies du siècle dernier (123). En effet, sur les quatre pandémies humaines, 
trois ont émergé à partir d’un IAV humain et d’un IAV animal (Figure 12).  La pandémie de 
1918, également appelée grippe espagnole, est à ce jour la plus mortelle des pandémies connues. 
Selon l’Institut Pasteur, cette pandémie aurait provoqué plus de 50 millions de morts et des 
évaluations récentes vont jusqu’à 100 millions, soit 2,5 à 5% de la population mondiale de 
l’époque. Cette pandémie de 1918 a été provoquée par un virus H1N1 d’origine aviaire. 
Toutefois, l’origine, l’émergence de ce virus et la présence potentielle d’un hôte intermédiaire 
demeurent à ce jour peu connus, du fait de l’absence de séquences aviaires pré-1918 (123). 
Dans le cas de la pandémie de 1957, l’association des segments HA, NA et PB1 d’un virus 
H2N2 aviaire et des segments PB2, PA, NP, NS, M du virus H1N1 pandémique humain de 
1918 ont conduit à la formation d’un virus pandémique de sous-type H2N2. En 1968, c’est un 
H3Nx aviaire et le H2N2 humain de 1957 qui ont échangé des segments et donné un virus 
pandémique H3N2. Enfin, la pandémie de H1N1 en 2009 a été provoquée par des 






Le réassortiment et l’apparition d’une nouvelle pandémie reste une menace constante et les 
différentes organisations de surveillance de la grippe restent à l’affût pour éviter et prédire ce 
genre d’évènements. 
Figure 12. Réassortiments ayant conduit aux 4 pandémies humaines connues (125). 
 
Par exemple, l’apparition d’un H5N1 aviaire hautement pathogène (HP) en 1996 a fait craindre 
l’apparition d’une pandémie. Ce virus a en effet infecté de manière importante les populations 
d’oiseaux mais a également été transmis et provoqué des signes cliniques sévères chez 
l’homme. En 1997 à Hong Kong, 18 cas humains de H5N1 ont été recensés, avec 6 cas fatals.  
Par la suite, ce virus a ré-émergé dans les années 2000 chez les oiseaux et l’homme. Durant la 
période de 2003 à 2018, 860 cas de personnes infectées ont été recensés dans le monde, avec 
454 cas fatals (12). Bien que la transmission interhumaine du H5N1 aviaire ne soit pas avérée, 
la possibilité de réassortiment de ce virus avec un virus humain pose toujours une réelle menace 
pour la santé publique (125). L’échange de segment est aléatoire et les mécanismes 







2. Diversité génétique des IAV, IBC et ICV. 
a) IAV 
Les virus influenza A évoluent rapidement, avec environ 1.10-3 à 8.10-3 substitutions/site/ans 
(127). En effet, IAV est le genre de virus influenza infectant le plus large spectre d’hôtes. 
L’association de HA et NA indique le sous-type d’IAV et au sein de chaque sous-type, on 
retrouve de nombreux variants. Les variants d’un sous-type sont classés en clades en fonction 
de l’hôte mais aussi en fonction de leurs zones géographiques de circulation et simplement de 
leurs caractéristiques moléculaires (123, 124). Les IAV sont responsables de nombreuses 
épidémies saisonnières mais aussi des nombreuses pandémies qui ont marqué l’histoire.  
Les IAV semblent évoluer plus rapidement qu’IBV. En effet, IBV, dont l’hôte principal est 
l’homme, semble avoir atteint un équilibre évolutif depuis quelques années tandis qu’IAV, dont 
le réservoir naturel est les oiseaux aquatiques, peut infecter d’autres espèces (124). Peu de sous-
types d’IAV co-existent en même temps, et chaque sous-type persiste sur un laps de temps plus 
court (128). Par ailleurs, IAV possède un taux de mutation plus élevé que celui d’IBV (0,5.10-
3 mutations/site/an pour IBV et 2,6.10-3 mutations/site/an pour IAV) (129). En outre, on observe 
une pression de sélection due au système immunitaire et aux traitements, notamment les 
vaccins. En effet, les anticorps neutralisants vont principalement reconnaître HA et NA. De ce 
fait, des mutations vont fréquemment avoir lieu pour masquer l’épitope, comme par exemple 
l’ajout d’un site de glycosylation. Ainsi, l’antigénicité de ces protéines va être modifiée et 
permettre au virus d’échapper au système immunitaire (130). 
 
b) IBV 
IBV est responsable principalement d’épidémies mais ne pose pas de réelle menace 
pandémique. Les deux lignages d’IBV, B/Victoria et B/Yamagata, existent depuis les années 
80 et ont été nommés ainsi à partir des isolats originaux B/Victoria/2/87 et B/Yamagata/16/88 
(131, 132). L’identité génétique intra-lignage pour HA est de 97% tandis qu’en inter-lignage, 
elle est de 88-90% (133). IBV évolue plus lentement qu’IAV du fait de la co-circulation des 
deux lignages depuis une longue période chez l’homme (128). Plusieurs études ont été menées 
sur la circulation des deux lignages dans différents pays. Par exemple, une étude réalisée en 
Australie a analysé des échantillons humains (adultes et enfants) provenant de différentes 
régions du pays, prélevés entre 2002 et 2013. Les chercheurs ont analysé la phylodynamique 





et évolutif : le lignage B/Victoria présentait une diversité génétique saisonnière et une capacité 
de réassortiment plus fortes que le lignage B/Yamagata (134). 
 
c) ICV 
ICV, de manière similaire à IBV, évolue plus lentement que les IAV, du fait du spectre d’hôte 
principalement humain, de la présence d’une seule glycoprotéine (HEF) et l’absence de 
pression de sélection due à l’absence de vaccin contre ICV. Plusieurs études ont montré que 
l’identité génétique pour la HEF des différents lignages était supérieure à 90%. L’antigénicité 
de celle-ci est stable au cours du temps et de ce fait, les phénomènes de réassortiments sont peu 
courants, d’où une forte réaction croisée entre les souches. Lors des différentes épidémies 
d’ICV au Japon, il a été cependant observé que le virus responsable était généralement un 
réassortant (135, 136). 
Une étude japonaise a analysé 106 isolats d’ICV, datant de 1947 à 2014. Les auteurs ont montré 
qu’il existait six lignages d’ICV en se basant sur les alignements de séquences de HEF : 
C/Taylor, C/Mississippi, C/Aichi, C/Yamagata, C/Kanagawa et C/Sao Paulo. En alignant les 
séquences des protéines internes, ICV était divisé en deux lignages : C/Mississippi/80-like et 
C/Yamagata/81-like. Par ailleurs, les auteurs ont calculé le nombre de substitutions/site/année : 
ICV présentait un nombre beaucoup plus faible (5,2.10-4 substitutions/site/année) que IAV et 
IBV (2,1.10-3 et 3,9.10-3) (10). Dans une autre étude, les auteurs ont analysé la diversité 
génétique relative des six lignages d’ICV au cours du temps. Ils ont observé que les lignages 
C/Aichi, C/Mississippi et C/Yamagata tendaient à disparaître au début des années 2000 tandis 
que les lignages C/Kanagawa et C/Sao Paulo persistaient. Les auteurs n’expliquent toutefois 
pas ce phénomène de disparition et d’autres études semblent nécessaires pour comprendre cette 
observation (137). 
 
3. Diversité génétique d’IDV 
a) Trois clades d’IDV identifiés 
En 2015, Collin et al. ont démontré que deux clades d’IDV appelé D/OK-like et D/660-like, 
distincts au niveau génétique et antigénique, circulent chez les bovins aux USA. Sur les 208 
écouvillons nasaux (EN) de bovins atteints de bronchopneumonies infectieuses (BPI) testés, 10 





séquences de chaque gène a montré la présence de deux clades, excepté pour le gène PB1. Par 
ailleurs, sur les dix génomes analysés, la topologie des arbres phylogénétiques de chaque 
segment a suggéré des réassortiments possibles entre les deux clades et la présence de sept 
génotypes a été mise en évidence. Afin de déterminer les différences antigéniques, la technique 
d’inhibition de l’hémagglutination (IHA) a été utilisée avec des antisérums polyclonaux contre 
D/OK et D/660. Les souches virales appartenant au clade D/660-like réagissaient plus fortement 
avec l’antisérum contre D/660 que celui contre D/OK (titre relatif en IHA entre 0,5 et 2 pour 
D/660, et 0,06 et 0,13 pour D/OK). Inversement, les souches appartenant au clade D/OK-like 
réagissaient plus fortement avec l’antisérum contre D/OK que celui contre D/660 (titres relatifs 
en IHA entre 0,5 et 1 pour D/OK, et 0,25 et 0,5 pour D/660) (113). Des nouvelles études 
suggèrent qu’un troisième clade d’IDV existerait. En effet, deux études menées au Japon ont 
analysé et séquencé des EN de bovins provenant de différentes régions. Les alignements de 
chaque gène ont montré entre 99,5 et 99,8% d’identité génétique entre les différentes souches 
japonaises (D/bovine/Ibaraki/7768/2016 ; D/bovine/Miyazaki/B22/2016 et 
D/bovine/Yamagata/10710/2016 ou D/Yamagata). En comparant avec les souches d’IDV 
isolées dans les autres pays, entre 95 et 97,3% d’identité génétique a été observé. De plus, 
l’analyse phylogénétique de chaque gène présentait les souches japonaises dans un nouveau 




















Dans le cas du gène codant pour HEF, l’acide aminé en position 212 confère une antigénicité 
hétérologue : selon le clade d’IDV, une lysine ou une arginine est présente à cette position 
(113). Dans le cas des souches japonaises, l’acide aminé détecté en position 212 était une sérine. 
De plus, un site supposé de N-glycosylation de HE était manquant en position 249-251. 
 
Enfin, une étude au Japon a évalué l’hétérogénéité antigénique d’IDV : des analyses 
sérologiques sur des cohortes de bovins ont été menées, en utilisant comme antigène une souche 
de chaque clade (D/OK, D/Nebraska et D/Yamagata). Les sérums réagissaient quatre fois plus 
avec D/Yamagata avec les autres antigènes, suggérant une antigénicité hétérologue entre les 
souches japonaises et celles isolées dans les autres pays. L’ensemble de ces résultats suggère 
donc qu’un troisième clade d’IDV, appelé D/Japan-like circule uniquement au Japon (111, 114, 
138).  
Le virus influenza D semble circuler depuis au moins 2003-2004 aux Etats-Unis. Une étude a 
analysé des sérums de bovins (n=837) datant de 1977 à 2014. Les auteurs ont remarqué que 
l’apparition des séropositifs à partir de 2003, avec une détection d’anticorps dans 53% des 
échantillons après cette date (139). Deux autres études sérologiques ont confirmé cette 
observation : la séroprévalence était de 18,3% (n=241) au Mississippi et de 81,9% au Nebraska 
(n=293) (140, 141). IDV semble circuler depuis au moins 2011 en Europe (110), 2010 en Asie 
(142) et 2012 en Afrique (143), en se basant sur les années de prélèvements des échantillons. 
L’ensemble de ces études suggère qu’IDV aurait émergé récemment. Des échantillons 
d’archives datant de 1977 à 2003 ont été analysés : la détection d’anticorps anti-IDV n’a été 
observée qu’à partir de 2003 (139). Deux autres études ont montré de fortes séroprévalences 
chez des bovins prélevés en 2003 (140, 141).  Il est possible qu’IDV, n’ayant pas induit de 
signes cliniques chez les espèces sensibles (espèces chez qui le virus se réplique et induit des 
signes cliniques) et réceptive (espèces chez qui le virus se réplique sans induire des signes 
cliniques) ou n’ayant jamais été détecté auparavant car il s’agissait d’un virus inconnu, circule 
dans le monde depuis avant 2003.  
Une autre hypothèse est que le réservoir soit une autre espèce animale, par exemple issue de la 
faune sauvage. Il est en effet possible que le virus ait circulé dans la faune sauvage sans que 
cela ait été détecté (du fait du peu d’études dans cette catégorie animale), puis qu’il ait été 
transmis aux espèces domestiques. Nous pouvons émettre l’hypothèse que la transmission a eu 





L’analyse d’échantillons provenant de la faune sauvage ainsi que des échantillons archives 
d’espèces domestiques nous permettrait de corroborer cette hypothèse. 
Une étude d’horloge moléculaire, effectuée sur les gènes HE, PB1, PB2, PA et NP de la souche 
D/OK a permis de calculer le temps moyen de l’ancêtre commun le plus récent (t-MRCA ou 
« mean time to Most Recent Common Ancestor »). Le t-MRCA allait de 334 ans pour PB1 à 
1299 ans pour HE, suggérant que D/OK a dérivé d’un ancêtre commun aux ICV humains il y a 
300 à 1300 ans (104). Une seconde étude d’horloge moléculaire a montré que le t-MRCA était 
de 1892 ans, avec un t-MRCA de 1534 ans pour HEF (102).  
 
b) Réassortiment entre IDV et ICV 
Les phénomènes de réassortiments entre virus influenza sont dépendants des régions non 
codantes (NCR) mais aussi de la compatibilité des fonctions protéiques (144, 145). Bien 
qu’IDV ne présente que 50% d’identité génétique avec ICV, les régions NCR des deux virus 
ne différaient que d’un seul nucléotide (14), suggérant la possibilité de générer des réassortants. 
Des expériences de réassortiment in vitro ont été réalisées avec des co-infections de souches 
d’ICV et IDV mais ont échoué à montrer que les deux genres pouvaient réassortir (15). Par la 
suite, des réassortiments forcés entre IDV et ICV ont été observés en utilisant la technique de 
génétique inverse, décrite pour ICV par Pachler et al. (146). Cette technique permet de générer 
des virus infectieux après transfection de cellules mais aussi d’étudier les phénomènes de 
réassortiment in vitro (147). Dans le cas d’IDV, l’ADN complémentaire (ADNc) de chacun des 
sept gènes a été produit par RT-PCR avec des amorces contenant un site de restriction 
enzymatique BsmBI. Chaque cDNA a ensuite été inséré entre les deux sites de restriction BsmBI 
du plasmide pPMV, préalablement linéarisé, entre les sites promoteur et terminateur polI. Des 
co-cultures de cellules MDCK et 293T ont été transfectées par les 7 plasmides, codant chacun 
pour un gène, et après 4 jours d’incubation, les titres viraux été déterminés par la technique de 
l’hémagglutination (HA). De plus, l’origine de chaque segment des réassortants a été confirmée 
par séquençage Sanger. Les différentes associations de gènes d’IDV et ICV ont donné des 
réassortants viables, avec des titres HA plus ou moins variables (139). Ces résultats sont 
contradictoires à ceux obtenus par Hause et al. Ces différences peuvent être dues à la technique 
utilisée (génétique inverse versus virus isolé à partir d’un échantillon de terrain) : il est possible 
qu’en conditions naturelles, ICV et IDV soient incapables de réassortir. Par ailleurs, le 





celles-ci correspondaient en réalité aux NCR d’ICV et non d’IDV (Institut Pasteur Paris, 
données non publiées). Il est donc possible que les réassortants obtenus par génétique inverse 
soient dus à un biais de l’expérience.  
 
 
D. Spectre d’hôtes des virus influenza 
Les virus influenza peuvent infecter de nombreuses espèces animales mais également l’homme. 
Le virus influenza A est le genre viral infectant le plus large spectre d’hôte, grâce aux nombreux 
sous-types appartenant à ce genre. Les virus influenza B et C, quant à eux, infectent un nombre 
plus faible d’espèces. IDV semble pouvoir infecter un large spectre d’espèces animales. 
1. Hôtes des virus influenza A, B et C 
a) Virus influenza A 
Les IAV sont capables d’infecter un large nombre d’espèces animales ainsi que l’homme. 
Chaque sous-type est retrouvé chez une ou plusieurs espèces (Figure 14). Le réservoir naturel 
des IAV sont les oiseaux aquatiques appartenant à l’ordre de Anseriformes (Canard, cygnes…) 
et des Charadriiformes (mouettes…). Tous les sous-types d’IAV ont été retrouvés chez les 
Anseriformes tandis que les Charadriiformes sont particulièrement infectés par les sous-types 
H13 et H16. Les IAV circulants chez les oiseaux aquatiques sont principalement des virus 










Figure 14. Représentation schématique du spectre d’hôte d’IAV, avec les sous-types 





De nombreux sous-types d’IAV sont également capables d’infecter les oiseaux appartenant à 
l’ordre des Galliformes, regroupant les différentes espèces domestiques de volailles. Les virus 
LPAI circulent chez ces espèces tout comme les virus HPAI de type H5 ou H7, qui sont les 
principaux responsables d’épizooties de grippe aviaire (124). 
 
Parmi les mammifères, l’homme, les petits carnivores, le porc, le cheval et certains mammifères 
aquatiques sont sensibles aux IAV. La susceptibilité regroupe ici deux paramètres : la 
sensibilité, c’est-à-dire que le virus induit des signes cliniques, et la réceptivité, c’est-à-dire la 
capacité du virus à se répliquer. Chez le cheval, un premier sous-type d’IAV, le H7N7, a été 
découvert en 1956. Le second sous-type capable d’infecter cette espèce, le H3N8, a été isolé 
pour la première fois en 1963. Le H7N7 équin ne semble plus circuler mais le H3N8 est encore 
responsable d’enzootie équine. Les données de phylogénie suggèrent que ces deux virus 
dérivent d’un IAV aviaire (56, 123, 124).  Le porc est également un hôte sensible aux IAV, le 
plus souvent des sous-types H1N1, H3N2 et H1N2. Le porc est un hôte intermédiaire dans le 
cas de transmission d’un virus aviaire vers un virus humain, notamment par le fait qu’il exprime 
les acides sialiques α-2,3 et α-2,6 au niveau de son épithélium trachéal (56). L’homme peut être 
infecté par les sous-types H1N1, H2N2 et H3N2. Ces virus sont responsables d’épidémies 
saisonnières et parfois de pandémies. Ces virus dérivent de souches aviaires dans la plupart des 
cas (148–150). L’homme peut également être infecté par le virus aviaire HPAI H5N1 (123, 
151).  
 
IAV chez le bovin 
Dans ce paragraphe, nous nous intéressons plus particulièrement à la circulation d’IAV chez le 
bovin, du fait que cette espèce est l’hôte principal d’IDV, virus sur lequel les travaux de thèse 
ont été menés.   
IAV a été découvert et isolé pour la première en 1962 chez des bovins provenant de Hongrie 
(152). Par la suite, des isolements d’IAV ont été décrits dans plusieurs études. En 1984, Lopez 
et al. ont réalisé une revue épidémiologique d’IAV chez les ruminants, en se basant sur des 
données sérologiques et virologiques. Une analyse sérologique utilisant la technique de fixation 
du complément a montré une séropositivité contre les souches A/Japan/305/1957 (H2N2), 





Etats-Unis. Les auteurs ont également noté des résultats positifs contre A/PR/8/34 (H1N1), 
A/FM/1/47 (H1N1), B/Bonn, et B/Roma/1/59 en Italie, et contre différentes souches de H3N2 
en Roumanie, ex-URSS, Népal, Inde et Hongrie. Des souches d’IAV ont été isolées chez le 
bovin, notamment des souches H3N2 (153).  
Quelques années plus tard, des études ont été menées sur IAV chez le bovin. Par exemple, dans 
une étude menée en Irlande en 2002, 84 paires de sérums de bovin (en phase aigüe de maladie 
et en phase de convalescence) ont été prélevés, lors d’épisodes de maladies respiratoires, de 
chute de production de lait et de diarrhées. Des analyses sérologiques ont été effectuées, en 
utilisant la technique d’IHA contre deux IAV humain, A/England/333/80 (HIN1) et 
A/England/427/88 (H3N2). Les animaux convalescents ont présenté une séropositivité de 56,5 
et 58,8% pour H1N1 et H3N2 respectivement. Ces données suggèrent que les bovins peuvent 
être infectés par ces deux sous-types d’IAV (154). Le rôle épidémiologique d’IAV chez le bovin 
est encore peu connu. Toutefois, certaines études se sont concentrées sur cet hôte, comme par 
exemple celle de Crawshaw et al., où les auteurs ont analysé le rôle d’IAV dans la perte de 
production de lait. Deux troupeaux laitiers du comté du Devon (n=50 et n=320) présentant une 
perte de production de lait sans origine identifiée ont été choisis pour cette étude. Une sérologie 
couplée (21 jours d’intervalle) a été effectuée sur des vaches présentant 30% de perte de 
production et des vaches contrôles. Des séroprévalences de 60% et 65% ont été observées 
contre les souches A/England/333/80 (H1N1) et A/England/427/88 (H3N2) respectivement. 
Par ailleurs, les auteurs ont observé une corrélation positive entre la séropositivité des animaux 
et l’hyperthermie ou la présence de bruits respiratoires. Cette étude suggère donc qu’IAV 
pourrait être impliqué dans la perte de production de lait mais aussi dans les troubles 
respiratoires chez le bovin (155). 
Des études d’infections expérimentales ont également été réalisées afin de déterminer la 
pathogénicité de IAV et les modalités de transmission chez les bovins. Une infection 
expérimentale de bovins par un IAV porcin a été publiée par une équipe en 1987. Dans cette 
étude, des veaux ont été inoculés par voie intranasale avec la souche A/swine/Illinois/1/1975 
(H1N1). Les auteurs ont observé une réplication virale pendant 7 jours, avec la présence de 
signes cliniques respiratoires. Après nécropsie, des lésions macroscopiques de type pneumonie 
et des lésions microscopiques au niveau de l’épithélium pulmonaire ont été observées. Une 
transmission du virus par contact direct chez des veaux sains a également été remarquée (156). 
Enfin, quatre veaux ont été inoculés avec la souche A/cat/Germany/R606/2006 (H5N1). Bien 





animaux ont séroconverti. Cependant, le virus n’a pas été transmis aux deux veaux contacts 
(157). 
L’ensemble de ces données suggère qu’IAV est capable d’infecter les bovins, avec une 
fréquence moindre. Toutefois, le faible nombre d’études sur le sujet ne permet de déterminer ni 
son pouvoir pathogène ni l’importance des infections dans les troupeaux. 
 
b) Virus influenza B 
Les virus influenza B infectent principalement l’homme. IBV est retrouvé dans toutes les 
catégories d’âge mais plus particulièrement chez les jeunes et les personnes âgées (158–160). 
Des cas sporadiques d’IBV ont déjà été décrits chez le cheval (161, 162) et le chien (163). Une 
étude publiée en 2015 a montré qu’IBV pouvait infecter le porc. Une première partie de cette 
étude s’est intéressée à la séro et viroprévalence d’IBV. En sérologie, 7,3% des 560 sérums 
porcins testés étaient séropositifs et 3 écouvillons nasaux sur 30 étaient également positifs pour 
le virus. La seconde partie de cette étude a décrit une infection expérimentale d’IBV chez le 
porc et a démontré qu’IBV pouvait se répliquer chez cette espèce (164). Enfin, IBV a également 
été retrouvé chez une espèce de phoques (Phoca Vitunila). L’étude a montré que les souches 
circulantes chez le phoque étaient des souches ayant circulé dans la population humaine en 
1995. L’analyse sérologique a montré une séroprévalence de 0% avant 1995 et de 2% après 
1995. Par ailleurs, les auteurs de cette étude ont également observé qu’IBV était capable de se 
répliquer in vitro sur des cellules de phoques (165). 
 
c) Virus influenza C 
Le virus influenza C a été isolé pour la première fois chez l’homme dans les années 40. À la 
suite de cela, plusieurs études sérologiques et virologiques ont montré que l’homme constituait 
le réservoir naturel du virus. Par ailleurs, ces études ont montré que les épidémies d’ICV 
coïncidaient avec des épidémies ou pandémies d’IAV et IBV, comme par exemple lors de la 
pandémie de H1N1 en 2009 (166). Les ICV affectent plus particulièrement les jeunes enfants, 
entre 2 et 6 ans (167–169), mais peuvent également être retrouvé chez les personnes âgées 
(170). 
Des études ont montré qu’ICV pouvait aussi provoquer des cas sporadiques ou des épizooties 
dans les populations de petits carnivores domestiques. Une première étude menée au Japon a 





études sérologiques en Europe ont montré quant à elles une séropositivité plus élevée chez cette 
espèce (172, 173). Par exemple, 134 sérums de chiens du nord de la France prélevés durant 
l’hiver 1988-1989 et âgés de 6 mois à 16 ans ont été prélevés. Les auteurs ont montré que 42% 
(technique ELISA) à 62 % (technique IHA) étaient séropositifs pour ICV, et que l’âge ne 
semblait pas impacter l’infection par ICV (174). Des espèces domestiques sont également 
sensibles à ICV, comme le porc (171, 175, 176), le cheval (162, 177), le bovin (178) et les 
camélidés (143). Dans le cas du porc par exemple, l’équipe de Gao et al. a prélevé 40 
écouvillons nasaux deux fois par mois, entre décembre et janvier 1981, sur des porcs 
asymptomatiques provenant des abattoirs de Pékin. Les auteurs ont également prélevé des 
sérums (100 au total) sur des porcs dans les provinces de Pékin et de Hebei, tous les mois durant 
la même période. ICV a été détecté dans 15 écouvillons nasaux après isolement sur œufs. Des 
anticorps anti-ICV ont également été observés tous les mois, avec une protection croisée entre 
différentes souches du virus. Ces auteurs ont enfin réussi une infection expérimentale sur des 
porcs domestiques, démontrant qu’ICV peut infecter cette espèce (175). Les études sur le cheval 
étaient principalement des études sérologiques. La plus ancienne remonte aux années 60, où les 
auteurs ont démontré une séroprévalence de 33% chez des chevaux au Canada (162). 
Concernant le bovin, la seule étude disponible est une étude virologique. Entre 2016 et 2018, 
1255 écouvillons nasaux et fragments de poumons ont été prélevés sur des bovins atteints de 
BPI et analysés pour différents pathogènes. Les auteurs ont noté que 4,2% des échantillons 
étaient positifs pour ICV et la plupart étaient co-infectés avec un autre agent pathogène, le plus 
souvent une bactérie. Le séquençage des 12 échantillons a montré que les souches étaient très 
proches entre elles (99%) mais aussi très proches des ICV humains (95%) appartenant au 
lignage C/Mississippi/80-like. Enfin, une étude sérologique réalisée en Afrique (voir partie I. 
D. 2), à laquelle j’ai participé, a mis en évidence la présence d’anticorps anti-ICV chez les 
camélidés, avec une séroprévalence de 94% (143). 
 
2. Hôtes du virus influenza D 
IDV possède un large spectre d’hôtes, notamment chez les mammifères, puisqu’il a été identifié 
dans des prélèvements de différentes espèces, résumées dans le tableau 3. La question de la 







Tableau 3. Tableau récapitulatif des différentes études sérologiques et virologiques 
menées sur IDV. 












































nt (143, 189) 




Nt : aucune étude publiée ; nb étude : nombre d’étude publiée 
 
a) Porc 
L’identification d’IDV chez le porc aurait pu suggérer que cette espèce constituait le réservoir 
naturel du virus. Cependant, lors de tests de routine chez le porc, peu d’échantillons se sont 
avérés positifs par RT-PCRq pour IDV (<0,1%). De plus, une séroprévalence relativement 
faible de 9,5%, avec une moyenne géométrique (GMT) de 20,7 a été observée. Ces résultats 
suggéraient donc que le porc n’était pas le réservoir naturel du virus (15).  
Bien que les études sur les bovins soient majoritaires, les études ont continué chez le porc et 
ont montré que la circulation d’IDV augmente avec le temps. En Italie, Foni et al. ont étudié 
l’émergence d’IDV chez les porcs : sur les 845 échantillons (écouvillons nasaux, fragments de 
poumons ou fluides oraux), collectés en 2015 et provenant de porcs avec des signes cliniques, 
2,3% étaient positifs pour IDV. Au contraire, les 54 échantillons respiratoires prélevés en 2014 
se sont tous avérés négatifs. De la même manière, une séroprévalence de 11,7% (n=3106 
sérums) a été observée pour les prélèvements de 2015 contre seulement 0,6% pour les 








Les bovins ont par la suite été considérés comme les hôtes principaux du virus. Des analyses 
virologiques et sérologiques d’échantillons de bovins malades, provenant de 6 États américains, 
ont donc été menées pour étayer cette hypothèse. Sur 45 écouvillons nasaux, 18% étaient 
positifs pour IDV. L’isolement sur culture cellulaire suivi du séquençage du génome complet 
de ces isolats a montré que chaque segment d’ARN possédait au moins 96% d’identité 
génétique avec ceux de C/OK. Par ailleurs, une étude sérologique effectuée sur 8 troupeaux 
provenant de cinq États américains a montré que 7/8 troupeaux (11 à 27 animaux par troupeau) 
étaient séropositifs, avec une GMT supérieur à 40. Cette première étude suggère donc que les 
bovins constituent l’hôte principal d’IDV (15). 
À la suite de cette observation, de nombreuses études ont été menées chez le bovin, notamment 
aux États-Unis mais également dans d’autres pays, en Europe, en Afrique ou en Asie. Par 
exemple, au Mississippi (États-Unis), une étude a comparé la séroprévalence d’IDV chez des 
bovins issus de feedlots mais aussi la viroprévalence chez des bovins malades ou 
asymptomatiques. Sur les 55 sérums de bovins malades, 32,7% étaient séropositifs, avec une 
GMT de 172,8. Chez les bovins sains, entre 13,5% et 22,5% des échantillons étaient 
séropositifs, avec une GMT allant de 63,5 à 146,9. En RT-PCRq sur des prélèvements 
respiratoires, 29,1% des bovins malades et seulement 2,4% des bovins sains étaient positifs. 
L’isolement des virus a montré que les deux groupes phylogénétiques d’IDV circulent aux 
Etats-Unis. Par ailleurs, des sérums de veaux âgés entre 24 et 36 heures ont présentés une 
séroprévalence de 94%, avec une GMT de 410,3, suggérant une présence quasi-systématique 
des anticorps anti-IDV maternels (141). 
L’ensemble des études réalisées dans différents pays sur les bovins corrobore l’hypothèse que 
les bovins constituent l’hôte principal du virus. De plus, deux études ont montré que les veaux 
nouveau-nés possèdent des anticorps maternels. Les auteurs ont suggéré que ces anticorps 
persisteraient durant les premiers mois de vie, puis diminueraient progressivement (140, 141).  
 
c) Petits ruminants 
Les petits ruminants, avec les bovins, font partie des espèces majeures de ruminants 
domestiques dans différents pays. L’émergence d’IDV chez les bovins a donc posé la question 
de la susceptibilité des petits ruminants à IDV. Des analyses par inhibition d’hémagglutination 





différentes régions des États-Unis et du Canada. Des séroprévalences de 5,2% et 8,8% ont été 
observées respectivement chez les ovins et chez les caprins. Par ailleurs, sur les échantillons 
datant de 2001 à 2007, un seul sérum de 2002 s’est avéré positif (188). D’autres études ont par 
la suite confirmé que les petits ruminants sont sensibles à IDV, notamment au Togo et en Chine, 
avec des séroprévalences plus faibles que celles observées chez les bovins (143, 183). En 
revanche, une cohorte de 30 petits ruminants s’est avérée séronégative par IHA et ELISA en 
Italie (185). 
 
d) Autres espèces domestiques 
Les volailles sont connues pour être sensibles aux IAV. Une cohorte de 250 animaux, prélevés 
en 2014 et provenant de 25 élevages avicoles, s’est avérée séronégative pour IDV. Ces résultats 
suggéreraient donc que ces volailles n’avaient pas été exposées à IDV ou qu’elles n’étaient pas 
sensibles au virus.  Le faible nombre d’échantillons testés et l’absence d’autres études sur cette 
espèce ne permettent cependant pas de confirmer ces hypothèses (188).  Dans l’étude sur 
l’ELISA pour IDV, 11 sérums de volailles ont été analysés par ELISA et IHA. Ces sérums 
étaient séronégatifs pour le virus (185). En 2016, l’analyse sérologique d’une cohorte d’équidés 
aux États-Unis a montré que cette espèce est sensible à IDV. Sur les 364 sérums provenant du 
centre des États-Unis, 12% étaient séropositifs pour D/OK et 11% pour D/660, suggérant que 
les chevaux sont au moins réceptifs à IDV (c’est-à-dire que le virus se réplique chez cette 
espèce) et que différentes souches d’IDV circulent chez cette espèce (177). 
 
e) Faune sauvage 
Lors de l’étude de séroprévalence d’IDV sur le continent Africain, réalisée par l’équipe de 
virologie de l’Unité Mixte de Recherche 1225 (UMR 1225 INRA/ENVT), nous avons pu 
remarquer que les camélidés semblent réceptifs à IDV (voir partie III. A.). Par la suite, une 
étude sérologique a été effectuée sur une petite cohorte de 38 dromadaires, provenant de deux 
troupeaux (un troupeau de la région de Somali et un autre de la région d’Amhara) d’Ethiopie. 
Des IHA ont donc été réalisées avec trois souches d’IDV : D/OK, D/Nebraska et D/Yamagata. 
Les séroprévalences étaient de : 52,6% pour D/OK, 31 ,6% pour D/Nebraska et 57,9% pour 
D/Yamagata, démontrant que les chameaux sont réceptifs à IDV. Par ailleurs, les auteurs ont 
également analysé 40 sérums de chameaux provenant des provinces Dundgovi, Zavkhan, et 





d’IDV dans la faune sauvage se pose également. En effet, la transmission d’IDV entre les 
différentes espèces et les zones géographiques reste encore méconnue. Certaines espèces de la 
faune sauvage, comme les ruminants sauvages par exemple, pourraient servir d’hôte 
intermédiaire dans la transmission inter-espèces. Dans l’étude sur le développement d’un 
ELISA pour IDV, 47 sérums de ruminants sauvages (espèces non précisées), collectés dans le 
cadre de la surveillance de la faune sauvage dans les Alpes ont été analysés. L’ensemble de ces 
sérums étaient séronégatifs, que ce soit par IHA ou ELISA (185). Néanmoins, le faible nombre 
de sérums ne nous permet pas de les exclure de la liste des espèces sensibles à IDV.  
Une étude américaine a été menée sur les cochons sauvages, et donne quelques indices sur le 
potentiel rôle de la faune sauvage. Les cochons sauvages, présents de manière importante aux 
Etats-Unis, sont connus pour servir participer à la transmission d’agents pathogènes comme les 
IAV ou la bactérie Brucella suis, chez les espèces domestiques (bovins, petits ruminants, porcs, 
chevaux). Les cochons sauvages seraient capables de transmettre de manière directe ou 
indirecte les pathogènes au niveau des installations (élevages) ou de points d’eau dans les zones 
de pâturage (191). Deux cent cinquante-six sérums ont été analysés, provenant de 4 États 
américains où une forte densité de cochons sauvages et/ou de bovins a été recensée. Selon l’état, 
une séroprévalence de 7,8 à 28,6% a été observée. La séroprévalence globale (19,1%) semble 
similaire à celle observée chez les bovins de boucherie au Mississippi (13.5%–18.3%). Par 
ailleurs, la séroprévalence la plus élevée se trouvait dans l’état où se situe la plus forte densité 
de bovins, suggérant un lien entre ces deux espèces (190). Toutefois, seule une étude 
épidémiologique plus poussée pourrait confirmer cette hypothèse.  
Il a été observé que les animaux séropositifs pour IDV l’étaient aussi pour IAV : la 
séroprévalence pour IDV dans la population d’animaux séropositifs pour IAV était deux fois 
supérieure à celle observée dans la population séronégative. Bien qu’IAV et IDV ne semblent 
pas faire de réaction croisée, ces résultats suggèrent une association entre les deux virus. 
Toutefois, une étude épidémiologique à plus grande échelle est nécessaire pour étudier 
l’association potentielle entre IAV et IDV (190).  
Enfin, une infection expérimentale a été réalisée sur des cochons sauvages capturés pour 
comprendre la pathogénicité et la transmission d’IDV dans cette espèce. Cette infection 








L’étude réalisée par Hause et al. suggère qu’IDV pourrait infecter l’homme. En effet, IDV et 
ICV sont tous les deux capables d’infecter et d’être transmis chez le porc, et donc, 
potentiellement réassortir entre eux. Or, dans certains cas d’infection par les virus influenza A 
(H1N1pdm09 par exemple), il est connu que le porc joue le rôle d’hôte intermédiaire où sont 
générés des réassortants capables d’infecter l’homme (192, 193).  
Hause et al. ont montré qu’IDV peut se répliquer et être transmis chez le furet, qui est le modèle 
de choix pour étudier la pathogénicité des virus influenza A capables d’infecter l’homme. Il a 
également été démontré qu’IDV possède un tropisme cellulaire plus large que les autres virus 
influenza, puisqu’il est capable de se répliquer sur des lignées cellulaires humaines, comme les 
cellules épithéliales respiratoires humaines (Normal human bronchial epithelial cells ou NHBE) 
qui sont souvent utilisées comme modèle in vitro pour du tractus respiratoire haut humain (14, 
139). Des études sérologiques ont donc été réalisées afin d’évaluer le potentiel zoonotique 
d’IDV. Toutefois, ce potentiel reste peu étudié depuis la découverte d’IDV. En 2013, Hause et 
al. ont observé une séroprévalence de 1,3% (n=316) sur des échantillons prélevés pendant les 
épidémies saisonnières de grippe au Canada, suggérant qu’IDV pourrait infecter l’homme. Les 
faibles titres en anticorps et le nombre faible d’échantillons ne permettaient pas d’affirmer la 
circulation d’IDV chez l’homme (14). Une seconde étude chez des personnes exposées au bétail 
a montré une séroprévalence de 1% (n=741), mais les analyses n’excluent pas une possible 
protection croisée avec ICV (139). Enfin, une étude comparant des personnes exposées au bétail 
versus des personnes non-exposées a montré une séroprévalence 97% chez les personnes 
exposées (n=35) et 18% chez les non exposées (n=11), suggérant qu’IDV est capable d’infecter 
l’homme. Dans cette étude, le faible nombre d’échantillons, l’absence de vérification 
d’anticorps anti-ICV et la possible protection croisée entre les deux virus ne permettent pas de 
valider cette observation (194).  
Plus récemment, une étude sur la circulation des virus respiratoires dans l’aéroport international 
de Raleigh-Durham aux Etats-Unis a révélé une prévalence de 1,4% (n=24) dans les 
prélèvements d’air effectués, suggérant qu’IDV pourrait circuler chez l’homme (195). Une 
autre étude menée en Malaisie a réalisé des prélèvements chez des porcs (fèces, fluides oraux) 
ainsi que des hommes (lavage nasal) en contact avec ceux-ci dans 11 élevages, 2 abattoirs et 3 
marchés. Sur les 78 prélèvements humains, IDV a été détecté par RT-PCRq avec une Ct de 






E. Circulation géographique des virus influenza 
1. Circulation des virus influenza A, B et C 
Les virus influenza A, B et C circulent dans la population humaine sur tous les continents, avec 
des incidences variables selon les années. IAV est également retrouvé partout le monde dans 
les populations animales, notamment les oiseaux, le porc ou le cheval. ICV est également 
présent dans différentes populations animales dans plusieurs pays (Figure 15).  
 
2. Circulation du virus influenza D 
Après l’identification d’IDV aux États-Unis, de nombreuses études sérologiques et/ou 
virologiques ont démontré la présence du virus sur plusieurs continents. Il a en effet été détecté 
aux États-Unis (15, 113, 140, 141, 177, 188), au Canada (197), en Amérique du Sud (179, 198), 
dans différents pays Européens comme l’Italie, la France, le Luxembourg ou l’Irlande (110, 
180, 181, 186, 199), en Asie (111, 138, 142, 182, 183) ou en Afrique (143, 189) (Figure 16). 
En Chine, par exemple, une première étude a été menée en 2014, afin de voir si IDV circulait 
dans le pays. Des écouvillons nasaux (n=451) de bovins asymptomatiques provenant de la 
province de Shandong ont été analysés : 0,7% des échantillons étaient positifs et trois génomes 
complets ont été séquencés. Les souches chinoises présentaient entre 95,3-99,2% d’identité 
génétique avec les souches américaines (182).  
Aux Etats-Unis, la présence d’IDV est connue, cependant aucune étude à large échelle n’a été 
menée pour le moment, afin d’analyser la circulation d’IDV dans les différents États. Deux 
études ont été réalisées avec un grand nombre d’échantillons dans le Mississippi et le Nebraska 
(n=742 et n=293 sérums de bovins respectivement). Les autres études américaines réalisées sur 
les bovins ont analysé un plus faible nombre de sérums bovins (n=208 et n=141), provenant de 
différents états (15, 113).  
Nous avons montré pour la première fois, au sein de l’équipe de virologie de l’UMR 1225 
INRA/ENVT, la potentielle sensibilité des ruminants domestiques ainsi que des camélidés en 
Afrique à IDV (143) (voir partie III. A.). 
En France, une première étude virologique a démontré la présence d’IDV dans le pays. L’équipe 
de virologie de l’UMR 1225 INRA/ENVT a reçu et analysé 134 prélèvements respiratoires 
provenant de la région Bourgogne-Franche-Comté (fragments de poumons, écouvillons nasaux 





2013 ont été analysés, ainsi que 34 échantillons prélevés entre janvier et mars 2014. Six 
échantillons étaient positifs par RT-PCRq pour IDV : un de 2011, un de 2012 et quatre de 2014. 
Un séquençage de génome complet a été réalisé sur l’échantillon présentant la valeur de Ct la 
plus faible. La souche française, appelée D/bovine/France/2986/2012 (n° d’accession des 7 
séquences : LN559120-LN559126), était à 94-99% identique avec les souches américaines 
(D/OK et D/660 par exemple), suggérant une circulation intercontinentale. Cent quarante 
écouvillons nasaux et des lavages bronchoalvéolaires provenant de 70 veaux et prélevés entre 
2013 et 2014 ont également été analysés par RT-PCRq. Seulement deux écouvillons nasaux 
étaient positifs : un de 2013 et un de 2014 (données non publiées). Par ailleurs, une seconde 
souche française, appelée D/bovine/France/5920/2014 ou D/5920 a été isolée et entièrement 
séquencée à partir d’un fragment de poumons d’un veau mort de bronchopneumonie infectieuse 
en 2014 (n° d’accession des 7 séquences : MG720235-MG720241) (110). La souche D/5920 a 





Figure 15. Carte de la circulation mondiale d’ICV dans les différentes espèces sensibles, basée sur la littérature disponible. 
En bleu : détection du virus par PCR ; en jaune : détection des anticorps anti-IDV ; en vert : détection du virus et des anticorps. Chaque pictogramme 








Figure 16. Carte de la circulation mondiale d’IDV (carte révisée de (143). 
En bleu : détection du virus par PCR ; en jaune : détection des anticorps anti-IDV ; en vert : détection du virus et des anticorps. Chaque pictogramme représente 






F. Pathogénicité et transmission des virus influenza 
1. Pathogénicité et transmission des virus influenza A, B et C 
a) Transmission des IAV, IBV et ICV 
Le mode de transmission entre les différents genres de virus influenza semble relativement 
similaire. Le virus peut être transmis par voie aéroportée via des aérosols ou par contact, qu’il 
soit direct ou non. De nombreux modèles d’infections expérimentales ont étudié la transmission 
du virus : chez le porc pour ICV (175), le cobaye ou le furet pour IBV (109, 200) et la souris, 
le furet et le cobaye pour IAV (201–203). Des études ont également été menées chez l’homme 
pour comprendre les modes de transmission des virus influenza (204, 205).   
Transmission aéroportée 
Dans le cas de la voie aéroportée, deux types d’aérosols peuvent porter et transmettre le virus : 
les particules larges, d’une taille ≥ 5µm et les particules fines ≤5µm. Les particules larges sont 
transmises à partir d’un individu infecté via la toux, les éternuements ou par le simple fait de 
respirer à proximité de l’hôte infecté, si la distance est de moins d’un mètre. Elles se déposent 
sur les muqueuses nasales et orales. Une transmission est enfin possible lors d’examens 
cliniques comme les endoscopies respiratoires par exemple (206, 207). Les particules plus fines 
(≤5µm) sont produites après évaporation des microgouttelettes et incluent également les 
poussières. Celles-ci sont capables de se déposer dans l’appareil respiratoire haut et bas. On 
observe une dépendance de la transmission par aérosols aux conditions environnementales et 
également à la charge virale. Différentes études ont analysé la survie du virus à différentes 
températures, pH ou humidité relative (202, 208, 209).  Par exemple, du virus a été détecté dans 
les prélèvements d’air 24h après aérosolisation avec un taux d’humidité relative bas (<55%), et 
seulement 1 heure avec un taux d’humidité relative élevé (>80%) (206). De ce fait, des pics de 
distribution du virus sont observés dus aux variations des paramètres environnementaux (207). 
De plus, la capacité de transmission du virus, notamment entre les oiseaux et les mammifères, 
dépend de leur reconnaissance des acides sialiques. Une infection expérimentale avec le H1N1 
pandémique de 1918 chez le furet a montré que la perte de reconnaissance des acides sialiques 
α-2,6 provoquait une perte de la transmission par aérosols du virus entre des furets infectés et 
des furets naïfs. Cette étude suggère que l’adaptation du virus aux acides sialiques module le 
mode de transmission du virus (37). 
Il a par ailleurs été observé que le virus H5N1, responsable de morbidité et mortalité importante, 





acquérir la capacité d’être transmis par les aérosols posait une menace pandémique 
considérable.  Afin d’étudier si ce virus pouvait être transmis par voie aéroportée, des furets ont 
été infectés avec une souche mutée d’A/Indonesia/5/2005 (H5N1). Les auteurs ont noté que le 
passage (ou l’adaptation) successif de H5N1 sur furets a permis au virus d’acquérir la capacité 
de transmission par aérosols. Ils ont montré que le virus transmissible possédait 4 substitutions 
dans le gène HA et 1 dans le gène PB2 par rapport au H5N1 initial (210). 
 
Transmission par contact 
La transmission par contact peut se faire par voie directe ou indirecte. La transmission par 
contact direct se fait par des contacts « corps à corps » entre un hôte infecté et un hôte sain, 
comme par exemple deux furets qui se touchent la tête (206). Le mode de transmission par 
contact direct a été étudié lors d’infections expérimentales. Par exemple, la capacité de 
transmission par contact direct a été étudiée chez le modèle cobaye. Dans cette étude, trois 
cobayes ont été infectés par voie intranasale avec la souche A/Panama/2007/99, puis 24 heures 
post-infection, trois cobayes naïfs ont été mis dans la même cage que les animaux infectés. Les 
trois cobayes infectés ont excrété le virus à partir de 2 jours et jusqu’à 8 jours post-infection, 
avec des titres ≥ 5.106 unité formant plaque (PFU/ml) dès le deuxième jour. Concernant les 
animaux en contact, le virus a été excrété à partir de 3 jours et jusqu’à 10 jours post-infection, 
avec des titres similaires aux animaux infectés (202). 
Dans le cas de contact indirect, le virus est transmis via un fomite contaminé, qui sert 
d’intermédiaire entre l’hôte sain et l’hôte infecté. Ce type de contact dépend de paramètres tels 
que le type de matrice ou la porosité de celle-ci par exemple. Une étude a montré que des IAV 
et IBV pouvaient être détectés et isolés sur des surfaces non poreuses comme du métal ou du 
plastique 24 à 48 heures après dépôt ; et sur des matières poreuses telles que du tissu ou du 
papier 8 à 12 heures post-dépôt (211).  
 
b) Tropisme 
Les tropismes tissulaires et cellulaires des virus influenza ont été largement analysés grâce à 
des études d’infections naturelles ou expérimentales (212, 213), des biopsies sur animaux 
infectés (214) et la culture de cellules primaires (215, 216). 
Le virus se réplique dans différents types d’organes, en fonction de l’espèce hôte. De plus, le 





oiseaux terrestres, il a été montré que le virus se réplique dans le tractus respiratoire en 
infectant l’épithélium des muqueuses nasale et orale, du larynx, de la trachée, des bronches et 
des poumons. Lors d’une infection chez les mammifères, des lésions sont observées dans 
l’appareil respiratoire haut et bas. Au niveau microscopique, les lésions les plus souvent 
observées sont une perte de ciliature voire une desquamation de l’épithélium, des œdèmes, une 
infiltration de cellules immunitaires et parfois une nécrose (20). Chez les volailles domestiques, 
les virus faiblement pathogènes infectent aussi l’épithélium du tube digestif. Chez les oiseaux 
aquatiques, qui constituent le réservoir naturel d’IAV, le virus a été retrouvé principalement 
dans la muqueuse intestinale (217, 218).  
Des marquages immunohistologiques du virus et des acides sialiques montrent que le virus se 
réplique dans différents types cellulaires. Les cellules structurant l’épithélium respiratoire, 
c’est-à-dire les cellules ciliées et caliciformes, sont les cibles principales du virus (86, 218, 219).  
Les cellules bronchiques non ciliées, les pneumocytes de type I et II et les macrophages 
alvéolaires sont également les cibles du virus, notamment des virus aviaires (216, 220). Des 
études sur des infections naturelles ou expérimentales ont montré que le virus H5N1 peut se 
répliquer dans des organes non respiratoires comme le cerveau, le cœur, la rate, le foie, les reins 
et même les muscles squelettiques. Il a été montré que le virus infecte plus particulièrement les 
cellules endothéliales de ces tissus (221). Le H5N1 a également été détecté dans les neurones, 
les cellules de Kupffer du foie, les lymphocytes B et T de la rate, les cellules dendritiques et les 
cellules épithéliales de ces tissus (217). 
 
c) Pathologie et signes cliniques des IAV, IBV et ICV 
Pathologie chez l’homme 
Les épidémies de grippe ont lieu tous les ans dans la population humaine et une à plusieurs 
pandémies se produisent généralement par siècle. Le centre de contrôle des maladies (CDC 
pour Center of Disease Control) a estimé que, pour la saison 2018-2019, 37 à 42 millions de 
malades, 17 à 20 millions de consultations médicale dont 630 000 hospitalisations, et jusqu’à 
59 500 décès dus à la grippe aux Etats-Unis (222). Les IAV sont les principaux responsables 
de la grippe chez l’homme, et la virulence varie en fonction de la souche virale. IBV provoque 
généralement des signes plus modérés bien que similaires à ceux d’IAV. ICV, quant à lui, 





heures et 5 jours, en fonction de la charge virale et du statut immunitaire de la personne, et les 
signes cliniques durent entre 3 et 7 jours (149). 
Les signes cliniques suite à une infection du virus de la grippe sont variés, allant de l’absence 
de symptômes à des pneumonies fatales. Lors du début des signes cliniques, une fièvre brutale 
(38-40°C), des malaises, maux de tête et des douleurs musculaires sont observés. Apparaissent 
ensuite de la fatigue, rhinorrhée, toux sèche, dysphagie ou tachycardie par exemple. Des signes 
extra-respiratoires peuvent également être associés à la grippe, tels que des troubles gastro-
intestinaux, troubles cardiaques, myosites ou encéphalites. Chez les enfants, on observe 
également l’apparition de complications telles que des otites, laryngo-trachéo-bronchites, 
bronchiolites ainsi que des pneumonies. Dans le cas de complication chez l’adulte, des 
pneumonies sont le plus souvent observées : elles peuvent être primaires suite à l’infection par 
le virus, ou secondaires suite à une surinfection bactérienne (149, 204, 223–225).  On peut 
également observer l’apparition d’un syndrome de Reye (vomissements, encéphalopathie, 
hépatopathie) lors d’infections par IBV (149). Concernant ICV, les signes cliniques les plus 
observés sont légers avec de la fièvre, toux et rhinorrhée. Une étude japonaise a montré que ces 
signes cliniques étaient plutôt exprimés dans la tranche d’âge < 6 ans et que les formes plus 
sévères étaient exprimées par des enfants de moins de 2 ans (226). Les adultes peuvent être 
infectés par ICV sans présenter de signes cliniques, sauf lors de co-infections avec un autre 
virus respiratoire (227). 
 
Pathologie chez l’animal 
Les espèces animales sont principalement infectées par les IAV, et certaines d’entre elles 
peuvent aussi être infectées par IBV et ICV. Toutefois, la pathologie induite par ces deux virus 
est encore peu connue. L’expression clinique de la grippe chez les mammifères est le plus 
souvent respiratoire, avec de la toux, du jetage nasal et/ou oculaire, de la fièvre et une apathie. 
Une complication peut survenir sous la forme de pneumonie (228–233). En fonction de la 
souche, l’expression clinique varie. Par exemple, chez les petits carnivores domestiques, les 
IAV n’induisent pas de cliniques sauf lors d’infection par la souche H5N1 HP (234). Chez les 
oiseaux, on observe une différence de pathologie en fonction du pouvoir pathogène de la 
souche. Les souches faiblement pathogènes vont induire pas ou de légers signes cliniques 
(troubles respiratoires, comportement général légèrement modifié ou diminution de la ponte). 
Les souches hautement pathogènes induisent une clinique sévère pouvant conduire à une 
mortalité importante des animaux. On retrouve une détresse respiratoire sévère, des troubles 





d) Réponse immunitaire induite par IAV, IBV et ICV 
La réponse immunitaire contre l’influenza se divise en une réponse innée rapide et une réponse 
adaptative plus tardive et spécifique. Ici, nous nous sommes principalement intéressés à la 
réponse immunitaire chez les mammifères terrestres.  Ces deux réponses sont décrites dans les 
paragraphes suivants.  
 
 
Senseurs de la réponse immunitaire innée 
Des senseurs de l’immunité, appelés PRR (pattern recognition receptors), reconnaissent les 
virus influenza et plus particulièrement des motifs du virus nommés PAMPs (pathogen-
associated molecular patterns). Une réponse immunitaire dite innée, peu spécifique, est alors 
mise en place rapidement après l’infection tandis qu’une réponse plus spécifique va être induite 
plus tardivement. Les principaux récepteurs reconnaissant les virus influenza sont les récepteurs 
Toll-like (TLRs), les récepteurs de type RIG-I (RLRs) et les récepteurs de type NOD (236–
239). Les principaux TLRs impliqués dans la réponse anti-influenza sont les TLR3 et le TLR7. 
Le TLR7 est intracellulaire, exprimé sur la membrane des endosomes des macrophages et des 
cellules dendritiques, reconnaît les ARN simple brin (20, 236, 240). Le TLR3 est également 
exprimé dans les endosomes des mêmes cellules, reconnaît quant à lui l’ARN double brin (20, 
241). D’autres TLR peuvent également être activés après infection par un virus influenza 
comme les TLR4 et TLR2, présents à la surface cellulaire et reconnaissant les glycoprotéines 
virales (242, 243).  
 
Les RLRs, comme RIG-I ou MDA-5, sont des récepteurs cytoplasmiques qui reconnaissent les 
extrémités 5’ triphosphates des ARN. RIG-I est le récepteur le plus décrit de cette famille et 
semble être particulièrement impliqué dans la production d’interférons de type I (241, 244). Les 
récepteurs de type NOD, et plus spécifiquement l’inflammasome NLRP3, sont activés lors de 
l’infection par le virus influenza grâce aux ARN double brin. NLRP3 est exprimé dans le 
cytoplasme des cellules dendritiques, macrophages, monocytes, neutrophiles et cellules 
épithéliales. Il permet notamment la production d’IL-1 et d’IL-18 (240, 243). 
 
Il existe deux types de voies de signalisation pour les TLR : la voie Myd88-dépendante et la 





différents effecteurs intracellulaires afin de conduire à la production de cytokines et interférons 
de type I, comme indiqué dans la figure 17. 
Dans la voie Myd88-dépendante, Myd88 va recruter et activer des protéines kinases comme 
IRAK-4. Celle-ci va alors recruter et former un complexe avec IRAK-1 et TRAF6. Ce complexe 
va activer le complexe de kinases IKK. L’activation de celui-ci va dégrader l’inhibiteur I-κB et 
permettre la translocation nucléaire du facteur de transcription NFκB. Celui-ci va alors se fixer 
et activer les promoteurs codant pour les cytokines proinflammatoires. Le complexe TRAF6-
IRAK-1 peut également permettre l’activation d’IRF7, qui va alors être transporté dans le noyau 
et activer le promoteur ISRE, permettant la production d’interféron de type I (IFNα/β) (240, 
243). 
Dans la voie TRIF-dépendante, la protéine TRIF va recruter TRAF3 qui va alors activer deux 
protéines kinases, IKK-ε et TBK-1. Celles-ci vont induire la phosphorylation et la dimérisation 
de IRF3 ou IRF7, qui vont activer le promoteur ISRE permettant la production des interférons 
de type I (IFNα/β). TRIF peut également interagir avec TRAF6, induisant la cascade de 
signalisation médiée par IKK, et ainsi l’activation de NF-κB et la production de cytokines pro-
inflammatoires (240, 243, 245). RIG-I, quant à lui, va interagir avec des protéines associées 
aux mitochondries, les MAVs et permettre le recrutement de TRAF3. Cela va alors activer IKK-
ε et TBK-1, puis IRF3/IRF7 et permettre la production des interférons de type I (236, 243). 
Enfin, NLRP3 est activé par différents stimuli comme par exemple le canal à protons M2. 
 
Cela va entraîner l’activation de l’inflammasome NLRP3 et l’interaction avec la pro-caspase-
1. Une auto-activation de la caspase-1 va avoir lieu, et celle-ci va alors cliver la pro-IL-1 et pro-











Effecteurs de l’immunité innée 
Plusieurs effecteurs moléculaires et cellulaires jouent un rôle dans la réponse immunitaire 
innée, et sont décrits dans les paragraphes suivants. 
 
Cytokines/chimiokines 
Après activation de leur promoteur par le facteur de transcription NF-κB, des cytokines et 
chimiokines pro-inflammatoires vont être produites lors des phases précoces de l’infection. On 
observe notamment la production cytokines (IL-1α/β, IL-6, IL-12, TNFα) et chimiokines 
(CCL5, CCL2) par les cellules épithéliales (20, 246). Des interférons de type I (IFNα/β) vont 
également être produits. Ces effecteurs ont pour rôle de recruter, activer et moduler les fonctions 
des différentes cellules immunitaires. Par exemple, CCL2 va permettre le recrutement des 
cellules Natural Killer (NK) et l’IL-12 va induire leur activation. Ces molécules permettent 
également d’augmenter les facteurs d’adhésion et la diapédèse et le recrutement en premier lieu 
de cellules innées comme les neutrophiles, macrophages, monocytes et NK (236, 240). Ces 
cellules vont également produire des cytokines et chimiokines pour éliminer le virus, mais aussi 




Les interférons (IFN), découverts dans les années 50, sont une famille de cytokines fortement 
impliquée dans la réponse innée anti-influenza. Ils sont divisés en trois types : les IFN de type 
I (IFN-I) qui regroupent les IFN-α et IFN-β ; les IFN de type II qui incluent l’IFN-γ et les IFN 
de type III, représentés par les IFN-λ.   
Le récepteur des IFN-I est constitué des sous-unités IFNAR-1 et IFNAR-2, celui d’IFN-II est 
constitué des sous-unités IFNGR-1 et IFNGR-2 et celui des IFN-III est composé des sous-unités 
IL-10R2 et IFNLR-1. Les récepteurs des IFN-I et IFN-II sont exprimés sur plusieurs types 
cellulaires tandis que celui des IFN-III n’est exprimé que sur les cellules épithéliales. Les IFN-
I sont généralement produits suite à la stimulation du TLR7/8 et RIG-I puis vont ensuite activer 
leurs propres récepteurs. 
 
Dans le cas des INF-I et IFN-III, les sous-unités du récepteur vont s’homodimériser et induire 
la phosphorylation des kinases JAK1 et TYK2 associées à celui-ci (Figure 18). Ces deux 
kinases vont ensuite recruter et phosphoryler STAT1 et STAT2, qui vont s’associer avec IRF9 





activer des gènes de réponse aux IFN (ISG ou interferon-stimulated gene), la production de 
cytokines ou encore l’augmentation de l’expression du CMH de classe I.  
Les IFN-α/β sont produits majoritairement par les cellules dendritiques plasmacytoïdes (pDCs) 
mais aussi par les cellules dendritiques conventionnelles (cDCs) d’autres types cellulaires 
comme les cellules épithéliales ou les macrophages par exemple (247). En plus d’induire la 
production d’ISG pour limiter l’infection virale, ils sont essentiels pour la réponse anti-
influenza et possèdent une fonction immunomodulatrice : ils stimulent l’activation des 
lymphocytes T (LT), la conversion des cDCs en pDCs ou l’activation des cellules NK (248). 
Les IFN-α/β peuvent aussi influencer l’apoptose, l’autophagie, la différenciation et la migration 
cellulaire (249). 
 
On observe des résultats contradictoires sur les effets des IFN-α/β dans l’infection par les virus 
influenza, cependant les causes de ceux-ci restent à ce jour obscures. En utilisant des modèles 
in vitro ou in vivo n’exprimant pas le récepteur IFNAR (IFNAR-KO), des effets protecteurs ou 
délétères ont été observés. Par ailleurs, la délétion d’une seule sous-unité du récepteur IFNAR 
ne provoque qu’une diminution partielle de la réponse IFN (250). Par exemple, lors d’une 
infection des souris IFNAR-KO par la souche PR8 (H1N1), les auteurs ont observé une 
augmentation de la réplication virale, de la morbidité et de la mortalité, ainsi que la diminution 
de la réponse anti-inflammatoire (diminution de la production d’IL-10) (248).  Dans d’autres 
études, un effet pathologique des IFN-α/β a été observé. Par exemple, des souris IFNAR-KO 
infectées par un IAV (2 souches de H1N1 et 1 souche de H3N2) présentaient une diminution 
de la morbidité et de la mortalité. Par ailleurs, l’injection d’IFN-α exogène induisait 
l’augmentation de la morbidité et de la mortalité induite par l’infection. Une autre étude a 
montré que les IFN- α/β induisaient l’activation de l’inflammasome NLRP3 lors de l’infection 
virale et augmentaient donc l’immunopathologie (251). 
 
Les IFN- α/β stimulent plus de 300 ISG qui vont ensuite inhiber différentes étapes de la 
réplication virale. Les ISG principalement impliqués dans l’immunité anti-influenza sont Mx, 
PKR et OAS/RNAseL. D’autres ISG sont également activés, comme ISG15 ou ADAR par 
exemple. L’ISG codant pour Mx est connu pour conférer une résistance aux virus, notamment 
aux virus influenza. On observe plusieurs types de Mx : MxA et MxB chez l’homme, Mx1 et 





est nucléaire et Mx2 est cytoplasmique. Mx appartient à la famille des GTPases et va interférer 
avec PB2 et NP afin d’inhiber la transcription virale. Les souris de laboratoire n’expriment pas 
le locus codant pour Mx, ce qui provoque une sensibilité aux infections virales (244, 252). La 
protéine kinase R (PKR) est activée en présence d’ARN double brin. Via son activité kinase, 
elle va phosphoryler le facteur d’initiation eiF2α et inhiber la traduction des protéines virales et 
cellulaires (244, 253). L’oligoadénylate synthétase (OAS) est une phosphotransférase qui est 
également activée par les ARN double brin. Elle va s’associer avec la RNAse L et induire le 
clivage des ARN viraux et cellulaires. Ces petits fragments vont stimuler les PRR comme RIG-
I et stimuler la production d’IFN (244, 252). ISG15 possède une activité d’ubiquitinylation 
similaire aux ubiquitines, appelée ISGylation. Elle semble jouer un rôle dans la modulation de 
la voie de signalisation des IFN, et un rôle de cytokine immunomodulatrice lors d’infection par 
un virus influenza. Elle peut également inhiber le relargage des virions dans le milieu 
extracellulaire (252, 253) (Figure 18). Les autres ISG sont également impliqués dans 
l’inhibition des étapes de transcription (ADAR) et de traduction (IFIT). 
 
Les IFN-λ (IFN-λ1, IFN- λ2 et IFN-λ3) induisent une réponse similaire à celle des IFN-α/β. Ils 
sont principalement produits par les cellules épithéliales et les cellules dendritiques 
plasmacytoïdes (pDCs) (254). Une étude a montré que les IFN-λ étaient produits en plus faible 
quantité que les IFN-α/β mais sur une durée plus longue (255). Bien que leur rôle soit encore 
peu connu dans la réponse anti-influenza, des études ont démontré que les IFN-λ modulaient la 
réponse immunitaire en induisant des ISG (256). Dans une étude d’infection expérimentale de 
souris délétées du récepteur aux IFN-I (souris IFNAR-KO) et infectées par IAV, les auteurs ont 
observé que l’IFN-λ compensait l’absence de réponse aux IFN-I au niveau local mais pas au 
niveau systémique. Ces résultats suggèrent que l’IFN-λ protège au niveau local lors de 















Les macrophages, résidents ou dérivés des monocytes, possèdent plusieurs fonctions 
microbicides dans la réponse anti-influenza. Ces cellules sont recrutées au site infectieux par 
des chimiokines produites par les cellules épithéliales comme CCL2 ou CCL5. Suite à leur 
activation, les macrophages vont avoir différentes fonctions : (i) ils vont agir en tant que cellules 
présentatrices d’antigènes (CPA) ; (ii) produire des cytokines, chimiokines et interférons de 
type I ; (iii) produire des radicaux libres de l’oxygène (ROS) et (iv) phagocyter les cellules 
infectées. En fonction du microenvironnement, les macrophages peuvent être polarisés : en 
présence d’IFNγ, ils vont être polarisés en macrophages pro-inflammatoires tandis qu’en 
présence d’IL-4 et IL-13, ils deviendront des macrophages anti-inflammatoires (236, 257). 
Les neutrophiles sont recrutés rapidement après l’infection et possèdent une fonction 
microbicide importante. Ils vont entre autres phagocyter les cellules infectées et produire des 
cytokines pro-inflammatoires. Les neutrophiles peuvent lyser les cellules via des granules 
cytolytiques et produire des ROS. On observe une corrélation positive entre le nombre de 
neutrophiles recrutés et la sévérité de la pathologie (240, 258, 259). 
Les cellules NK sont fortement impliquées dans la réponse antivirale contre les virus influenza. 
Ces cellules sont recrutées au site d’infection via les chimiokines CCL2, CCL5 et CXCL10 par 
exemple. Elles sont alors activées par l’IL-12 et le TNFα produits par les macrophages. Les NK 
produisent de l’IFN-γ mais aussi d’autres cytokines. Les cellules NK, via leurs récepteurs, 
reconnaissent la HA exprimée à la surface des cellules infectées et induisent la lyse cellulaire. 
Les cellules NK peuvent également induire la mort cellulaire via la voie ADCC (antibody-
dependent cell-mediated cytotoxicity) (260, 261). 
Les cellules dendritiques (DC), quant à elles, sont impliquées dans la réponse antivirale et la 
liaison avec l’immunité adaptative. Il existe différentes sous-populations de DC : les DC 
plasmacytoïdes (pDCs) et les DC conventionnelles (cDCs). Les pDCs sont les principales 
cellules productrices d’interférons de type I tandis que les cCDs sont impliquées dans la 
présentation des antigènes aux lymphocytes T via les molécules de CMH de classe I et II (243, 
262). 
 
Effecteurs de l’immunité adaptative 
La réponse adaptative est constituée d’une réponse humorale spécifique grâce aux lymphocytes 






La réponse cellulaire est médiée par deux types de populations lymphocytaires : les LT CD4+ 
et les LT CD8+.  Les LT CD8+ vont être activés via l’interaction entre la molécule de CMH de 
classe I présentant l’antigène et le TCR (T cell receptor). Le TCR reconnaît des épitopes situés 
sur les protéines virales internes conservées (M1, PA, PB2 et NP) et de ce fait, permet une 
protection croisée lors d’infections secondaires par le virus (236). Suite à leur activation, ces 
cellules vont devenir des LT cytotoxiques (CTL) et produire de l’IFN-γ, des molécules 
cytolytiques (granzymes et perforines) et certaines cytokines (TNFα). Une partie des CTL vont 
devenir des CTL mémoires, qui seront réactivés plus rapidement lors d’une seconde infection.  
 
La signalisation de l’IFN-γ, bien que similaire à celle des IFN-I, implique des effecteurs 
différents (Figure 18). Après activation du récepteur, les protéines kinases associées 
JAK1/TYK2 vont être phosphorylées. Celles-ci vont induire le recrutement, la phosphorylation 
et l’homodimérisation de STAT1.Celle-ci va alors être transloquée dans le noyau, activer les 
gènes GAS (gamma interferon activation sequence) et induire la production de cytokines, la 
production de facteurs pro-apoptotiques ou encore l’activation du facteur de transcription T-bet 
et donc la polarisation en réponse LTCD4+ auxiliaire Th1 (Th1) (20, 147, 263). 
Des études d’infections expérimentales sur des souris n’exprimant par le récepteur IFNGR 
(souris IFNGR-KO) et infectées par IAV ont montré que l’IFN-γ n’était pas essentiel lors de la 
réponse primaire puisque aucune modification de la réplication virale, de l’activation des LT ou 
la sévérité de la maladie n’étaient observés. Ces études ont cependant montré que l’IFN-γ était 
essentiel lors d’une infection secondaire par une souche homologue ou hétérologue, puisqu’il 
présentait un effet protecteur et stimulait les CTL mémoires (264–266). 
 
 Les LT CD4+, ou LT auxiliaires (« T helper » en anglais), se polarisent en différentes sous-
catégories en fonction de l’environnement cytokinique. Les LT CD4+ possèdent des fonctions 
de production de cytokines, d’activation et stimulation des CTL et des LB mais aussi une activité 
cytolytique (267). Lors de l’infection par un virus influenza, la sécrétion d’IL-12 et d’IFN-γ 
lors de la réponse innée va induire l’activation du facteur de transcription T-bet et la polarisation 
en lymphocytes auxiliaire de type 1 (Th1). Ces Th1 vont alors produire de l’IFN-γ et de l’IL-2 
et stimuler l’inflammation.  Ils stimulent, via l’IFN-γ, l’activation des cellules cytolytiques 
comme les NK, les monocytes ou les Lt CD8+ cytotoxiques (CTLs). Les Th1, grâce à la 
production d’IL-21 et d’IFN-γ, stimulent la production d’anticorps neutralisants (268). Les Th1 





Les lymphocytes Th2, codés par le facteur de transcription GATA3, sont également produits 
lors d’une réponse anti-influenza, sous l’effet de l’IL-4. Ces Th2 produisent de l’IL-4, IL-5 et 
IL-13, qui vont stimuler la commutation isotypique et la production d’anticorps IgG. D’autres 
LT CD4+ sont impliqués dans la réponse anti-influenza, comme les T folliculaire (Tfh), Th17 
ou les T régulateurs (Tregs). Les Tfh interagissent avec les LB et permettent l’activation de 
ceux-ci. Les Tregs modulent la réponse adaptative en produisant des cytokines anti-
inflammatoires (IL-10 et TGF-β) et en régulant l’activation des CTL par exemple (267, 270). 
 
Réponse humorale 
Lors de l’infection par un virus influenza, les lymphocytes B (LB) vont reconnaître un antigène 
viral via le récepteur BCR (B cell receptor) et entrainer l’exposition de l’antigène par la 
molécule de CMH de classe II. Cela va permettre l’interaction avec les Tfh, qui vont alors 
produire les cytokines nécessaires pour activer les LB. Ils vont alors se différencier en 
plasmocytes producteurs d’anticorps et en LB mémoires (271). Les plasmocytes vont produire 
des anticorps (IgM, IgG et IgA) lors de l’infection primaire, mais seuls les IgG vont persister 
dans le temps et conférer une protection lors d’infections secondaires. Ces anticorps ciblent des 
épitopes situés sur les glycoprotéines de surface (HA, NA et HEF).  Les anticorps spécifiques 
de HA vont bloquer l’infectiosité du virus en inhibant les étapes d’attachement et d’endocytose 
du virus. Les anticorps spécifiques ciblant NA bloquent les étapes de relargage du virus. On 
peut également retrouver des anticorps reconnaissant des épitopes des protéines internes M2 et 
NP (240).  
Les anticorps dirigés contre HA sont particulièrement spécifiques de ces protéines, et de ce fait, 
des mutations ont lieu très fréquemment pour masquer/modifier ces épitopes. La spécificité de 
ces anticorps n’induit que peu de protection croisée intra-sous-types, et quasiment pas de 
protection croisée inter-sous-types. Les anticorps anti-influenza confèrent donc une protection 
via l’inhibition d’étapes du cycle viral mais aussi par les mécanismes d’opsonisation et la voie 
ADCC (236). La réponse humorale est extrêmement importante lors de l’infection par le virus 
influenza puisqu’on observe une corrélation négative entre la présence d’anticorps et les signes 







e) Traitement des IAV, IBV et ICV 
Il existe plusieurs moyens pour lutter contre le virus de la grippe : la vaccination et les 
antiviraux. 
Antiviraux 
Les antiviraux ont été validés en médecine humaine et ciblent la neuraminidase et le canal à 
protons. L’Amantadine et la Rimantadine sont dérivées des amines et inhibent le canal à 
protons. Ces molécules vont inhiber le flux de protons de l’endosome vers le virion, bloquant 
donc la libération des RNP. Par ailleurs, elles inhibent la maturation de la HA dans les phases 
tardives du cycle viral. Ces deux inhibiteurs peuvent être utilisés à titre préventif ou curatif, 
toutefois, depuis les années 2000, le développement de résistance a entraîné une diminution de 
leur utilisation. De plus, l’Amantadine et la Rimantadine ne ciblent que les IAV. Des inhibiteurs 
de la neuraminidase, comme le Zanamivir et l’Oseltamivir sont les plus souvent utilisés. Il s’agit 
d’analogues d’acides sialiques ciblant une zone conservée de la NA, permettant ainsi de cibler 
à la fois les IAV et IBV. Ces molécules inhibent le clivage de la liaison acides sialiques-HA, et 
empêchent donc le relargage des virus. Ici encore, des souches virales ont développé des 
résistances à ces molécules (124, 272). Plus récemment, des inhibiteurs des sous-unités de la 
polymérase virale ont été développés. Certaines de ces molécules comme le Favipiravir, 




A ce jour, le principal moyen de lutte contre les virus de la grippe reste la vaccination. Il existe 
deux types de vaccins : les vaccins inactivés, commercialisés dans le monde entier, et les 
vaccins vivants atténués, homologués uniquement en Russie et aux Etats-Unis. Le premier type 
de vaccin est administré par voie intramusculaire tandis que le second est administré par voie 
intranasale. La vaccination est fortement recommandée pour les populations à risque telles que 
les personnes âgées, les femmes enceintes, les personnes atteintes de maladies respiratoires 
(asthme), cardiaques ou immunodéprimées (cancer ou infection telle que VIH). Dans certains 
pays, la vaccination est également recommandée chez les jeunes enfants (274). L’évolution 
rapide du virus nécessite un renouvellement du vaccin tous les ans. Cette vaccination n’est donc 
pas efficace à 100%, mais, selon l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS), réduit fortement 
la morbidité et la mortalité induites par la grippe. Les vaccins inactivés sont produits grâce à 





quadrivalent et les souches virales incluses dans le vaccin sont recommandées par l’OMS deux 
fois par an (hémisphères Nord et Sud). Les vaccins incluent une souche H1N1 dérivant du 
H1N1 pandémique de 2009 (H1N1pdm09), une souche H3N2, deux souches IBV, une du 
lignage B/Victoria et l’autre du lignage B/Yamagata. Dans le cas du vaccin pour la saison 2019-
2020 dans l’hémisphère Nord par exemple, les souches suivantes ont été choisies :  
A/Brisbane/02/2018 (H1N1)pdm09-like, A/Kansas/14/2017 (H3N2)-like, 
B/Colorado/06/2017-like (B/Victoria) et B/Phuket/3073/2013-like (B/Yamagata) (12, 149). Le 
vaccin protège contre les souches épidémiques, toutefois, il est peu efficace lors de pandémies.  
Le défi actuel concernant la grippe est le développement d’un vaccin universel. Plusieurs 
stratégies ont été choisies pour celui-ci : (i) cibler des protéines internes conservées comme M2 
ou NP, (ii) utiliser des anticorps monoclonaux, (iii) utiliser des sous-unités de la HA conservée 
entre les virus influenza (par exemple la tige) (iv) utiliser des séquences de HA chimérique ou 
consensus (275).  
Dans le cas de grippe animale, aucun traitement antiviral n’est disponible et le meilleur moyen 
de lutte reste la prévention. Des vaccins sont disponibles, comme par exemple pour les volailles, 
le porc ou encore les équidés, mais la prévention passe principalement par des mesures de 




2. Pathogénicité et transmission du virus influenza D 
a) Transmission d’IDV 
Données de terrain 
Bien qu’IDV circule largement dans le monde, peu d’informations sont disponibles sur le mode 
de transmission d’IDV grâce aux données de terrains. Il a été observé que les souches d’IDV 
européennes présentaient peu de variabilité entre elles et qu’elles étaient regroupées dans le 
clade D/OK-like, regroupant également les souches américaines comme D/OK par exemple. 
Ces observations sont surprenantes puisque les Etats-Unis et l’Union Européenne ne réalisent 
que peu d’échanges de bovins vivants (faostat.org). Par ailleurs, IDV (souches du clade D/OK-
like) circule également en Asie, qui échange des animaux vivants avec les Etats-Unis mais peu 
avec l’Europe. La question du pays où a émergé IDV est encore non élucidée et des études 






À l’échelle de chaque continent, les échanges d’animaux sont fréquents. Par exemple, IDV 
circule largement chez les bovins des Etats-Unis, du Canada et du Mexique. Cette propagation 
sur le continent américain peut être expliquée par le fait que ces pays échangent des animaux 
vivants de façon importante via l’ALENA (Accord de Libre Echange Nord-Américain). Les 
Etats-Unis, en 2016, ont par exemple importé 765 128 bovins du Canada et exporté 943 043 
bovins au Mexique (Faostat.org). En Europe, IDV a été détecté en Irlande, France et Italie (110, 
181, 186), qui échangent également des bovins vivants.  
La transmission entre les espèces domestiques pourrait être due à la proximité géographique et 
une transmission mécanique. L’existence d’élevages mixtes pourrait également expliquer la 
transmission d’IDV au sein des différentes espèces sensibles pour IDV. En France, par exemple, 
il existe des exploitations mixtes bovin-ovin, bovin-porcin, bovin-caprin mais aussi bovin-
équin, espèces qui sont toutes sensibles ou réceptives à IDV (276, 277).  Enfin, des espèces de 
la faune sauvage sensibles à IDV pourraient éventuellement transmettre le virus aux espèces 
domestiques, bien que cela n’a encore jamais été étudié. 
En Italie, les élevages de porcs séropositifs pour IDV étaient situés dans une région où de 
nombreux élevages porcins et bovins sont présents. Toutefois, ces élevages n’étant pas mixtes, 
il a été suggéré que la transmission d’IDV se faisait par voir mécanique ou aéroportée. Aux 
Etats-Unis, le système « feedlot » pourrait jouer un rôle majeur dans la propagation d’IDV chez 
les bovins. Les feedlots sont des parcs d’engraissement intensifs contenant 8 000 à 30 000 
animaux, provenant de lots de bovins d’origines différentes. Dans une de ces structures au 
Mississippi, des prises de sang et des écouvillons nasaux ont été réalisés sur deux lots de bovins 
à l’entrée dans la structure et une semaine après. La séroprévalence était de 21,1% et 22,2% à 
l‘entrée pour les lots 1 et 2 respectivement, et de 22,2% et 33,3% une semaine plus tard pour 
les lots 1 et 2 à nouveau. La séroprévalence ne semblait donc pas changer chez les bovins sains. 
Dans cette étude, aucune infection active n’a été détectée chez les 65 veaux à l’arrivée dans le 
feedlot, toutefois deux veaux sur les 24 prélevés étaient positifs pour le virus, présentant donc 
une infection active. Ces données suggèrent que l’infection par IDV pourrait donc avoir lieu 
dans ces systèmes d’élevage, où des veaux subissent un stress important et donc peuvent 









Des modèles d’infections expérimentales ont été utilisés afin d’étudier la transmission d’IDV. 
Dans le cas du modèle furet, des animaux directement infectés par 106 « Tissue Culture 
Infectious Dose 50 » (TCID50) du virus D/OK étaient mis dans la même cage que des furets non 
infectés, afin d’évaluer la transmission par contact direct. De plus, des furets étaient également 
placés dans des cages adjacentes aux furets infectés, séparés par deux grillages espacés de 5cm 
empêchant le contact physique mais permettant le passage des microgouttelettes émises lors de 
toux ou éternuement. IDV a été détecté après 3 jours post-infection (jpi) chez les furets 
directement infectés et après 7 jpi chez les animaux contacts, suggérant une transmission d’IDV 
par contact direct. Le virus n’a toutefois pas été détecté chez les animaux exposés aux 
microgouttelettes, suggérant qu’IDV ne se transmet pas par voie aéroportée, du moins dans ces 
conditions expérimentales (14). La transmission directe entre animaux infectés et naïfs a 
également été observée sur les modèles expérimentaux cobaye et porc (14, 278).  
 
Deux études d’infection expérimentale chez le veau ont enfin étudié la transmission d’IDV. La 
première étude a été réalisée au Mississippi par Ferguson et al. où des veaux ont été infectés 
avec 107 TCID50 de D/bovine/C00046N/Mississippi/2014 puis ont été mis en contact avec des 
veaux naïfs un jour après infection. Une séroconversion, ainsi que la présence de virus dans les 
écouvillons nasaux des veaux contacts ont été observées. De plus, une légère augmentation des 
signes cliniques chez les veaux contacts versus les veaux directement infectés a été constatée. 
Bien que les animaux étaient dans le même enclos, suggérant une transmission par contact 
direct, la transmission par les aérosols ou par contact indirect (fomite)  ne peuvent être exclus 
(279). De plus, la transmission entre veau et furet a également été testée. Des balles plastiques 
pour furets étaient « trempées » dans du jetage nasal prélevé à 3 jpi chez un veau infecté. Ces 
balles étaient ensuite placées dans les cages des furets et remplacées tous les jours pendant 8 
jours. Bien que les furets aient interagi avec les balles, IDV n’a pas été détecté chez les furets. 
La seconde étude, réalisée par l’équipe virologie de l’UMR 1225 INRA/ENVT, a étudié la 
transmission par voie aéroportée chez le veau. Huit veaux directement infectés étaient logés 
dans un enclos, séparé de 3 mètres de l’enclos de trois veaux sentinelles. De plus, le flux d’air 
allait uniquement dans le sens de l’enclos infecté vers l’enclos contact. Des prélèvements d’air 
ont été effectués dans la zone contact, puis la zone de séparation et enfin la zone infectée grâce 
à un collecteur d’air. IDV a été détecté dans les cavités nasales dès 1 jpi chez les veaux 





dans les prélèvements d’air de la zone infectée à partir de 3 jpi jusqu’à 7 jpi, entre 5 et 7 jpi 
dans la zone de séparation et uniquement dans la zone contact à partir de 9 jpi.  La quantité 
d’ARN d’IDV dans les prélèvements d’air était similaire à la quantité d’ARN d’IAV observée 
dans des prélèvements d’air effectués dans des élevages porcins (280). Cette étude a donc 
démontré la transmission par voie aéroportée en conditions expérimentales (281).  
Ces études suggèrent donc qu’IDV peut être transmis par contact direct mais aussi par voie 




b) Tropisme d’IDV 
Données de terrain 
Plusieurs études sur la prévalence d’IDV ont été menées chez les bovins et les porcs 
principalement, en analysant différents types d’échantillons comme des écouvillons nasaux, 
fragments de poumons ou liquide d’aspiration orale. 
Des études italiennes distinctes chez le porc et le bovin ont analysé des écouvillons nasaux et 
des fragments de poumons dans ces deux espèces.  Chez le bovin, 9,4% des 458 écouvillons 
testés et 3,4% des 145 fragments de poumons testés étaient positifs pour IDV (184). Chez le 
porc, 4% des 350 écouvillons nasaux et 0,8% des 361 fragments de poumons de porc testés 
étaient positifs pour IDV (186). Les auteurs ont émis l’hypothèse qu’IDV favoriserait les voies 
respiratoires supérieures pour se répliquer.  Dans le cas de l’étude publiée par l’équipe virologie 
de l’UMR 1225 INRA/ENVT, 6 échantillons se sont avérés positifs pour IDV, 5 fragments de 
poumons et 1 écouvillon nasal (110). Enfin, l’analyse d’échantillons de porcs en Chine a montré 
que 36,8% des écouvillons (n=19) et 28,9% de fragments de poumons (n=45) étaient positifs 
pour IDV (183). Ces données semblent contredire l’hypothèse des études italiennes, et 
suggéreraient qu’IDV se réplique également dans l’appareil respiratoire bas.  
Des prélèvements non respiratoires ont également été examinés dans certaines études. Par 
exemple, des écouvillons rectaux de chèvre ont été analysés, avec 1 écouvillon positif pour le 
virus, laissant penser qu’IDV pourrait avoir un tropisme entérique.  IDV a également été détecté 
par RT-PCRq dans 7,3% de sérums bovins (n=244) et 33,8% de sérums caprins (n=80), 






Modèles expérimentaux  
Différents modèles animaux ont été développés afin de comprendre la pathogénicité d’IDV, 
incluant le tropisme tissulaire et/ou cellulaire du virus, notamment chez le porc et le veau. 
Dans les deux études expérimentales menées chez le porc et le porc sauvage, le virus a présenté 
des différences de tropisme. Chez le porc EOPS (exempt d’organismes pathogènes spécifiques), 
le virus a été retrouvé uniquement dans les voies respiratoires hautes (14) tandis que chez le 
porc sauvage, le virus a été détecté dans les voies respiratoires hautes et basses (190). Cette 
différence de tropisme peut s’expliquer par le fait que les deux souches d’IDV utilisées sont 
différentes au niveau génétique ou alors que le fond génétique des animaux influencerait la 
pathogénicité. 
Dans les différentes infections expérimentales chez le veau, le virus s’est répliqué dans 
l’appareil respiratoire avec des différences entre les études également. Dans l’étude de Ferguson 
et al., le virus a été retrouvé au niveau des voies respiratoires hautes et moyennes (écouvillons 
nasaux, cornets nasaux, trachée) des veaux infectés. Le virus a été faiblement détecté par RT-
PCRq et TCID50 dans le poumon. Des lésions ont cependant été observées uniquement dans la 
trachée mais pas dans les poumons. La seconde étude, réalisée au sein de l’équipe de virologie 
de l’UMR 1225 INRA/ENVT, a montré un tropisme respiratoire pour les voies hautes et basses 
(écouvillon nasal, cornets nasaux, trachée, poumons,) avec la présence de lésions au niveau 
nasal et pulmonaire (281). 
Des écouvillons rectaux et/ou prélèvements de fèces ont également été effectués dans les 
modèles porc sauvage sans toutefois identifier le virus, suggérant qu’IDV ne se réplique pas au 
niveau entérique dans ces deux espèces. IDV a été détecté par RT-PCRq chez les intestins de 
veaux, en conditions expérimentales, avec toutefois des valeurs de Ct très élevées (37-38) (190, 
279). Enfin, le virus a été détecté dans le sang entre 2 et 5 jpi chez le porc sauvage et le veau, 
suggérant qu’IDV pourrait être virémique dans les phases précoces de l’infection (279, 282). 
Au niveau cellulaire, l’analyse immunohistochimique a révélé que les cellules épithéliales 
étaient les principales cellules infectées par IDV, notamment l’épithélium bronchoalvéolaire et 
trachéal (279, 281). D’autres types cellulaires semblent être également sensibles à l’infection 
par IDV comme les macrophages ou les pneumocytes de type I, comme observé dans le modèle 
porc sauvage (190). Des études réalisées sur des « tissue microarrays » ont montré que la 
protéine HEF d’IDV était capable de reconnaître ses récepteurs sur les cellules externes et 
internes de l’épithélium de cornets nasaux provenant de différentes espèces (présentation de N. 





expériences d’immunomarquage de la HEF sur des coupes de trachée, ont également observé 
la présence du récepteur d’IDV au niveau apical de l’épithélium trachéal chez l’homme, le 
bovin et le porc (42).  
L’ensemble de ces données suggère qu’IDV possède un tropisme respiratoire, affectant les 
voies hautes et basses, en infectant plus particulièrement les cellules épithéliales de ces tissus. 




c) Pathologie – signes cliniques d’IDV 
Observation de terrains 
La forte prévalence d’IDV chez les bovins pose la question de son pouvoir pathogène. Les 
différentes études sérologiques et/ou virologiques sur la circulation d’IDV suggèrent qu’IDV 
est plus fréquemment isolé chez les animaux malades que les animaux sains.  
Une étude au Mississippi a analysé la prévalence d’IDV en comparant 55 veaux présentant des 
signes respiratoires avec 82 veaux asymptomatiques. Ces veaux étaient âgés de 6 à 9 mois, 
période où ils sont immunocompétents. La séroprévalence a été de 37,2% pour les veaux 
malades et 22,5% pour les veaux asymptomatiques. Des écouvillons nasaux de ces animaux ont 
également été prélevés : 29,1% des veaux malades étaient positifs pour IDV contre seulement 
2,4% pour les veaux asymptomatiques. Cette étude suggère qu’IDV peut être associé à la 
présence de maladies respiratoires chez les veaux (141).  
Ces résultats ont également été observés dans une étude italienne. Des écouvillons et des 
fragments de poumons de veaux avec signes respiratoires (n=603) et des veaux 
asymptomatiques (n=292) ont été analysés par RT-PCRq. IDV a été détecté chez 8% des veaux 
malades et seulement 3,4% des veaux asymptomatiques. La différence de prévalence entre cette 
étude et celle réalisée au Mississippi pourrait s’expliquer par l’âge des animaux prélevés, âgés 
entre 6 et 9 mois. En effet, les bovins sont particulièrement sensibles à IDV dans cette tranche 
d’âge (184).  
IDV semble circuler faiblement chez les animaux asymptomatiques, comme le montrent des 
études précédentes (2.4% et 0.7%) (141, 283). Par ailleurs, des mono-infections expérimentales 





ou présentaient des signes cliniques modérés  (279, 281). Ces observations sont en contradiction 
avec les signes cliniques plus importants observés sur le terrain. L’ensemble de ces données de 
terrain suggère qu’IDV provoque une pathogénicité modérée à lui seul chez les bovins, et que 
les signes cliniques importants observés pourraient être dus à des co-infections.  
Dans les différentes études de prévalence d’IDV, d’autres agents pathogènes ont été détectés. 
Par exemple, quatre des échantillons français (écouvillons nasaux et fragments de poumons) 
provenant de veaux malades étaient positifs pour d’autres agents pathogènes respiratoires, 
comme Pasteurella multocida, Mannheimia haemolytica, Histophilus somni, le virus 
respiratoire syncytial bovin (bovine respiratory syncytial virus ou BRSV) et/ou l’herpès virus 
bovin de type 1 (bovine herpesvirus 1 ou BHV-1). Deux échantillons, quant à eux, se sont 
révélés positifs uniquement pour IDV (110). Une étude américaine a également noté la présence 
d’autres agents pathogènes parmi les 4.8% (n=208) d’écouvillons nasaux de bovins malades 
positifs pour IDV.  Parmi ces pathogènes, le coronavirus bovin (Bovine Coronavirus ou BCoV), 
le virus de la diarrhée virale bovine (Bovine Viral Diarrhea Virus ou BVDV), le virus 
parainfluenza bovin de type 3 (Bovine Parainfluenza Virus type 3 ou BPI3), le BHV-1 et le 
BRSV ont été détectés.   
 
L’ensemble de ces données suggère qu’IDV est un agent pathogène impliqué dans les 




IDV, un agent des BPI ? 
Définition des BPI 
La bronchopneumonie infectieuse ou BPI est une maladie respiratoire particulièrement 
contagieuse chez les bovins, affectant notamment les voies respiratoires basses. Les principaux 
signes cliniques observés sont de la fièvre, la toux, des difficultés respiratoires, un jetage nasal 
purulent et un abattement général.  
Cette maladie affecte différentes catégories de bovins : (i) les veaux dans les premiers jours de 
vie, qui sont dépourvus d’immunité colostrale, (ii) des jeunes bovins en allotement, c’est-à-dire 
des bovins de différentes origines mis en lots pour engraissement, et (iii) des bovins adultes 





enzootique, cas où la maladie va persister dans le temps avec une incidence faible ; ou 
épizootique, cas où une forte incidence des BPI sur une courte période va être observée (284).  
La diminution de croissance, la morbidité (coût des traitements médicamenteux + consultation 
vétérinaire), la mortalité, la prévention (coût des vaccins) et le travail supplémentaire 
qu’induisent les BPI génèrent des pertes économiques majeures. Aux Etats-Unis, les BPI 
provoquent une perte économique de plus de 3 milliards de dollars par an (285). Une étude de 
2011 a montré que le coût des traitements en système feedlots est d’environ 24 dollars par tête 
(286). En Europe, les BPI provoquent environ 576 millions d’euros de pertes économiques. En 
France, les BPI affectent également les bovins et génèrent des pertes économiques importantes. 
La perte économique provoquée par les BPI est estimée à 8-80 euros par animal (287).  Les BPI 
représentent la principale cause de la mortalité chez les jeunes bovins en système allaitant, avec 
une mortalité de 6,57% dans la première semaine de vie (288). En système d’engraissement, 
les BPI représentent également une menace. Par exemple, une étude sur des veaux non sevrés 
a montré un taux d’incidence important, avec 15 cas de BPI pour 100 veaux (289).  
Les BPI ont également un impact d’un point de vue sanitaire. En effet, les antibiotiques sont 
fréquemment utilisés en prévention mais aussi en curatif. De plus, la pratique de métaphylaxie, 
qui consiste à traiter un lot entier (veaux malades et veaux sains), est couramment utilisée. Ce 
type de pratique a permis l’apparition d’antiobiorésistances de plus en plus fréquentes. Par 
exemple, une étude au Canada a analysé 745 isolats bactériens de veaux atteints de BPI. Les 
auteurs ont observé que 100% de M. haemolytica, M. bovis, P. multocida et T. pyogenes 
présentaient une résistance à au moins un antibiotique. Ils ont également noté que 90% des 
isolats étaient résistants aux macrolides qui sont particulièrement utilisés en métaphylaxie et 
traitement curatif au Canada (290).  
Les causes des BPI sont multifactorielles avec un impact : (i) des facteurs environnementaux 
(température, humidité, poussière, ammoniaque…) ; (ii) de la conduite d’élevage (surface 
restreinte, alimentation, transit d’animaux…) ; (iii) de la prédisposition de l’espèce (volume 
pulmonaire restreint, immunité…) et (iv) des agents infectieux (bactéries, virus et parasites) 
(291).  
Agents infectieux impliqués 
Plusieurs types d’agents infectieux sont impliqués dans les BPI : les bactéries, les virus et les 





différents virus et bactéries associés aux BPI sont indiqués dans le tableau 4 et classés selon 
leur pouvoir pathogène et leur fréquence de détection en France. 
 






virus : BRSV, BHV-1, Dictyocaulus viviparus 
bactérie : Mannheimia haemolytica (sérotype A1 et A6), 
Salmonella sp, Mycoplasma bovis 
fréquence 
faible à nulle 
virus : BHV-1 
bactérie : Mycobacterium bovi, Mycoplasma mycoides spp 
mycoides 
pouvoir 
pathogène faible  
à modéré 
virus : BVDV, BPI3V, BAV3 





virus : Réovirus, Rhinovirus, Bredavirus, IDV 
bactérie : Streptococcus pneumoniea, Mycoplamsa dispar ureaplasma diversum, 
Actinobacillus ligneresii, Aspergillus spp,  
Mycoplasma argini/M. bovirhinis 
En bleu : principaux agents infectieux impliqués dans les BPI. 
 
Les principales bactéries impliquées dans les BPI sont les pasteurelles (Pasteurella Multocida, 
Mannheimia haemolytica et Histophilus somni) et les mycoplasmes (Mycoplasma bovis) (292–
295).  Parmi les différents virus impliqués dans les BPI, on retrouve : le virus respiratoire 
syncytial bovin (BRSV) (296), le coronavirus bovin (BCoV) (297), l’herpès virus bovin de type 
1 (BHV-1) (298), le virus parainfluenza de type 3 (BPI3V) (299), l’adénovirus bovin de type 3 
(BAV3) (300) et le virus de la diarrhée virale bovine (BVDV) (301). 
 
Etudes de métagénomique pour caractériser les BPI 
La métagénomique permet donc de répondre à trois questions : (i) qui ? c’est-à-dire quels 
organismes sont présents et en quelle quantité (analyse taxonomique) ; (ii) quoi ? c’est-à-dire 
quels types de gènes et leurs fonctions (analyse fonctionnelle) ; (iii) comment ? c’est-à-dire en 
comparant les échantillons et en corrélant avec les paramètres environnementaux ou 
expérimentaux (analyse comparative).  La présence d’IDV chez des veaux atteints de BPI ainsi 
que son implication dans cette maladie a été étudiée dans quatre études de métagénomique, 
résumées dans le tableau 5. 
Dans la première étude réalisée par Ng et al., des écouvillons nasaux profonds ont été effectués 
chez des veaux laitiers âgés de 27 à 60 jours. Cinquante veaux atteints de BPI, choisis pour leur 
score clinique, et 50 veaux contrôles, proches physiquement des veaux malades, ont été 





d’agents pathogènes connus ou non caractérisés. Après traitement des données, 11,5 millions 
de séquences ont été analysées. Les auteurs ont identifié plusieurs virus : le virus de la rhinite 
bovine A (BRAV), l’adénovirus bovin de type 3 (BAV3), un virus adéno-associé bovin 
(BAAV), le virus de la rhinite B (BRBV), l’astrovirus bovin BSRI1 (BoAst-BSRI1), IDV, les 
picobirnavirus, le parvovirus bovin de type 2 (BPV2) et l’herpès bovin de type 6.  Les auteurs 
ont observé une plus forte présence de virus chez les animaux malades (68%) que chez les 
animaux sains (16%). De plus, 38% des animaux malades étaient co-infectés par plusieurs virus 
respiratoires versus 8% pour les animaux sains, et une association statistique entre BPI et 
BAV3, BRAV, BRBV et IDV a été observée. Par ailleurs, les virus traditionnellement associés 
(BHV-1, BPI3V, BVDV, BCoV et BRSV) aux BPI n’ont pas été identifiés. Ng et al. ont émis 
plusieurs hypothèses quant à l’absence de ces virus :  soit ces virus n’étaient pas présents dans 
les écouvillons nasaux ; soit en quantité trop faible pour être détectés. Les auteurs ont suggéré 
que des prélèvements des voies respiratoires basses ou un timing de prélèvement différent 
pourraient permettre la détection de ces virus (302).  
La deuxième étude a analysé le virome à partir d’écouvillons nasaux (EN) provenant de 10 
« feedlots » aux Etats-Unis et au Mexique. Ici, 10 animaux (5 sains et 5 malades) ont été 
prélevés par enclos, avec au total 47 EN de veaux sains et 46 EN veaux malades analysés. Le 
séquençage a généré 39,6 millions et 40,5 millions de séquences pour les animaux sains et 
malades, respectivement. Sur les 21 virus identifiés, BRAV, BRBV, BCoV et IDV ont été les 
plus fréquemment retrouvés chez les veaux. D’autres virus communément associés aux BPI, 
comme BRSV, BPI3V, BVDV ou BHV-1 ont été détectés, avec toutefois une fréquence plus 
faible. En moyenne, 1,9 à 2,1 virus ont été détectés par EN, sans toutefois observer de 
différences entre veaux symptomatiques et asymptomatiques. 
Les analyses statistiques utilisées dans cette étude ont montré que seul IDV semblait être associé 
aux BPI. En effet, IDV a été le seul virus avec un odd ratio supérieur à 1, avec néanmoins un 
intervalle de confiance large et une probabilité non significative (p-value=0.134). Cette étude a 
présenté des résultats différents de ceux de Ng et al., qui pourraient être dus au type d’élevage 
(exploitation laitière ou allaitant) ou au design de l’étude (âge et nombre d’animaux, conditions 







Tableau 5. Comparaison des études de métagénomique incluant IDV. 
 
USA (302) USA et 
Mexique (198) 
Canada (197) France (303) 






Type d'échantillons  EN EN EN et ATT EN et LBA 
Nombre animaux testés 
n= 50 sains 
n= 50 atteints de 
BPI 
n= 46 sains 
n= 47 atteints de 
BPI 
n= 58 sains 
n= 58 atteints de 
BPI 
n= 0 sains 
n= 93 atteints de 
BPI 
Age bovins 27-60 jours non indiqué non indiqué 0-4 mois 












Illumina MiSeq Illumina MiSeq 
Illumina's HiSeq 
(3 runs) 
Nombre de séquence 
générées 
27,3 millions 77,4 millions 82,7 millions 
93-219 millions 
de séquences 






et 36,9 millions 
pour veaux sains 
33,6 millions  
(9,6 millions 




















associé à BPI 
BAV3, BRAV 






EN : écouvillons nasaux ; ATT : aspiration trans-trachéal ; LBA : lavage bronchoalvéolaires. 
 
Une étude récente au Canada a analysé le virome de bovins sains et atteints de BPI, provenant 
de différents « feedlots » canadiens. Contrairement aux études précédemment citées, des EN et 
des aspirations trans-trachéales (ATT) ont été prélevés, afin d’étudier les voies respiratoires 
hautes et basses. Par ailleurs, les animaux avaient été vaccinés pour BHV-1, BRSV, BVDV et 
BPI3V. Sur les 82,7 millions de séquences générées, 33,6 millions ont été exploités après 
traitement, avec 9,6 millions pour les EN et 24 millions pour les ATT. Les virus les plus 
fréquemment détectés étaient IDV, BCoV, BRAV, BRBV et BRSV, avec au moins 2 virus 
détectés dans chaque « feedlot ».  Les différents virus ont présenté des tropismes différents : 
IDV, BRAV et BRBV ont été détectés dans les écouvillons nasaux, BRSV dans les ATT et 
BCoV dans les deux types de prélèvements. Dans cette étude, certains virus comme BPI3V, 
BVDV ou BHV-1 n’ont pas été identifiés, soit parce que les animaux étaient vaccinés soit parce 





BRSV, bien que ceux-ci aient été vaccinés. Cette détection, toutefois, ne permet pas de 
discriminer les souches vaccinales des souches de terrains (197). 
Enfin, une étude sur la caractérisation du virome respiratoire chez des veaux français atteints 
de BPI a été effectuée au sein de l’équipe de virologie de l’UMR 1225 INRA/ENVT, dans le 
cadre de la thèse d’Elias Salem. Dans cette étude, des EN et des lavages bronchoalvéolaires 
(LBA) ont été réalisé sur 93 veaux atteints de BPI, provenant de 23 élevages distincts (3-5 
veaux/élevage) et âgés de semaines à 4 mois.  Entre 93 et 219 millions de séquences ont été 
produites (séquenceur HiSeq), permettant l’identification de nombreuses familles virales. Dans 
cette étude, les principaux virus associés au BPI ont été détectés, avec par ordre de fréquence 
décroissante : BCoV, BRSV, BPI3V, BRAV, BRBV, BPV2, l’astrovirus bovin (BoAst) et 
l’entérovirus bovin (EVB). En moyenne, 3,3 et 3 virus ont été retrouvés pour un EN et un LBA, 
respectivement. De manière remarquable et bien que la circulation d’IDV en France ait été 
démontrée dans une précédente étude (110), IDV n’a été détecté dans aucun échantillon de cette 
étude, que ce soit par des approches sans à priori ou ciblée. La faible prévalence (4,5%), le 
faible nombre d’élevages testés (n= 23) et la proximité de ceux-ci (tous localisés dans la région 
Occitanie), peuvent expliquer l’absence de détection (303). 
La comparaison de ces études révèle des différences au niveau des virus détectés et de leur 
association statistique aux BPI. Ces différences peuvent avoir de nombreuses origines : le 
design de l’étude (type d’élevage, âge et nombre des animaux, localisation, type de 
prélèvement), les souches de virus circulantes (variables selon les pays), de la méthodologie 
(traitement des échantillons, technologie utilisée) ou encore l’analyse (bioinformatique).  
Malgré la variabilité des résultats, ces études suggèrent qu’IDV est impliqué dans les BPI, bien 
que son rôle dans celles-ci soit encore peu compris. L’ensemble des données de terrains, 
d’infections expérimentales et de métagénomique laisse présumer qu’IDV serait un agent 
respiratoire avec un pouvoir pathogène faible : (i) tout d’abord, de fortes séroprévalences ont 
été observées chez les bovins sans que les éleveurs aient noté de signes cliniques (184) ; (ii) 
une faible détection de virus a été constatée dans les fragments de poumons de bovins atteints 
de BPI sévère (110, 184); (iii) une pathogénicité modérée a été observée dans les infections 
expérimentales chez le veau (279, 281). L’hypothèse actuelle propose qu’IDV puisse être un 
agent initiateur des BPI, comme observé avec BCoV ou BPI3V, par exemple, qui induisent une 






Études de co-infections 
Des études de co-infections en modèle in vitro et/ou in vivo peuvent être utilisées afin de 
comprendre le rôle des agents pathogènes : l’un des pathogènes agit-il comme initiateur ? 
Existe-t-il une synergie, une compétition entre les deux agents pathogènes ?  Plusieurs études 
de co-infections virus/bactérie ou virus/virus ont déjà été menées sur modèle in vitro afin de 
déterminer les interactions entre pathogènes impliqués dans les BPI, comme par exemple P. 
Multocida et le BRSV (307–309). Des études sur la co-infection ont également été menées in 
vivo en modèle bovin comme par exemple BPI3V et M. haemolytica (310).  
À ce jour, il n’existe presque aucune étude sur les interactions entre IDV et les autres pathogènes 
impliqués dans les BPI, que ce soit en modèle in vitro ou in vivo.  La seule étude sur IDV 
publiée à ce jour se concentre sur des co-infections in vivo d’IDV et M. haemolytica (Mha). 
Cette bactérie est un agent pathogène majeur des BPI, avec une fréquence de détection élevée. 
Par ailleurs, l’étude menée au sein de l’équipe de virologie l’UMR 1225 INRA/ENVT a montré 
la présence de cette bactérie dans des prélèvements de veaux atteints de BPI positifs pour IDV 
(110).  L’étude de Zhang et al. souhaitait donc comprendre le rôle d’IDV dans les BPI, 
particulièrement lorsqu’il précède une infection par Mha. Des veaux de 4 à 6 mois ont donc été 
divisés en 4 groupes : groupe non infecté, un groupe infecté par IDV (D/Bovine/C00046 
N/Mississippi/2014 ou D/46N), un groupe infecté par Mannheimia haemolytica D153 (MHA 
D153) et un groupe co-infecté IDV et Mha (D/46N+MHA D153). Entre 2 et 5 jpi, les groupes 
co-infectés ou mono-infectés IDV (D/46N+MHA D153 et D/46N) ont présenté un score 
clinique plus important que les autres groupes, avec toutefois de signes cliniques modérés (toux, 
abattement). Le score clinique de groupe infecté uniquement avec MHA D153 a augmenté à 
partir de 5 jpi et était plus important que celui du groupe co-infecté à partir du jour 5. Les lésions 
macroscopiques pulmonaires étaient plus importantes dans le groupe infecté MHA D153 (score 
moyen de 3) que dans le groupe co-infecté D/46N+MHA D153 (score moyen de 1,5). Le pic 
de réplication virale s’est produit à 4 jpi, avec une infection des organes respiratoires hauts et 
bas. La co-infection n’a néanmoins pas modifié la durée d’infection ni augmenté la réplication 
virale, ce qui a amené les auteurs à vérifier l’infection par MHA D153. Douze fragments de 
poumons présentant un score > 0 ont été analysés par PCR pour MHA D153. De manière 
surprenante, seuls les poumons du groupe mono-infecté par MHA D153 étaient positifs.   
Cette étude a démontré que l’infection d’IDV précédant celle de Mha n’induisait pas 
d’aggravation des signes cliniques ou d’augmentation de la réplication virale. La virulence de 





cette étude, les veaux mono-infectés par la bactérie ont développé des signes cliniques légers, 
même si la souche MHA D153 appartient au sérotype 1. Les auteurs ont suggéré que les signes 
cliniques modérés suite à l’infection bactérienne pourraient être dus à l’inoculation (voie, dose) 
ou à l’âge des animaux. Par ailleurs, les auteurs discutent des limites de cette étude, notamment 
sur l’infection par Mha. En effet, l’infection par la bactérie a été réalisée 5 jours après l’infection 
d’IDV, tandis que le pic viral se produit aux alentours de 3-4 jours post infection. Par ailleurs, 
Mha a été inoculée par voie intratrachéale, or IDV se réplique de manière importante dans les 
voies respiratoires hautes, notamment les cornets nasaux. Enfin, ces co-infections en conditions 
contrôlées ne reflètent pas les BPI observées sur le terrain (facteurs environnementaux, ou 
agents infectieux) (282). 
 
Des expériences de co-infection in vitro, ex vivo (explants d’organes bovins) et in vivo sont 
également effectuées dans l’équipe de virologie de Toulouse, avec IDV et soit BCoV, soit M. 
bovis (Lion et al., données non publiées).  
 
 
d) Réponse immunitaire induite par IDV 
La réponse immunitaire anti-IDV est à ce jour encore peu étudiée. Les études sérologiques pour 
déterminer le spectre d’hôte (détection d’anticorps anti-IDV) démontrent que les espèces 
sensibles à IDV développent une réponse sérologique avec des anticorps IgM dans les phases 
précoces de l’infection puis des IgG. Par ailleurs, les différentes études d’infections 
expérimentales ont montré que les animaux séroconvertissaient suite à l’infection, c’est-à-dire 
qu’ils développaient des anticorps anti-IDV. Une étude a notamment montré que des IgG1 
étaient produits après 10 jpi, et potentiellement des IgG2 de manière plus tardive (281). 
Les neutrophiles semblent impliqués dans la réponse immunitaire innée contre IDV. En effet, 
l’infection expérimentale de veaux par IDV a montré une inflammation de la trachée, où le 
virus se réplique, ainsi qu’un recrutement important de neutrophiles dans ce tissu (279). Les 
neutrophiles sont fortement impliqués dans la réponse innée contre les IAV. Différentes études 
sur des modèles souris neutropéniques infectées par IAV suggèrent que les neutrophiles 
auraient un effet protecteur contre IAV (250). Ceux-ci, dans le cas d’infection par IAV, sont 





vont produire des ROS, des cytokines ou des granules cytolytiques. Ils vont également 
permettre l’élimination de cellules infectées via la phagocytose ou la nétose (258, 259).  
Lors de l’infection expérimentale de veaux par IDV réalisée par l’équipe de virologie de l’UMR 
1225 INRA/ENVT, les réponses immunitaires innée et adaptative ont été analysées. À partir de 
LBA, des analyses transcriptomiques (puce de PCRq microfluidique BioMark) et protéomiques 
(Luminex) ont été effectuées, pour 46 molécules et 15 protéines respectivement. Cette réponse 
a été mesurée à 2 jours (initiation de la réponse innée et de la réplication virale), 7 jours (pic de 
signes cliniques) et 14 jours (rétablissement des veaux) post-infection. Des différences ont été 
observées entre la protéomique et la transcriptomique, pouvant s’expliquer par la sensibilité de 
ces techniques ou le décalage temporel entre la surexpression des ARNm et la production des 
protéines. 
Les auteurs ont toutefois observé une surexpression des récepteurs PRR (PAMP recognition 
Receptor) comme TLR7, TLR3, ou RIG-I par exemple. Une réponse pro-inflammatoire a 
également été notée avec la production de cytokines comme TNF, IL-6, IL-1α ou IL-8, et de 
chimiokines comme CCL2, CCL3, CCL4 ou CXCL1. La réponse interféron de type I (IFN-I), 
qui joue un rôle majeur dans la réponse anti-influenza, a également été examinée. Dans cette 
étude, aucune surexpression des IFN-I, des effecteurs de la voie de signalisation ou des gènes 
de réponse aux interférons n’a été observée. Cependant, une surexpression des protéines SOCS1 
et SOCS3, qui sont des inhibiteurs des voies de signalisation JAK/STAT (voie de signalisation 
de la réponse interféron) a été observée. Une réponse adaptative semble également se mettre en 
place puisqu’une surexpression d’IFN-γ et d’IL-13 a été remarquée à 7 et 14 jpi (281). 
IDV semble donc induire une réponse inflammatoire locale avec la production de cytokines et 
chimiokines pro-inflammatoires. Par ailleurs, le virus semble interférer avec la réponse 
interférons de type I via la production de SOCS, laissant penser que la protéine NS1, connue 
pour interférer avec la réponse anti-influenza, serait impliquée. Par ailleurs, une réponse mixte 
Th1 et Th2 semblent se mettre en place, au vu de la production tardive d’IFN-γ et d’IL-13. 
Enfin, une réponse humorale est également mise en place, avec notamment la production 
d’IgG1. Bien que cette étude apporte des premières informations sur la réponse immunitaire 
anti-IDV, des études supplémentaires seront nécessaires pour comprendre la réponse 







e) Traitement d’IDV 
Bien que ce virus semble pour le moment posséder un pouvoir pathogène faible chez son hôte 
principal (le bovin), son potentiel zoonotique est encore peu connu. Une surveillance et un 
contrôle du virus apparaissent donc nécessaires, afin de pouvoir mieux réagir dans le cas 
d’épizooties ou d’épidémies. 
La détection d’IDV dans différents pays et différentes espèces doit donc se poursuivre, afin de 
diagnostiquer le virus et éviter la propagation de celui-ci. Le développement de nombreux outils 
de diagnostic comme les PCRq spécifiques pour IDV (311) ou multiplex avec les genres de 
virus influenza ou les autees virus impliqués dans les BPI (312), ainsi que des outils 
sérologiques comme l’ELISA récemment développé (185) permettent aujourd’hui de continuer 
cette surveillance. 
Le développement de molécules antivirales et vaccins pourrait devenir un enjeu majeur dans le 
contrôle et la prévention d’IDV si celui-ci venait à poser un problème de santé publique. En 
effet, au vu de la clinique modérée induite par le virus, l’utilisation des traitements anti-IDV en 
santé animale ne semble pas utile vu le rapport coût/bénéfice. Actuellement, il n’existe pas de 
molécules antivirales développées spécifiquement pour IDV. Il est néanmoins possible que 
certains antiviraux ciblant IAV et/ou IBV puissent avoir un effet sur le virus, au vu des 
homologies structurelles des protéines.  Des études sur la structure et la fonction des protéines 
d’IDV sont encore nécessaires pour pouvoir ensuite tester de potentiels antiviraux. L’efficacité 
décroissante des molécules antivirales due l’apparition de résistance fait qu’à ce jour, la 
protection la plus efficace contre les virus influenza reste la vaccination.  
 
Deux équipes aux Etats-Unis ont développé un vaccin contre IDV, en utilisant des stratégies et 
des modèles expérimentaux différents, résumés dans le tableau 6. Le premier vaccin développé 
est un vaccin inactivé (souche D/bovine/Kansas/162655/2012 ou D/Kansas) à la β-
propiolactone et adjuvé (adjuvant commercial), testé en conditions expérimentales chez le 
bovin. Des veaux ont été séparés en trois groupes : vaccinés, vaccinés et inoculés avec la souche 
homologue D/Kansas ; et non vaccinés et inoculés avec la souche homologue D/Kansas. Le 
vaccin a été administré deux fois à 14 jours d’intervalle en sous-cutanée, puis les veaux ont été 
infectés 21 jours après la dernière immunisation. Dans cette étude, il a été observé que le vaccin 
conférait une protection partielle contre IDV. En effet, les veaux vaccinés ont présenté des 





les organes respiratoires a été diminuée suite à la vaccination (entre 1,5 à 3 log d’écart en 
TCID50 entre vaccinés et non vaccinés). Concernant la réponse humorale, les titres en anticorps 
ont été mesurés : ils étaient à 4,7 log2 à jour 0 et ont doublé lors de la seconde immunisation 
(5,7 log2), puis ont continué d’augmenter (7,1 log2 à j35).  Cette étude, bien que montrant une 
protection partielle du vaccin contre IDV, présente certaines limites. Tout d’abord, les veaux 
avant immunisation étaient déjà séropositifs pour IDV. L’âge des animaux n’est pas précisé, 
toutefois il est indiqué qu’ils ont reçu du colostrum, et donc possèdent des anticorps maternels. 
Or, la présence d’une immunité maternelle est connue pour diminuer l’immunité vaccinale, ce 
qui pourrait expliquer la protection partielle du vaccin. Par ailleurs, ce vaccin inactivé a été 
réalisé avec la souche D/Kansas et les veaux ont été inoculés avec la souche homologue : il est 
donc possible que l’efficacité de ce vaccin soit différente avec des souches hétérologues d’IDV.  
Enfin, il est possible que la dose, le mode d’inoculation ou le nombre d’immunisations ne soient 
pas optimaux et donc que le vaccin ne confère qu’une protection partielle (313). 
 
Le second vaccin développé est un vaccin à ADN exprimant une séquence consensus de HEF 
(plasmide FluD-Vax), qui a été testé en conditions expérimentales chez le cobaye. Les cobayes 
ont été divisés en quatre groupes : deux groupes vaccinés avec le plasmide contrôle et inoculés 
avec les souches D/OK ou D/660 ; et les deux groupes vaccinés avec le plasmide FluD-Vax et 
inoculés avec IDV. Ici, le vaccin été administré 4 fois (1 injection par semaine) en 
intramusculaire puis les cobayes ont été infectés 30 jours après la dernière immunisation avec 
la souche D/OK ou D/660. Les auteurs ont noté que le vaccin était efficace contre les deux 
souches de virus, puisque aucune réplication virale n’a été observée chez les animaux vaccinés 
avec FluD-Vax. Aucun signe clinique n’a été rapporté chez les animaux vaccinés par FluD-
Vax, toutefois, l’infection expérimentale de cobaye par IDV ne provoque pas de signes 
cliniques (278). Enfin, la vaccination par FluD-Vax a induit une production importante 
d’anticorps anti-IDV neutralisants, qui a débuté dès la première immunisation et a atteint un pic 
à partir de la troisième. 
Le vaccin à ADN semble donc être un bon compromis comme vaccin contre IDV, au vu des 
données obtenues. Cependant, cette étude présente elle aussi certaines limites. Tout d’abord, 
bien que le FluD-Vax semble protéger contre les différents clades d’IDV grâce à la construction 
d’une séquence consensus, une mise à jour fréquente de cette séquence est essentielle pour 





Tableau 6. Comparaison des deux vaccins développés contre IDV. 
 Vaccin à ADN avec séquence 
consensus d'HEF (314) 
Vaccin inactivé et adjuvé 
(313) 
Modèle animal utilisé testé sur cobaye testé sur veau 
Nombre d'injections 4 injections (1/semaine) 2 injections (14j d'écart) 
Voie d’immunisation intramusculaire sous-cutanée 
Dose  utilisée 200 μg/animal 640 unité HA/2 mL 






Dose d'IDV 3.105 TCID50/300µL 106 TCID50/300µL 
Voie d'inoculation IDV intranasale intranasale 
Timing d'infection 30j après la dernière immunisation 
21 jours après la dernière 
immunisation 
Signes cliniques  
après vaccination 
aucun signes cliniques chez les non 
vaccinés et les vaccinés 
présence de signes cliniques légers,  




pas de réplication virale 
diminution de la réplication virale 
 par rapport aux non vaccinés 
Réponse anticorps 
réponse dès la 1ère injection pic 
après la 3ème injection 
présence d'anticorps à j0 (anticorps 
maternels ?) 
2 à 3 log d'écart entre vaccinés et 
non vaccinés 
 
Ensuite, ce vaccin a été testé sur le modèle cobaye, qui n’est pas l’hôte principal d’IDV, et qui 
ne présente pas de signes cliniques en conditions expérimentales. De ce fait, l’effet de FluD-
Vax au niveau des signes cliniques est inconnu même si l’absence de réplication virale lors de 
la vaccination laisse penser que les signes cliniques seraient également absents (314). 
Ces deux vaccins ne sont pour le moment pas commercialisés et des études supplémentaires 




G. Modèles animaux expérimentaux 
1. Modèles animaux pour l’études des virus influenza A, B et C 
a) Modèles pour IAV 
Des infections expérimentales d’IAV sont très souvent effectuées pour étudier la pathogénicité 
des IAV, leur mode de transmission, leur capacité évolutive mais aussi tester de potentielles 





Tableau 7. Comparaisons des principaux modèles animaux pour IAV. 
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non oui oui oui non 
 
Les principaux modèles de laboratoires sont la souris, le furet et le cobaye, et sont détaillés dans 
les paragraphes suivants. Pour certains modèles animaux, il existe des lignées dites « de 
laboratoires », c’est-à-dire que les animaux sont élevés uniquement pour l’expérimentation 
animale. L’avantage de ces lignées est que le fond génétique et le microbiome est contrôlé 
(animaux EOPS ou SOPF pour « Specific and Opportunistic Pathogen Free ») par rapport aux 
animaux sauvages, permettant de mieux maitriser les expérimentations.  Néanmoins, ces 
lignées ne représentent pas complètement les espèces sauvages « naturelles », créant ainsi un 
biais. Les lignées « naturelles », comme par exemple celles des furets, sont plus représentatives 
des espèces sauvages. Toutefois, des analyses préalables (sérologie par exemple) sont 
nécessaires avant de pouvoir réaliser l’infection. 
Il faut noter que des différences sont observées en fonction du sous-type de la souche (humaine 





pathogène (FP)). Les paragraphes suivants illustrent les différences observées lors d’infections 
expérimentales chez les différents modèles. 
 
Souris 
Le modèle souris est actuellement le plus utilisé pour étudier les IAV. Ses principaux avantages 
sont la praticité et la disponibilité de nombreux réactifs. C’est par ailleurs un bon modèle pour 
étudier la réplication du virus.  Les souris présentent un avantage particulier pour l’étude de la 
réponse immunitaire grâce à l’utilisation de souris transgéniques (knock-out et knock-in). Il 
faut toutefois noter que les souris de laboratoire consanguines n’expriment pas le gène de 
résistance Mx et sont de ce fait plus sensibles aux infections par les virus influenza que des 
souris sauvages (315).   
Ce modèle présente néanmoins des inconvénients comme la nécessité d’adapter les souches 
virales humaines par passages successifs sur souris afin de les étudier, la faible transmission du 
virus dans cette espèce ou alors des signes cliniques peu représentatifs de ceux observés chez 
l’homme ou les oiseaux (Tableau 7). Certaines souches virales ne nécessitent pas d’adaptation 
comme les H1N1 pandémiques de 1918 et 2009, le H5N1 HP, certains sous-types de H7 et 
quelques souches aviaires FP (315–317). L’analyse de l’expression des acides sialiques dans 
les tissus de souris a montré que les acides sialiques α-2,6 étaient peu abondant dans les tissus 
respiratoires mais que les acides sialiques α-2,3 étaient prédominant. Ces différences 
d’expression des acides sialiques expliquent en partie le fait que les souches humaines non 
adaptées ne se répliquent pas chez la souris (318).  
Les principaux signes cliniques observés sont la perte de poids, la mortalité et l’hypothermie. 
Des troubles du comportement général et des troubles respiratoires peuvent également être 
observés. La sévérité des signes cliniques dépend du sous-type de la souche mais aussi de la 
dose utilisée.  Par exemple, une infection expérimentale de souris Balb/c par quatre souches de 
H5N1 aviaires HP a montré que deux souches induisaient 100% de mortalité, et les deux autres 
des signes cliniques sévères ou modérés (perte de poids, hypothermie, abattement) avec une 
récupération au bout d’une dizaine de jours. Par ailleurs, une des souches les plus sévères 
induisait une réplication virale systémique tandis que les trois autres ne se répliquaient que dans 
les voies respiratoires. Enfin, les auteurs ont montré que les souches présentaient des doses 





Dans une autre étude d’infections expérimentales avec des souches humaines, des résultats 
différents de l’étude précédemment citée ont été observés. Des souris CB6F1 ont été infectées 
avec des souches humaines H1N1 et H3N2. Les auteurs ont observé une perte de poids avec les 
souches H1N1, qui s’aggravait en augmentant la dose de virus. Cependant, pour les souches 
H3N2, aucune perte de poids n’a été observée, peu importe la dose utilisée. Aucune mortalité 
ou hypothermie n’ont été observées pour chacune des souches. Par ailleurs, le virus s’est 
répliqué uniquement dans l’appareil respiratoire quelle que soit la souche (317).  
Plusieurs études ont montré que le fond génétique des souris influence l’infection par les IAV 
au niveau des signes cliniques, de la réplication virale et de la réponse immunitaire. Boon et al. 
ont comparé la sensibilité des lignées murines C57BL/6 et DBA/2 suite à l’infection par un 
virus H5N1 HP. Les deux types de lignées infectées avec une dose de 106 EID50 ont présenté 
une mortalité de 70 à 100%. Toutefois, avec des doses plus faibles (102 et 103 EID50), une 
mortalité de 100 % a été observée pour les souris DBA/2 dès 3 dpi tandis que les souris 
C57BL/6 survivaient. Les auteurs ont également noté que la réplication virale était plus 
marquée chez les souris DBA/2 que chez les C57BL/6, même à faible dose (320).   
Une comparaison entre les souris DBA/2 et les souris C57BL/6 infectées avec une souche H1N1 
d’origine humaine et adaptée à la souris (souche PR8) a montré que les souris DBA/2 étaient 
plus sensibles. En effet, 100% de mortalité a été observée après 7 jpi chez ces souris tandis 
qu’aucune mortalité n’a été remarquée chez les souris C57BL/6. Par ailleurs, une plus forte 
réplication virale a été notée chez les souris DBA/2, Enfin, celles-ci ont développé une réponse 
pro-inflammatoire plus importante que les souris C57BL/6 (321). Dans cette même étude, les 
auteurs ont comparé la mortalité et la morbidité des lignées Balb/c, C57BL/6, DBA/2, A/J, 
FVB/NJ, CBA/J et SJL/JOrlCrl infectées avec la souche PR8. Ils ont observé que les lignées 
A/J et DBA/2 étaient les plus sensibles à l’infection, avec une mortalité de 100% à 7 jours post-
infection. Les souris Balb/c, CBA/J et SJL/JOrlCrl, quant à elles, se situaient à un niveau 
intermédiaire avec une perte de poids importante (15 à 20%) jusqu’à 7 jours. Les souris les plus 
résistantes à l’infection étaient les C57BL/6 et les FVB/J avec aucune perte de poids (321).  
L’ensemble de ces études a montré que les souris DBA/2 étaient les plus sensibles à l’infection 
quel que soit le sous-type et la souche virale, tandis que les C57BL/6 étaient les plus résistantes 
(315).  
Des expériences de transmission des IAV ont montré des résultats contradictoires. Dans l’étude 





et après 1 jpi, des souris naïves étaient mises en présence de souris infectées. Les souris 
sentinelles n’ont pas séroconverti et aucune détection du virus n’a été observée dans les 
prélèvements, suggérant l’échec de la transmission du virus chez la souris (202). Dans une autre 
étude sur des souches humaines, des souris MF-1 ou CFW ont été infectées par des souches 
adaptées de H1N1 (PR8, WSN) ou H1N2 (A/Ann Arbor/6/1960), ainsi que par une souche non 
adaptée de H2N2. Les auteurs ont remarqué que les virus adaptés se transmettaient plus ou 
moins bien par contact direct ou aérosol, allant de 5 à 65,5% d’efficacité de transmission. Par 
ailleurs, l’efficacité de transmission du virus non adapté H2N2 était de 30% (322). Dans une 
revue de la littérature, Bouvier et al. suggèrent que la transmission des IAV chez la souris 
dépend de la souche virale, de la lignée de souris, de l’infection (dose et voie) et des conditions 
expérimentales (hébergement) (315). 
 
Furet 
Le modèle furet a été utilisé dès les années 1930 pour étudier la pathogénicité du virus. Il 
présente de nombreux avantages dans l’étude des IAV et c’est à ce jour le meilleur modèle pour 
étudier les IAV humains (H1N1, H2N1, H3N2 et H5N1) mais aussi les IAV aviaires ou porcins. 
En effet, la clinique induite par les IAV est similaire à celle observée chez l’homme (fièvre, 
jetage nasal, léthargie, anorexie et faiblesse) et l’expression des acides sialiques est également 
très similaire (α-2,6 dans les voies respiratoires hautes et un peu d’α-2,3 dans les voies basses). 
Le furet présente une physiologie pulmonaire proche de l’homme. Par ailleurs, les souches 
virales ne nécessitent pas d’adaptation pour induire des signes cliniques et se répliquer (203, 
315) (Tableau 7). 
 
Dans une étude, des furets ont été infectés par deux souches de H5N1 HPAI d’origine aviaire 
(A/HK/486/97 et A/HK483/97). Des signes cliniques sont apparus dès 3 jpi et ont persisté 
jusqu’à 7 jpi : léthargie, jetage nasal, éternuement, dyspnée, perte de poids, diarrhée. Par 
ailleurs, une lymphopénie aigüe et transitoire a également été remarquée (perte de 60% des 
lymphocytes circulants à 3 jours). Enfin, des troubles neurologiques (ataxie, parésie) sont 
apparus dès 9 jpi et ont persisté jusqu’à la fin de l’expérience. Le virus a été excrété pendant 7 
jours et s’est répliqué principalement dans les voies respiratoires hautes et basses (106 EID50/g) 
mais aussi dans d’autres tissus comme le cerveau (103 EID50/g de tissu), les intestins ou la rate 





(bronchopneumonie interstitielle, nécrose, inflammation) bien que d’autres tissus présentaient 
également des lésions (cerveau, foie, intestins ou reins) (323). 
Dans une autre étude, les auteurs ont comparé l’infection de souches H1N1 de différentes 
origines (humaine, porcine et aviaire). Des différences de signes cliniques, de cinétique de 
réplication et de tropisme ont été observées. En effet, les souches humaines et aviaires n’ont 
pas induit de signes cliniques tandis que les furets infectés avec la souche porcine ont développé 
des signes cliniques modérés. Par ailleurs, la cinétique de réplication était plus tardive avec la 
souche aviaire (pic à 3 jpi) que les souches humaines et porcines (pic à 1 jpi). Enfin, la souche 
humaine s’est répliquée dans les voies respiratoires hautes tandis que la souche porcine s’est 
répliquée dans les voies respiratoires hautes et basses. Enfin, la souche aviaire s’est répliquée 
dans le tractus respiratoire haut mais aussi le tractus entérique (324). 
 
Ce modèle a été largement utilisé pour étudier la transmission des IAV par contact direct ou 
voie aéroportée, avec différentes souches de virus H1N1 saisonniers ou le H1N1pdm09 humain  
(325) ou le H5N1 HP aviaire (326). Le modèle furet est également utilisé pour tester de 
nouvelles molécules antivirales et de potentiels vaccins (327).  
 
Les principaux inconvénients de ce modèle sont la praticité (coût des animaux, hébergement et 
disponibilité des réactifs) mais aussi l’absence de lignée de laboratoire de furets. Les furets 
utilisés en expérimentation sont donc naturellement sensibles aux IAV et doivent être au 




Le modèle cobaye est le troisième modèle le plus utilisé pour étudier les IAV. L’un des 
principaux atouts de ce modèle est la susceptibilité aux souches humaines appartenant aux sous-
types H1N1, H3N2 et H5N1, sans nécessité d’adaptation, mais aussi aux souches porcines et 
aviaires (315, 328). Les différentes études sur ce modèle ont montré que le virus se réplique 
principalement dans les voies respiratoires hautes et basses mais peu dans les autres organes. 
Par exemple, des cobayes infectés par voie intranasale avec une souche de H3N2 présentaient 
une réplication virale dans les voies respiratoires hautes (107 PFU/ml) et basses (105 PFU/ml). 
Ces animaux n’ont pas présenté de signes cliniques mais des lésions pulmonaires ont été 
observées (202).  Dans le cas d’infection par un H5N1 HP, le virus n’a pas été retrouvé dans 





souris, furet ou primates non humains. Malgré l’absence de signes cliniques, des lésions 
histologiques importantes ont été observées dans les poumons (bronchopneumonie interstitielle 
à 5 jpi) (329).  
 
Le second atout de ce modèle est la capacité de transmission du virus à des cobayes naïfs. Dans 
l’étude en 2006 de Lowen et al., des cobayes ont été infectés avec 103 PFU de la souche 
A/Panama/2007/99 (H3N2). Après 24 heures d’infection, des cobayes naïfs étaient placés dans 
les cages des animaux infectés : le virus a été détecté chez eux après un jour de contact. Ces 
cobayes « contact » ont excrété le virus pendant au moins 7 jours et séroconverti, démontrant 
la transmission par contact direct. En parallèle, des cobayes naïfs étaient placés dans des cages 
adjacentes (côte à côte des cages infectés avec 91 cm d’écart) 24 heures après infection des 
cobayes. Le virus a été détecté chez les animaux sentinelles 2 à 4 jours après la mise en présence 
des cobayes infectés, démontrant la transmission par voie aéroportée (202).  
 
Enfin, le modèle cobaye a été utilisé pour étudier la réponse immunitaire anti-influenza. Par 
exemple, la réponse immunitaire innée suite à une infection expérimentale de cobaye avec la 
souche aviaire A/Tiger/Harbin/01/2002 (H5N1 HP) a été analysée par transcriptomique et 
protéomique. L’analyse protéomique a révélé l’altération de 258 protéines sur les 2472 testées, 
dont certaines appartenant au système immunitaire comme Mx ou la protéine C3 du 
complément. L’analyse transcriptomique et protéomique a révélé que l’expression des 
cytokines pro-inflammatoires (IL-1, CXCL10 ou TNFα) et des récepteurs TLR n’étaient pas 
augmentées après infection. Néanmoins, les auteurs ont noté une augmentation de l’IL-10, 
CCL2 ou RIG-I, corrélée avec la réduction de la réplication virale (330). 
 
Le principal inconvénient de ce modèle est l’absence de signes cliniques après infection, même 
avec des souches H5N1 HP (329).  
 
Rat 
Le modèle rat a été développé afin d’étudier les souches humaines saisonnières et sévères de la 
grippe, mais aussi pour tester des molécules antivirales ou des vaccins. Des infections 
expérimentales ont montré que le rat était sensible aux sous-types H3N2 et H1N1 humains. Les 
signes cliniques sont facilement quantifiables (hypothermie, perte de poids, troubles 





Différentes études sur des molécules antivirales ont été réalisées chez le rat, comme avec de 
l’Oseltamivir ou du Zanamivir. Enfin, aucune étude de transmission des IAV n’a été réalisée 
sur le rat à ce jour (Tableau 7) (315). Une infection expérimentale avec une souche adaptée sur 
le rat a montré des différences de susceptibilité en fonction du fond génétique. Dans cette étude, 
des rats « Brown Norway » (BN), Fischer-344 (F) et Sprague-Dawley (SD) ont été infectés 
avec 105 PFU de la souche A/Port/Chalmers/173 (H3N2) adaptée (11 passages sur rats). La 
réplication virale dans les poumons a été cent fois plus importante chez les rats SD et F que 
chez les rats BN, avec un pic à 24 heures. Les auteurs ont également noté une inflammation 
plus importante chez les rats SD et F, avec un recrutement de neutrophiles et une production 
d’IL-6 et de TNFα augmentée par rapport aux rats BN. Les auteurs ont suggéré que les 
variations de réponse au virus étaient dues au fond génétique des rats : les rats BN semblaient 
présenter une réponse de type Th2 tandis que les rats SD et F présentaient une réponse de type 
Th1 (331).   
 
Primates non humains 
Le modèle primate non humain a également été utilisé de par sa génétique et sa physiologie 
plus proche de l’homme que celles des autres modèles tels que la souris ou le furet. De ce fait, 
plusieurs infections expérimentales ont été menées sur des singes appartenant au genre 
Macaque (315). Ce modèle a particulièrement été utilisé pour étudier les souches hautement 
pathogènes ou pandémiques (H5N1 ou H1N1 de 1918 et 2009), notamment pour analyser la 
réponse immunitaire et tester de potentielles molécules antivirales (316, 332). Par exemple, des 
singes cynomolgus ont été infectés avec 2,5.104 TCID50 de H5N1 humain (A/HK/156/97). Les 
auteurs ont observé deux épisodes de fièvre chez les singes (>40°C) : un à 24 heures post-
infection et un à 4 jpi. De plus, un singe a présenté un syndrome de détresse respiratoire aigüe 
similaire à celui observé chez l’homme. Suite à des nécropsies à 4 et 7 jpi, le virus a été détecté 
par PCR dans la trachée, les poumons, les nœuds lymphatiques trachéo- bronchiques, la rate, le 
cœur et le cerveau. Néanmoins, seule la trachée et les poumons se sont avérés positifs par 
TCID50 (102 TCDI50/g de tissu et 107 TCDI50/g de tissu respectivement), et le virus n’a pu être 
isolé qu’à partir de ces deux organes. Par ailleurs, seuls les poumons étaient positifs en 
immunohistochimie. L’analyse histologique a montré une pneumonie interstitielle similaire à 
celle observée chez l’homme, avec des nécroses, une perte de l’épithélium, et l’infiltration de 
cellules immunitaires. Des lésions ont également été observées dans les reins, les amygdales ou 





du H5N1 HP induit une réplication virale dans les voies respiratoires avec des lésions 
pulmonaires, similaires à ce qui est observé chez l’homme, suggérant que ce modèle est 
pertinent pour l’extrapoler à l’homme (333). La transmission n’a jamais été étudiée dans ce 
modèle du fait du grand nombre d’animaux nécessaires. En effet, les principaux inconvénients 
du modèle primate non humain sont la praticité (coût, hébergement) et l’éthique (comités 
d’éthique particulièrement stricts) (315).  
 
Infections expérimentales sur d’autres espèces  
Des infections expérimentales ont été menées sur des espèces connues comme étant sensibles 
aux IAV tels que les oiseaux sauvages et domestiques (334), le cheval (335), les petits 
carnivores (336) ou encore le porc (212).  Ces modèles expérimentaux ont principalement été 
utilisés pour comprendre la pathogénicité et parfois la capacité de transmission de sous-types 
dans ces espèces comme par exemple le H3N8 équin (335). Néanmoins, ces études présentent 
de nombreuses limites aussi bien pratiques (coût, hébergements), éthiques que 
méthodologiques (peu de réactifs disponibles).  
 
 
b) Modèles pour IBV 
Les études d’infections expérimentales par IBV en modèle animal sont moins nombreuses que 
pour IAV. Cependant, des modèles d’infections chez le modèle souris (337), rat (338), hamster 
(339), cobaye (200) et furet (340) ont été réalisés. Dans tous ces modèles, la pathogénicité du 
virus, c’est-à-dire le développement de signes cliniques, de lésions et la réplication virale ont 
été étudiés. Différentes souches appartenant aux deux lignages d’IBV ont été utilisées dans ces 
modèles. Aucune clinique n’a été observée dans les modèles hamster, cobaye ou souris et une 
clinique modérée (jetage nasal, fièvre, perte de poids) a été notée dans le modèle furet. 
L’adaptation par passages successifs (17 passages) de la souche B/Florida/04/2006 chez des 
souris Balb/c a conféré au virus une pathogénicité associée à une mortalité de 100% après 7 jpi 
(337). Dans les différents modèles, excepté le cobaye, le virus a été détecté dans l’appareil 
respiratoire haut et bas, avec une durée d’excrétion allant de 5 à 7 jours et un pic viral à 2-3 jpi. 
La transmission du virus a été observée par contact direct et par aérosols dans les modèles furet 
et cobaye. Dans certains modèles, notamment la souris et le furet, la réponse immunitaire a été 





antivirales et de vaccins ont été menés chez ces deux modèles (341). IBV infecte 
majoritairement l’homme, et de ce fait, le modèle le plus pertinent est le modèle furet. 
 
 
c) Modèles pour ICV 
L’analyse bibliographique a révélé que peu d’infections expérimentales avec ICV ont été 
menées en modèle animal, et que la plupart datent des années 1930 à 1990. Des infections ont 
été réalisées en modèle rat (342), chien (343), furet, singe rhésus, hamster (344) et porc (175). 
Peu d’informations sont disponibles sur les modèles furet, hamster et singe rhésus : ICV n’a 
pas induit de signes cliniques, le virus s’est répliqué dans l’appareil respiratoire haut et les 
animaux ont séroconverti (344). Les expérimentations chez le porc et le chien ont montré 
qu’ICV induisait des signes cliniques classiquement associés à ICV (jetage nasal, abattement, 
fièvre). Le virus a été détecté dans les voies respiratoires hautes dans les deux modèles, avec 
un pic après 3 jpi. De plus, les animaux infectés ont séroconverti (343). Dans l’expérience chez 
le porc de Guo et al., une transmission par contact direct à des porcs naïfs a également été mise 
en évidence (175). Des tentatives d’infection expérimentale chez le modèle souris ont été 
réalisées mais ont toutes échoué. Dans les années 1990, Takiguchi et al. ont développé un 
modèle d’infection expérimentale chez le rat, mettant en avant la connaissance du statut 
immunologique des lignées de laboratoire et la disponibilité des réactifs.. Bien que les rats 
n’aient pas présenté de signes cliniques, les animaux ont séroconverti, démontrant une 
infection. Par ailleurs, le virus a été détecté dans les voies respiratoires hautes uniquement. Les 
auteurs de cette étude ont montré que l’âge, le sexe ou la lignée de rat n’influençait pas 
l’infection par ICV (342). 
 
 
2. Modèle animaux pour l’étude du virus influenza D 
Depuis l’identification d’IDV, différents modèles d’infections expérimentales ont été mis au 
point afin de comprendre la pathogénicité de ce virus, c’est-à-dire les signes cliniques associés, 
le tropisme tissulaire et cellulaire, mais aussi son mode de transmission, la réponse immunitaire 
induite après infection et son potentiel zoonotique. Les différents modèles développés sont 





Tableau 8. Tableau récapitulatif des modèles animaux développés pour IDV. 
 Porc (14) Furet (14)  Cobaye (278) Porc sauvage 
(190) 
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inflammation 




RT-PCRq TCID50 TCID50, IFI TCID50 
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voies respiratoires 













contact direct contact direct contact direct contact direct 
séroconversion oui  oui  oui  oui  
NL : nœuds lymphatiques ; CN : cornets nasaux ; EN : écouvillons nasaux ; ER : écouvillons rectaux ; 
IFI : immunofluorescence indirecte. 
 
a) Modèle furet 
Une expérience d’infection expérimentale a été menée chez le furet afin de comprendre la 
pathogénicité du virus mais aussi évaluer le potentiel zoonotique d’IDV. Cinq furets ont donc 
été inoculés avec 106 TCID50 de la souche D/OK par voie intranasale et ont été suivis pendant 
3 semaines (suivi clinique, réplication virale et tropisme). Des furets naïfs ont été mis en 
présence des furets directement infectés 23 heures après infection, dans la même cage ou cage 





Cette étude a montré que malgré l’absence de signes cliniques, le virus est capable de se 
répliquer et se transmettre chez le furet. Dans ce modèle, le virus a présenté un tropisme 
respiratoire, plus particulièrement des voies hautes, puisque le virus a été retrouvé uniquement 
dans les écouvillons nasaux et les cornets nasaux, avec 3,3 et 3,9 log10 TCID50/ml 
respectivement. IDV ne s’est pas répliqué dans les organes non respiratoires. La durée 
d’excrétion du virus était de 6 jours, avec un pic à 3 jpi. Par ailleurs, cette étude a montré 
qu’IDV peut être transmis par contact direct mais pas par voie aéroportée dans ces conditions 
expérimentales et cette espèce. Les furets en contact direct se sont avérés positifs pour IDV à 
partir de 7 jours et jusqu’à 10 jpi, montrant une transmission différée dans le temps (14).  
Le furet étant le modèle privilégié pour étudier la pathogénicité des virus influenza humains, le 
fait qu’IDV puisse se répliquer chez cette espèce suggère qu’il peut infecter l’homme. 
 
b) Modèle porc et porc sauvage 
Lors de la première étude sur IDV, Hause et al. ont examiné la pathogénicité de ce virus chez 
le porc, espèce chez qui il a été découvert. Onze porcs ont été inoculés avec la souche D/OK 
par voie intranasale, puis 11 porcs naïfs ont été mis en contact avec ceux directement inoculés 
un jour après infection. Le suivi des animaux pendant 14 jours a montré qu’aucun porc ne 
présentait de signes cliniques, mais que les 5 porcs directement infectés avaient séroconverti 
après 14 jours. IDV a été détecté dans les écouvillons nasaux à partir de 3 jours et jusqu’à 10 
jours, avec un pic à 8 jpi. Des autopsies de 6 porcs à 7 jpi ont révélé l’absence de lésions et de 
réplication virale dans les poumons. Cette étude a également montré qu’IDV était capable d’être 
transmis par contact direct chez les porcs, puisque du virus a été retrouvé dans les écouvillons 
des porcs contact à partir de 7 jpi et que 2 porcs sur 5 avaient séroconverti (14). 
Bien qu’IDV ait été découvert chez un porc présentant des signes cliniques respiratoires, 
l’infection expérimentale n’a pas permis de reproduire les signes cliniques du terrain. Il est 
possible que les conditions d’infection (animalerie de niveau A2), l’âge des animaux ou la race 
des animaux (porc EOPS) aient eu un effet sur la pathogénicité du virus dans cette expérience. 
Par ailleurs, il est possible que le porc chez qui IDV a été découvert ait été co-infecté en amont 
avec d’autres agents pathogènes du complexe respiratoire porcin. Certains virus (Porcine 
Reproductive and Respiratory Syndrome virus, circovirus, coronavirus, virus influenza A) 





Néanmoins, les bactéries impliquées dans le complexe respiratoire porcin, comme par exemple 
P. multocida, Mycoplasma hyopneumoniae ou Streptococcus suis, n’ont pas été recherchées. 
Dans une seconde étude, 26 porcs sauvages ont été capturés et 12 ont été infectés avec la souche 
D/46N. Des porcs naïfs ont été mis en contact avec les infectés deux jours après infection et 
l’ensemble des animaux a été suivi pendant 21 jours. Comme observé sur le modèle porc de 
Hause et al., aucun porc sauvage n’a développé de signes cliniques après infection. IDV a 
toutefois infecté les animaux puisqu’il a été détecté entre 3 et 7 jpi dans les écouvillons nasaux 
des porcs (2,37 log10 TCID50/ml). Le virus a été retrouvé dans les tissus des voies respiratoires 
hautes et basses, avec des titres maximaux observés dans la trachée (5,34 log10 TCID50/ml). De 
manière intéressante, une virémie transitoire (détection une seule fois) a été observée chez 2 
porcs infectés et 1 porc contact, avec des titres viraux allant de 2,2 à 3,2 log10 TCID50/ml. Au 
niveau cellulaire, les auteurs ont remarqué qu’IDV infectait les cellules épithéliales mais aussi 
d’autres types cellulaires dans les différents organes respiratoires. Une transmission par contact 
a également été observée : en effet, 3 des 8 porcs contact étaient positifs pour le virus à partir 
de 5 jours après mise en contact et ont séroconverti (190).  
Ces infections expérimentales menées chez le porc montrent qu’IDV possède une capacité 
faible pour induire des signes cliniques à lui seul chez cette espèce. Il est cependant possible 
qu’il soit associé au complexe respiratoire porcin, comme cela a été observé avec les BPI 
bovines. 
 
c) Modèle cobaye 
Dans une troisième étude, le modèle cobaye a été utilisé pour différentes raisons : ce modèle 
est une alternative pour étudier la pathogénicité des IAV et IBV ainsi que leur transmission. Par 
ailleurs, les auteurs souhaitaient voir si IDV était capable de se répliquer dans les poumons, 
sachant que le modèle cobaye est un bon modèle de réplication pulmonaire pour les IAV.  
Dix cobayes EOPS ont donc été infectés avec la souche D/660 d’IDV et suivis pendant deux 
semaines. Contrairement aux autres modèles animaux développés, cette souche appartient au 
clade D/660-like et non au D/OK-like. Des cobayes ont également été utilisés pour étudier la 
transmission directe et aéroportée du virus. Comme dans les précédentes études expérimentales, 
les animaux n’ont pas développé de signes cliniques suite à l’infection. Les auteurs ont 
néanmoins noté qu’IDV était excrété jusqu’à 7 jpi, avec un pic de réplication à 3 jours. Les 





basses, avec des titres viraux maximaux dans les poumons (8 log10 TCID50/ml). Des lésions 
inflammatoires légères ont été observées au niveau de la trachée, mais pas dans les organes des 
voies respiratoires supérieures. Les lésions les plus importantes ont été retrouvées dans les 
poumons, en corrélation avec la réplication virale. Les poumons présentaient entre autres des 
signes de bronchopneumonies avec des hémorragies, des congestions, une consolidation 
pulmonaire et une atteinte des alvéoles pulmonaires. Cette étude a également montré qu’IDV 
pouvait être transmis par contact direct entre les animaux puisque les 3 cobayes en contact 
étaient positifs pour le virus et ont séroconverti. Cependant, aucune détection de transmission 
du virus par voie aéroportée n’a été mise en évidence (278). 
Les auteurs de cette étude concluent donc que le cobaye est une bonne alternative de modèle 
« petit animal » pour étudier la pathogénicité d’IDV et son mode de transmission, bien qu’il n’y 
a pas de reproduction de signes cliniques comme observés sur le terrain. 
 
d) Modèle veau 
Deux modèles d’infections expérimentales ont été développés chez le veau, qui est à ce jour 
considéré comme l’hôte principal du virus. L’objectif de ces études était de déterminer la 
pathogénicité (tropisme, réponse immunitaire, transmission) du virus tout en essayant de 
reproduire les signes cliniques observés sur le terrain. Des différences notables sont observées 
entre les deux expériences et indiquées dans le tableau 9, qui résume et compare les deux 
études. L’étude de Ferguson et al., publiée en 2016, s’est focalisée sur la pathogénicité et la 
transmission par contact direct d’IDV tandis que l’étude menée au sein de l’équipe de virologie 
de l’UMR 1225 INRA/ENVT, publiée en 2019, a analysé la réponse immunitaire et la 
transmission par voie aéroportée. 
La première différence entre les deux études se situe au niveau de la conception de l’expérience 
(nombre et âge des animaux, souche virale, voie d’inoculation).   
Dans l’étude américaine, trois veaux ont été inoculés avec la souche D/46N par voie intranasale 
à l’aide d’un instillateur nasal et les trois veaux contrôles ont été inoculés de la même façon 
avec du PBS. Afin d’éviter la présence d’anticorps maternels contenus dans le colostrum, les 
veaux ont été gardés jusqu’à ce qu’ils soient séronégatifs à 4 mois. Dans le cas de l’étude 
française, un nombre plus important de veaux a été utilisé. Ceux-ci ont été privés de colostrum 





Tableau 9. Comparaisons des deux infections expérimentales d’IDV sur le modèle veau. 
 
Ferguson et al. (279) Salem et al. (281) 
race veaux laitiers veaux Normand et Holstein 
âge 4 mois (prise de colostrum) 
2-6 semaines (dépourvu de 
colostrum) 
nombre animaux 
9  (3 non infectés, 3 infectés, 3 
contact) 
16 (5 non infectés, 8 infectés, 3 
sentinelles) 
sérologie IDV avant infection négative négative pour 12/14  





dose 107 TCID50/10mL 107 TCID50/10mL 
voie d'inoculation intranasale (cathéter) nébulisation (masque) 
examen clinique 
2 fois/jour 
(calcul score clinique) 
2 fois/jour 
(calcul score clinique) 
signes cliniques observés 
signes cliniques légers 
- 2/3 veaux infectés 
- 3/3 veaux contact 
signes cliniques légers à modérés 
- 2/5 veaux infectés légers et 3/5 
veaux modérés 
- 1/3 veaux sentinelles 
durée signes cliniques entre 1 et 5 jours entre 2 et 6 jours avec pic à j8 
lésions macroscopiques  inflammation de la trachée 
rhinite subaiguë, atélectasie 
poumons (j3), pleuropneumonie  
et bronchopneumonie (j22-j23) 
technique détection virus RT-PCRq, TCID50, IHC RT-PCRq 
durée excrétion 
j1 à j9 (infectés) 
j6 à j9 (contact) 
8,1 +/- 1,9 jours (infectés et 
sentinelles) 
pic de réplication 4 jpi 4 jpi (écouvillons nasaux) 
jours d'autopsie j4 et j6 j8 et j22-23 
organes positifs pour IDV 
j4 : cornets nasaux, trachée, 
bronches (RT-PCRq, TCID50, 
IHC), 
 lobe médial droit poumons (RT-
PCRq, TCID50)  
j6 : cornets nasaux (RT-PCRq) 
j8 : muqueuse nasal, trachée, 
poumons (lobe crânial et caudal),  
nœuds lymphatiques, amygdale 
j22-23 : négatifs 
mode de transmission par contact direct par aérosols 
efficacité transmission 3/3 par contact direct 
1/3 par aérosols et 2/3 contact 
direct 
séroconversion 
IHA : à partir de j6 (infectés) et j9 
(contact) 
titres maximaux : 1:640 (infectés) 
et 1:320 (contact 
IHA : à partir de j7 (infectés) et 
j11 (sentinelles) 
titres maximaux : 1:160 (infectés) 
et 1:40 (sentinelle) 
ELISA IgG1: à partir de j22-23 
(infectés) 
réponse immunitaire non analysée 
analysée par transcriptomique, 
protéomique  





Huit veaux ont été directement infectés par la souche D/5920 par inhalation d’aérosols via un 
masque et cinq veaux contrôles ont quant à eux reçu du milieu de culture cellulaire (Opti-
MEM™) (dans lequel le virus a été cultivé).  
Le suivi clinique des animaux a été réalisé deux fois par jour pendant 21 jours dans les deux 
études. Dans l’expérience de Ferguson et al., les veaux infectés et contact ont présenté des 
signes cliniques légers entre 2 et 5 jpi, excepté un veau infecté qui est resté asymptomatique 
durant toute l’expérience. Les principaux signes cliniques observés étaient : une toux sèche, du 
jetage nasal et oculaire, de l’abattement et des difficultés respiratoires. Certains veaux de l’étude 
de Salem et al. ont exhibé des signes cliniques légers, comme de la toux ou de la tachypnée. 
Les autres ont présenté des signes cliniques modérés comme une toux répétée, une dyspnée, 
avec une augmentation de la fréquence respiratoire et des bruits pulmonaires amplifiés à 
l’auscultation.  
La réplication d’IDV dans les études semble similaire dans les voies respiratoires hautes. Une 
durée d’excrétion similaire de 8-10 jpi avec a été observé dans les deux études. Le pic de 
réplication virale a été détectée à 4 jpi dans les écouvillons nasaux, avec 8,8 log10 copies 
d’ARN/ml pour l’étude de Salem et al., et 7,7 log10 copies d’ARN/ml pour celle de Ferguson et 
al. Toutefois, des différences de tropisme ont été remarquées en analysant les organes par RT-
PCRq. Dans l’étude de Salem et al., des nécropsies ont été effectuées au moment du pic de 
signes cliniques, à 8 jpi ainsi qu’à la fin de l’étude (j22-23). Les organes respiratoires haut 
(muqueuse nasale), moyen (trachée) et bas (poumons) étaient positifs pour IDV, avec des titres 
viraux entre 3,8 et 5,6 log10 copies d’ARN/30mg de tissus, ainsi que dans les nœuds 
lymphatiques trachéaux et médiastinaux. La présence d’IDV dans les poumons a été confirmée 
par immunohistochimie (IHC), puisque le virus a été détecté dans le noyau et le cytoplasme de 
l’épithélium bronchiolaire. Des lésions typiques d’une rhinite et d’une pneumonie interstitielle 
subaiguë ont été décrites au niveau de la muqueuse nasale et du lobe crânial du poumon droit, 
corrélant avec la réplication virale.  
Ferguson et al. ont réalisé des nécropsies à 4 et 6 jpi puis ont analysé le tropisme respiratoire 
d’IDV par RT-PCRq et TCID50. Le virus a été détecté dans les cornets nasaux, la trachée, les 
bronches et le lobe moyen du poumon droit par ces deux techniques, avec des titres entre 4,7 à 
7,3 log10 copies d’ARN/mg de tissu. Les auteurs ont également confirmé la présence d’IDV par 
IHC dans tous les organes respiratoires sauf le poumon.  L’observation des lésions 
macroscopiques et microscopiques corrèle avec la réplication virale : une inflammation de la 





Enfin, les deux études ont étudié des mécanismes de transmission différents. Ferguson et al. ont 
étudié la transmission par contact direct : trois veaux naïfs ont été mis en présence des veaux 
infectés 24 heures après leur infection. IDV s’est transmis efficacement : les trois veaux ont 
séroconverti et le virus a été détecté dans les écouvillons nasaux à partir de 6 jours et jusqu’à 9 
jpi, avec des titres viraux entre 5,6 et 7,4 log10 copies d’ARN. Dans l’étude de Salem et al., trois 
veaux naïfs sentinelles ont été placés dans un second enclos situé à 3 mètres de l’enclos infecté, 
afin de mesurer la transmission d’IDV par les aérosols.  De plus, des prélèvements d’air par des 
biocollecteurs ont été réalisés pour voir si IDV était présent. Le virus a été détecté dans les 
écouvillons nasaux à partir de 11 jpi, 16 jpi et 21 jpi chez les trois veaux sentinelles, 
respectivement, et dans les différents tissus à 22 jpi (muqueuse nasale, trachée, poumons, nœuds 
lymphatiques, bulbe olfactif et amygdales). La présence d’IDV dans les prélèvements d’air a 
corroboré la transmission aéroportée : il a été détecté dans l’enclos des veaux infectés puis dans 
la zone intermédiaire et enfin dans la zone des veaux sentinelles, à partir de 9 jpi. Il semble 
qu’un des veaux sentinelles ait été contaminé par IDV via les aérosols, et qu’il ait ensuite 






H. Comparaison des quatre genres de virus influenza 
 
Tableau 10. Tableau synthétique comparant les quatre genres de virus influenza. 
 IAV IBV ICV IDV 
Découverte 
(année) 
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Circulation Mondiale Mondiale Mondiale Mondiale 
Pouvoir 
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II. Hypothèses et objectifs 
A. Spectre d’hôte et circulation du virus. 
Un nouveau genre de virus influenza, le virus influenza D (IDV) a été détecté en premier lieu 
chez un porc malade aux Etats-Unis en 2011.  Suite à cette découverte et afin de pouvoir 
poursuivre les études sur IDV, des outils de diagnostic ont été développés : la technique de RT-
PCRq pour détecter le virus (amorces, chimie, programme) ; les techniques d’inhibition de 
l’hémagglutination (IHA) et de séroneutralisation pour détecter les anticorps anti-IDV ; et les 
techniques de cultures virales et d’isolement pour réaliser des études de phylogénie ou de 
pathogénicité en utilisant les isolats lors d’infections expérimentales (14, 110, 311).   
Grâce à ces outils, différentes études ont montré que le virus circule à l’échelle mondiale : en 
effet, IDV a été détecté à chaque fois qu’il a été recherché dans différents pays (102). En 
Europe, IDV a été détecté chez des bovins et des porcs en Italie (180, 186), ainsi que chez des 
bovins de la région Bourgogne-Franche-Comté en France (110). Les analyses virologiques ont 
révélé qu’IDV évolue rapidement grâce aux mécanismes de réassortiment et de dérive 
génétique. En effet, il a été montré qu’il existe trois clades (D/OK-like, D/660-like et D/Japan-
like) distincts génétiquement et antigéniquement. Des études phylogéniques ont également mis 
en évidence la présence de réassortants entre les souches des clades D/OK-like et D/660-like 
(113, 114). Dans ces études, il a été montré que plusieurs espèces domestiques sont sensibles 
ou réceptives à IDV comme les bovins, petits ruminants, porcs et équidés. À ce jour, les bovins 
sont considérés comme l’hôte principal du virus. De fortes séroprévalences ont également été 
observées chez les camélidés (102, 143). Des analyses sérologiques sur des sérums d’archives 
ont enfin révélé de fortes séroprévalences chez des prélèvements de bovins de 2003 (139–141). 
L’ensemble de ces données a donc conduit à plusieurs hypothèses :  
Hypothèse 1 : les études de séroprévalence et viroprévalence ont montré qu’IDV est présent 
dans une région française et en Italie. Il est possible que le virus circule plus largement en 
France, c’est-à-dire dans différentes régions, mais aussi en Europe, chez différentes espèces 
domestiques. 
Hypothèse 2 : IDV a été seulement identifié en 2011 chez le porc. Une étude sérologique, sur 
des sérums de bovins datant de 1977 à 2014 a révélé que la première détection d’anticorps anti-
IDV était observée en 2003.  Deux autres études ont montré de fortes séroprévalences en 2003 





domestiques, sans avoir été détecté. Une autre hypothèse serait qu’il aurait émergé dans un 
premier temps dans les espèces de la faune sauvage puis se serait ensuite propagé dans les 
espèces domestiques. 
L’objectif ici est de déterminer le spectre hôte et l’étendue géographique du virus. Pour 
atteindre cet objectif, les études ont été divisées en plusieurs parties : 
 
1. Spectre hôte et circulation d’IDV en France 
Cette étude a été divisée en deux sous-parties : (i) l’évaluation de l’importance du virus et des 
espèces domestiques touchées sur le territoire français grâce à une analyse sérologique à large 
échelle (Partie III.A.1), (ii) une étude virologique pour confirmer la circulation chez les bovins 
et étudier la diversité génétique du virus en France (Partie III.B.1). Ces études ont été possibles 
grâce aux collaborations avec les laboratoires départementaux d’analyses français ainsi que la 
clinique bovine de l’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse (ENVT). Des sérums de bovins 
et de petits ruminants de plusieurs régions ont été analysés grâce à la technique IHA afin 
d’évaluer la présence d’anticorps dirigés contre du virus. Des prélèvements respiratoires de 
bovins français de 2018 ont été analysés par RT-PCRq : les échantillons positifs pour IDV ont 
été sélectionnés pour isolement et séquençage de génome complet. Des analyses de phylogénie 
ont été réalisées pour comprendre la diversité génétique des souches circulant chez les bovins 
en 2018.   
 
2. Spectre hôte d’IDV au Luxembourg 
Le « Luxembourg Institute of Health » a initié une collaboration afin de réaliser la première 
étude sur la présence du virus au Luxembourg. Des sérums de bovins et de porcs provenant de 
différents élevages sur le territoire ont été analysés par la technique IHA, afin de déterminer si 
IDV circule dans le pays. 
 
3. Spectre hôte d’IDV chez les petits carnivores 
Dans le cadre du projet financé par l’ANR pour l’étude d’IDV en France, des sérums de petits 
carnivores domestiques (chiens et chats) ont été analysés, en collaboration avec l’Ecole 





4. Spectre hôte d’IDV chez la faune sauvage 
Afin de répondre à l’hypothèse 2, différentes populations animales (camélidés, cervidés, 
espèces de la faune captive, hérissons) ont été testées via une analyse sérologique pour voir si 
elles pourraient d’être infectées par IDV. Cette étude a été possible grâce à des collaborations 
avec : la clinique Faune Sauvage de l’ENVT, le zoo « African safari » et la réserve zoologique 
de la Haute-Touche, l’Institut Leibniz pour la recherche sur la faune sauvage et de zoo ainsi que 
les Universités de Liège et de Hong Kong. Une étude virologique a également été menée chez 
le hérisson, en collaboration avec la clinique Faune Sauvage de l’ENVT (Partie III.B.2). 
 
 
B. Développement d’un modèle animal pour étudier le pouvoir 
pathogène 
IDV a été détecté dans de nombreuses espèces domestiques. La première détection du virus a 
été réalisée chez une cohorte de porcs présentant des signes cliniques respiratoires 
caractéristiques des infections par un virus influenza (14). Chez le bovin, il a été montré que le 
virus était souvent détecté dans des échantillons d’animaux atteints de bronchopneumonies 
infectieuses (110, 141). Des études de métagénomique comparant le virome de bovins sains par 
rapport à des bovins atteints de BPI ont de plus révélé qu’IDV était statiquement associé la 
présence de signes cliniques (197, 198, 302). 
Par ailleurs, dans les différentes études virologiques, les analyses ont été réalisées sur des 
prélèvements respiratoires des voies hautes (écouvillons nasaux) et des voies basses (fragments 
de poumons et lavages bronchoalvéolaires). Les études menées chez le porc ont montré que le 
virus était plutôt détecté dans les voies respiratoires hautes chez le porc, tandis que les bovins, 
il était détecté dans les voies hautes et basses (110, 184, 186).  
Enfin, les différentes analyses sérologiques ont montré que les bovins, mais aussi les autres 
espèces sensibles, développaient des anticorps anti-IDV avec des titres plus ou moins 
importants selon l’espèce (142, 279). 
En parallèle de ces travaux de thèse, une équipe de l’Université du Mississippi a réussi à 
séquencer plus de 30 génomes à partir de prélèvements de bovins. Les analyses ont révélé la 
présence de plusieurs génotypes circulants aux Etats-Unis et dans le monde, qui présentent des 





Hypothèse 1 : l’ensemble des études de terrain suggère que : (i) IDV induit des signes 
cliniques, (ii) IDV possède un tropisme respiratoire, et (iii) l’infection induit une réponse 
humorale importante.  
Hypothèse 2 : les différentes associations de gènes entre les souches d’IDV pourrait influencer 
la pathogénicité (signes cliniques, réplication virale) de celles-ci chez les différentes espèces 
sensibles. 
Objectif : Afin d’obtenir une meilleure compréhension de la pathogénicité d’IDV, le 
développement de modèles expérimentaux in vivo sont nécessaires. Au début du projet, des 
modèles d’infections expérimentales avaient déjà été développés, et présentaient tous des 
avantages mais aussi des inconvénients. L’objectif a été ici de développer un modèle murin 
pertinent pour faciliter les études de pathogénicité d’IDV in vivo.  Afin de vérifier la seconde 
hypothèse, différentes souches d’IDV (génétiquement différentes les unes des autres) ont été 




















Dans cette deuxième partie du manuscrit, les résultats obtenus lors de ces travaux de thèse vont 
être présentés. Les résultats s’articulent autour de trois grandes sous-parties.  La première sous-
partie s’intéresse à l’évaluation du spectre d’hôtes du virus dans différents pays. Les résultats 
présentés ici ont été obtenus par des analyses sérologiques, que nous avons pu réaliser grâce à 
des collaborations déjà présentes au sein de l’équipe mais aussi grâce à l’initiation de nouvelles 
collaborations. Deux études, en France et au Luxembourg, ont été publiées dans des revues 
scientifiques (Viruses et Emerging Infectious Diseases respectivement) et sont donc présentées 
sous forme d’articles en anglais. La seconde sous-partie est une étude virologique en France, 
complémentaire de notre étude sérologique. Ici, nous souhaitions confirmer la circulation du 
virus et surtout, étudier la diversité génétique du virus en France. Ici encore, cette étude a été 
permise grâce à la collaboration avec des laboratoires vétérinaires départementaux et les 
cliniques vétérinaires de l’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse. Enfin, dans une troisième 
sous-partie, nous nous sommes intéressés au développement d’un modèle murin d’infection 
expérimentale afin d’étudier la pathogénicité d’IDV in vivo. Nous avons également mené une 
étude comparative de la pathogénicité de différentes souche d’IDV, grâce à une collaboration 
avec une équipe américaine basée au Mississippi. L’étude sur le développement du modèle 
murin a été soumise à une revue scientifique (Journal of Virology), tandis que la seconde étude 
sera soumise prochainement dans un article plus large sur IDV. 
Durant ce projet de thèse, nous avons également eu l’opportunité de travailler avec l’équipe de 
Rob Ruigrok de l’Institut de Biologie Structurale (IBS) de Grenoble sur un projet secondaire. 
Ce projet s’est intéressé à la structure de la nucléoprotéine (NP) du virus influenza D et plus 
spécialement les séquences de localisation nucléaire de cette protéine. Pour notre collaboration, 
nous avons donc créé des plasmides exprimant une NP sauvage ou mutée afin d’analyser sa 
localisation dans des études in vitro. Cette partie étant relativement éloignée du projet de thèse 
initial, elle n’a donc pas été inclue dans les résultats.  Les résultats ont été l’objet d’un article 
scientifique publié, présenté dans l’Annexe I de ce manuscrit. 
« The structure of the nucleoprotein of Influenza D shows that all Orthomyxoviridae 
nucleoproteins have a similar NPCORE, with or without a NPTAIL for nuclear transport». 
Donchet A, Oliva J, Labaronne A, Tengo L, Miloudi M, C A Gerard F, Mas C, Schoehn G, W 






A. Sérosurveillance d’IDV 
Après la découverte d’IDV chez un porc en 2011 aux Etats-Unis, le virus a été détecté sur 
quasiment tous les continents. Des études virologiques et/ou sérologiques ont été menées pour 
déterminer le spectre d’hôte du virus et ont montré qu’IDV infecte plusieurs espèces 
domestiques. IDV circule majoritairement chez les bovins, avec des séroprévalences allant de 
0 à 95% selon les études (102). Le porc est également une espèce réceptive, avec toutefois des  
séroprévalences plus faibles que celles observées chez les bovins (0 à 33%) (183, 186). En 
Europe, IDV a été détecté chez des cohortes porcines du Nord de l’Italie, avec 2,3% de 
prélèvements positifs sur 845.  Par ailleurs, la séroprévalence a augmenté d’année en année 
(0,6% en 2009 et 11,7% en 2015) suggérant qu’IDV s’est propagé dans la région Nord de l’Italie 
(186). Deux études suggèrent que les petits ruminants sont également réceptifs à l’infection 
(143, 188) ainsi que les chevaux (177). 
Les objectifs ici étaient de déterminer le spectre d’hôte d’IDV et la prévalence du virus dans les 
différentes cohortes animales. Cette partie est divisée en quatre études : (i) l’évaluation de la 
circulation d’IDV chez les bovins et les petits ruminants en France ; (ii) l’évaluation de la 
présence d’anticorps anti-IDV chez les bovins et les porcs au Luxembourg ; (iii) l’évaluation 
de la présence d’anticorps anti-IDV et anti-ICV chez les petits carnivores en France ; et (iv) 
l’évaluation de présence d’anticorps anti-IDV et anti-ICV chez la faune sauvage et captive. 
Partie 1 : évaluation de la circulation d’IDV en France chez les bovins et les petits ruminants. 
En 2015, une étude a mis en évidence la présence d’IDV chez des bovins en France (région 
Bourgogne-Franche-Comté) : le virus a été détecté dans  6 des 134 échantillons respiratoires 
(4,5%) analysés par RT-PCRq, et deux génomes complets ont été obtenus (D/France/5920 et 
D/France/2986) (110). Nous nous sommes alors posé la question de l’importance de la 
circulation du virus à l’échelle nationale chez les espèces domestiques touchées. Afin de 
répondre à cette question, des sérums de bovins (n=3318), d’ovins (n=1430) et de caprins 
(n=625), provenant de cinq régions (Occitanie, Bretagne, Bourgogne-Franche-Comté, Hauts-
de-France et Pays de la Loire) ont été analysés grâce à la technique d’inhibition de 
l’hémagglutination (IHA) en utilisant comme antigène la souche D/bovine/France/5920/2014 








Partie 2 : évaluation de la présence d’IDV chez les bovins et les porcs au Luxembourg. 
En 2016, une équipe du « Luxembourg Institute of Health » a initié une collaboration avec notre 
équipe (équipe de virologie de l’UMR 1225 INRA/ENVT), afin de mener une étude sur la 
présence d’IDV chez le bovin en Europe, et plus précisément au Luxembourg. Jusqu’alors, 
deux études italiennes et une étude française avaient mis en évidence la présence d’IDV chez 
le porc et le bovin, respectivement (110, 180, 186). Grâce à cette collaboration, 450 sérums de 
bovins, provenant de 44 élevages luxembourgeois différents (en moyenne 10 sérums/élevage) 
prélevés en 2016 ont été analysés. Parmi ces sérums, 108 sérums provenaient d’élevages 
allaitants, 176 d’élevages laitiers et 166 d’origine inconnue. Dans cette étude, 258 sérums de 
porcs (27 élevages) datant de 2012, et 287 sérums de porcs (29 élevages) datant de 2014-2015 
ont également été analysés. La recherche d’anticorps a été menée par la technique IHA en 
utilisant comme antigène la souche D/France/5920. 
Partie 3 : évaluation de la présence d’IDV et d’ICV chez les petits carnivores. 
Après avoir montré qu’IDV semble circuler chez les ruminants et les porcs domestiques, nous 
nous sommes intéressés à la présence du virus chez les petits carnivores. Il a été observé que 
les IAV se transmettaient entre ces espèces et l’homme, dans le cas de contact étroit. Des études 
suggèrent qu’IDV pourrait infecter l’homme (139, 196) : nous avons donc émis l’hypothèse 
qu’IDV pourrait agir de manière similaire aux IAV.  Pour cela, 114 sérums de chiens et 47 
sérums de chats provenant de la clinique « animaux de compagnie » de l’Ecole Nationale 
Vétérinaire de Maisons-Alfort (ENVA) ont été analysés. La recherche d’anticorps anti-IDV a 
été réalisée par la technique IHA avec l’antigène D/France/5920. 
Partie 4 : évaluation de la présence d’IDV et d’ICV chez la faune sauvage et captive. 
Après avoir montré qu’IDV circule largement dans les populations domestiques, notamment 
les bovins en France et au Luxembourg, nous nous sommes ensuite intéressés à la présence 
d’IDV chez certaines espèces de la faune sauvage et captive. En effet, des études sérologiques 
ont montré des séroprévalences élevées (80%) chez les bovins à partir de 2003 (140, 141), année 
de la première détection d’anticorps anti-IDV également (139). De plus, IDV a été détecté 
seulement à partir de 2011 dans les populations animales domestiques. Il est donc possible 
qu’IDV ait émergé dans la faune sauvage sans être détecté, puis aurait ensuite été transmis aux 
espèces domestiques. Nous nous sommes intéressés aux cervidés en premier lieu car ces espèces 
sont fortement présentes en Europe. De plus, la probabilité que ces espèces entrent en contact 
avec des animaux infectés est relativement importante. L’analyse de sérums d’autres espèces 






Par ailleurs, lors de mon arrivée dans l’équipe de virologie de l’UMR 1225 INRA/ENVT, j’ai 
participé à la première étude sur la présence d’IDV en Afrique. Dans cette étude, des sérums de 
différentes espèces de ruminants domestiques et provenant de différents pays (Maroc, Togo, 
Bénin, Côte d’Ivoire, Kenya) ont été analysés. Nous avons montré qu’IDV semble circuler 
depuis au moins 2012 et que celle-ci tend à augmenter au cours du temps. La plus forte 
séroprévalence chez les bovins a été observé au Maroc (35%), et seuls les petits ruminants du 
Togo se sont avérés séropositifs. Ces données ont montré qu’IDV est présent en Afrique, avec 
une importance moindre comparée aux États-Unis et à l’Europe.  Le fait inédit dans cette étude 
a été l’analyse de sérums de camélidés du Kenya (n=293).  Ceux-ci ont présenté une 
séroprévalence de 99 et 100% pour IDV selon l’antigène utilisé (D /France/5920 ou 
D/bovine/Nebraska/9-5/2012 ou D/Nebraska). De plus, les titres en anticorps étaient plus élevés 
chez les camélidés (titres en IHA entre 20 et 640, GMT=150) que chez l’ensemble des cohortes 
de bovins testées pour IDV dans les différents pays africains (titres IHA entre 10-640, 
GMT=13-42). Ces camélidés étaient également séropositifs pour ICV, avec des titres en 
anticorps relativement élevés (94% de séropositifs ; titres en IHA entre 10 et 320, GMT=38), 
suggérant une possible protection croisée entre ICV et IDV. Cette étude a montré que les 
camélidés semblent être réceptifs à IDV et/ou à ICV (143). Une seconde étude a également 
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Abstract: Influenza D virus (IDV) has first been identified in 2011 in the USA and was shown to
mainly circulate in cattle. While IDV is associated with mild respiratory signs, its prevalence is still
unknown. In the present study we show that IDV has been circulating throughout France in cattle
and small ruminants, with 47.2% and 1.5% seropositivity, respectively. The high prevalence and
moderate pathogenicity of IDV in cattle suggest that it may play an initiating role in the bovine
respiratory disease complex.
Keywords: Influenza D virus; France; cattle; small ruminants; seroprevalence; epidemiology
1. Introduction
In 2011, a new influenza virus was isolated from pigs with influenza-like symptoms and shared
only 50% overall homology to human influenza C virus. This virus was considered as a new genus
and named thereafter influenza D virus (IDV) [1]. IDV circulates widely and has been detected in
America [2–4], Europe [5–8], Asia [9,10] and Africa [11]. Several studies demonstrated that IDV has a
large host range and a higher prevalence in cattle than in swine and other species, suggesting that
bovine could be a main host for IDV. The virus or its specific antibodies were also detected in horses [12],
small ruminants [13], camels [11] or feral swine [14]. However, the zoonotic potential of IDV is still
unclear. The circulation of IDV in Europe is not fully understood but data is available in Luxembourg
and Italy with small cohorts tested: 80% and 93% of the tested cattle sera were positive in Luxembourg
and Italy, respectively (n = 480 and 420 sera tested in each country) [8,15].
Viruses 2019, 11, 516; doi:10.3390/v11060516 www.mdpi.com/journal/viruses
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Here, we performed a large scale seroprevalence study of IDV in large and small domestic
ruminants at a country level. As we aimed to detect IDV antibodies with an individual prevalence
limit of 0.1% for cattle and 0.5% for small ruminants with 95% confidence, at least 3000 and 600 sera
were needed, respectively.
2. Materials and Methods
Five thousand three hundred and seventy-three animal sera (n = 33,181,430 and 625 sera coming
from n = 92, 45, and 13 herds for cattle, sheep and goat respectively, Table S1) were collected in official
veterinary laboratories and at the Veterinary School of Toulouse from five French regions. Most of these
sera were initially collected for infectious bovine rhinotracheitis monitoring. The sampling plan was
representative of the population taking into account the major cattle-rearing areas including Bretagne,
Pays de la Loire, Bourgogne-Franche-Comté, Hauts-de-France and Occitanie. In addition, sera from
Occitanie were retrieved from the Veterinary School of Toulouse large animal clinics (n = 509). No data
was available on history of respiratory diseases in the farms of each region. All the tested animals
were older than 1-year-of age and the detection of maternally derived antibodies can therefore be ruled
out. The type of sera, localization and years of collection are described in Table S1. Three controls
sera were used: an in-house polyclonal rabbit anti-IDV serum generated by inoculating rabbits with
D/Bovine/Nebraska/9-2/2012 subcutaneously (as described in [11]); IDV negative and positive French
cattle sera generated during an experimental infection [16]. All sera were treated with receptor
destroying enzyme (RDE, Seika) following the manufacturer’s instructions and hemadsorbed on
packed horse red blood cells. Hemagglutination Inhibition (HI) assays were performed as previously
described [16], with four hemagglutination units of D/bovine/France/5920/2014 and 1% horse red blood
cells. Samples with antibody titers ≥1:20 were considered positive. Statistical analyses were carried
out using Graph Pad Prism 5.0. A p value ≤0.05 was considered significant. A χ2 test was used to
compare IDV seroprevalences between species and between French provinces.
3. Results
Our serology results demonstrated that IDV circulates throughout the country, in all tested species
(Figure 1). We observed a higher seroprevalence in bovine (47.2%, mean geometric titers or GMT: 67)
than in small ruminants (1.5%, GMT 27 for ovine and 3.2%, GMT 31 for caprine), all regions combined
(p < 0.01). In addition, the small ruminants presented low antibody titers (from 1:20 to 1:160) as
compared to those observed in cattle (from 1:20 to 1:1280). We observed that sera from all years of
collecting (2014–2018 all regions included) were at least seropositive for one serum. We observed
differences of serological prevalence between French regions, ranging between 31–70% for bovine,
0–5.5% for ovine and 1.3–5.8% for caprine. These differences were only significant for cattle (p < 0.01,
χ2 test). For bovine, the highest seroprevalence was observed in Pays de la Loire, and the lowest in
Hauts-de-France. The highest seroprevalence for goat and sheep were in Bretagne and Hauts-de-France
regions, respectively.
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Figure 1. Seroprevalence of influenza D virus in cattle, ovine and caprine from different regions in 
France. These sera were collected between 2014 and 2018. Selected regions are in black, with their 
name indicated on the map. Seroprevalence in cattle is indicated in bold font. Bv: bovine; Sh: sheep; 
Gt: goat. 
4. Discussion 
Our results confirm that if French ovine and caprine are susceptible to IDV, as previously shown 
in the USA, China and Togo [9,13,16], bovines are the main host for IDV, as previously observed in 
Luxembourg or in the United States [1,5,8]. Whether virological factors (differences in susceptibility 
of small and large ruminants to IDV) and/or epidemiological factors (breeding systems, decreasing 
number of mixed breeding farms in France with time, etc.) are responsible for the differences in 
prevalence is still not known and further studies are needed to understand the mechanism. Further 
epidemiological and serological studies including a higher number of mixed breeding farms will also 
be required to understand the potential transmission of IDV between ruminant species. 
We also observed differences of seroprevalence between regions only for cattle. This may be 
partly explained by the breeding systems with high numbers of fattening units of young bulls or veal 
calves in Pays de la Loire (highest seroprevalence of 70% with GMT of 86) inducing more exchanges 
and introductions of young animals between farms from several origins. In contrast, regions such as 
Hauts-de-France (lowest seroprevalence of 31% with GMT of 45) consist mainly of classical breeding 
dairy or beef farms. In addition, the seroprevalence reported in Luxembourgish cattle (76%–88%) was 
higher than the seroprevalence observed in France (31%–70%) [8]. Differences in breeding systems 
and in number of animals per farm may account for the different seroprevalences observed between 
the two countries. 
We previously showed that IDV was detected in France in 2011 [7]. The high seroprevalence we 
found between 2014 and 2018 either suggests that once IDV is introduced, it seems to spread very 
efficiently throughout the country, or that the virus may have emerged well before 2011 in France. 
Archive sera should be screened to figure out when the virus may have really emerged in the country. 
Finally, the high seroprevalence of IDV in French cattle, suggesting that most animals seem to 
have been infected by IDV without the farmers noticing it, and the low frequency of IDV detection in 
Figure 1. Seroprevalence of influenza D virus in cattle, ovine and caprine from different regions in
France. These sera were collected between 2014 and 2018. Selected regions are in black, with their name
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Luxembourg or in the United Stat s [1,5,8]. Whether virological factors (difference in susceptibility of
small and large rumi ants to IDV) and/or epid miological f ctors (breeding systems, decreasing number
of mixed breeding farms in France with time, etc.) a e resp nsible for the differe ces i prevalence is
still not known and f rther s udies are needed to understand the mechanism. Further pidemiological
and serol gical studi s including a higher number of mixed bre ding farms will also be r quir d to
understand the potential tra smission of IDV b twe n ruminant species.
We also observed differences of seroprevalence between regi ns only for cattle. This may be
partly explained by the breeding systems with high umbers of fatt ing units of young bulls or veal
calves in Pays de la Loire (highest seropreval nce of 70% ith GMT of 86) inducing more exch nges
and introductions of young animals between farms fro several origins. In contrast, regions such as
Haut -de-France (lowest seropr val nce of 31% with GMT of 45) consist mainly of classical breeding
dairy o beef farms. In addition, the seroprevalence reported in Luxembourgish cattle (76%–88%) w
higher than the seropr valence observed in France (31%–70%) [8]. Differences in breeding systems a d
in number of nimals per farm may account for the differ nt seroprevalence observed between the
two countries.
We previously showed that IDV was detected in France in 2011 [7]. The high seroprevalence we
found between 2014 and 2018 either suggests that once IDV is introduced, it seems to spread very
efficiently thr ghout the coun ry, or that th virus may have emerged w ll before 2011 in Franc .
Archive sera should be screened to figure out when the virus may have really emerged in the count .
Finally, the high seroprevalence of IDV in F ench cattle, sugg sting that most animals seem to
have been infected by IDV without the farmers noticing t, and the low frequency of IDV detection in
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lungs of calves with severe respiratory disease [7] suggest a moderate respiratory pathogenicity of
IDV. This is coherent with the recent results of limited pathogenicity of IDV in calves by experimental
infections [16,17]. On the other hand, the high seroprevalence of IDV in adults may explain a partial
clinical protection of calves in the first weeks of life by the maternally derived antibodies. The role
of IDV in bovine respiratory disease is still unclear, but current data indicate that IDV may act as an
initiating pathogen as suggested for bovine parainfluenza virus type 3 (BPI-3) and bovine coronavirus
(BCoV), both highly prevalent in Europe and inducing only mild clinical signs by experimental
infections. IDV, BCoV and BPI-3 were mainly detected in association with other respiratory pathogens
during bronchopneumonia in calves. Studies using next generation sequencing showed that IDV was
more frequently detected in cattle with respiratory signs than in healthy animals [18,19]. It has also
become clear that many respiratory bovine pathogens (including IDV) with high prevalence are more
frequently detected together than by themselves [7]. Regular and global viro- and sero-surveillance,
combined with epidemiological studies, are thus warranted to better understand the influenza D virus
epidemiology and its role in bovine respiratory disease. In addition, co-infection studies should be
performed to understand mechanisms behind pathogens interactions (synergies and antagonisms) in
relation to the host immune response and disease severity.
Supplementary Materials: The following are available online at http://www.mdpi.com/1999-4915/11/6/516/s1,
Table S1. Information available on sera tested, by region and by species.
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We detected antibodies against influenza D in 80.2% of the 
cattle sampled in Luxembourg in 2016, suggesting wide-
spread virus circulation throughout the country. In swine, 
seroprevalence of influenza D was low but increased from 
0% to 5.9% from 2012 to 2014–2015.
Influenza D virus (IDV), a new orthomyxovirus distantly re-lated to influenza C virus, was described in pigs with respi-
ratory symptoms in 2011 (1). Although mild symptoms only 
were reported in experimental pig and calf infections, the vi-
rus has been implicated in bovine respiratory disease complex 
(1–3). Cattle are currently considered the main host of the 
virus, but other livestock species are also susceptible (4). In 
Europe, IDV circulation has been reported in France (5), Italy 
(6,7), and Ireland (8). Recent serosurveys in Italy showed ex-
tremely high seroprevalence rates in cattle (92.4% seroposi-
tive) (9) and a low but increasing seroprevalence in swine, 
from 0.6% in 2009 to 11.7% in 2015 (7). We investigated the 
presence of IDV in cattle and swine farms in Luxembourg.
In 2016, we collected serum samples from 450 
asymptomatic cattle from 44 farms throughout Lux-
embourg (Figure, panel A; online Technical Appen-
dix, https://wwwnc.cdc.gov/EID/article/24/7/17-1937-
Techapp1.pdf). We screened the samples for IDV 
antibodies by using hemagglutination inhibition (HI) 
assays. We also screened serum samples collected from 
pigs at 2 slaughterhouses in 2012 (n = 258, 27 farms) 
and 2014–2015 (n = 287, 29 farms). Because HI titers 
as low as 20 were measured in farms with demonstrated 
influenza D circulation (7), we considered HI titers >20 
positive. In addition, we screened nasal swab specimens 
from asymptomatic pigs sampled at slaughter in 2009 (n 
= 232, 56 farms) and 2014–2015 (n = 427, 36 farms) by 
real-time reverse transcription PCR (1). No cattle sam-
ples were available for molecular screening.
We found an overall seroprevalence of 80.2% in cattle 
(361/450; HI titer range 20–1,280) (online Technical Ap-
pendix Figure); 97.7% of herds (43/44) had >1 seropositive 
animal. Average within-farm seroprevalence was 83.0% 
(range 20%–100%; Figure, panel A). These results suggest-
ed that IDV affects most animals in nearly all farms (Figure, 
panel A). All animals were much older than 6 months (av-
erage 70.5 mo, range 23–209 mo), so it is unlikely that the 
antibodies were maternally derived (10). The median age 
of seropositive animals (61 months) was significantly high-
er than the median age of seronegative animals (41 months; 
p<0.001). Seroprevalence was higher in beef cattle (88.0%, 
95/108) than in dairy cattle (75.6%, 133/176; meat or dairy 
production type was not known for 166 animals), but beef 
cattle were also on average older than dairy cattle. A binary 
logistic regression model including herd as a random effect 
and age and production type as fixed effects revealed that 
only age substantially affected IDV seropositivity. 
Most of the cattle investigated were born in Luxem-
bourg (90%, 405/450), but IDV antibodies were found re-
gardless of country of birth (others were born in Germany, 
France, Belgium, and Italy). This information demonstrates 
that our results cannot be explained by importation of sero-
positive animals alone and that IDV transmission takes place 
in Luxembourg. Within-herd seroprevalence of cattle herds 
was similar for herds located near the borders as well as those 
further inland, suggesting that the virus could also spread to 
and from the neighboring countries (Belgium, France, and 
Germany), for example, through cross-border grazing.
In Luxembourg, IDV seroprevalence was low in swine 
compared with cattle but has increased during recent years 
(0% in 2012 to 5.9% [17/287] in 2014–2015), as it has in 
Italy (7). We detected seropositive animals in 6/29 (20.7%) 
swine herds (Figure, panel B). The low virus prevalence 
from nasal swabs (0% in 2009, 0.7% [3/427] in 2014–2015) 
and the low viral RNA concentration (9.7–94.5 copies/μL) 
were not conducive to amplification of genetic material 
for sequencing. The low levels of virus circulation in pigs 
shown by seroprevalence data, the absence of symptoms at 
the time of sampling (3), and the short shedding period under 
experimental infection (1) probably contributed to the low 
detection rates observed in swine nasal swab samples. The 
IDV RNA–positive nasal swab samples originated from 2 
different herds, 1 of which was also seropositive (9/10 pigs 
with HI titer >20; no samples were available from the second 
herd). Although we collected all 3 PCR-positive samples on 
the same day at the same slaughterhouse, it is unlikely that 
the pigs were infected during their short stay there.
Taken together, our results suggested that IDV circu-
lates widely throughout cattle farms in Luxembourg and 
can be considered hyperenzootic in the country. Once 
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introduced into a herd, IDV seems to spread very efficient-
ly, given the high within-farm seroprevalence rates. In light 
of cross-border trade and grazing, the region beyond Lux-
embourg’s borders may be also hyperenzootic for IDV. Al-
though IDV mainly affects cattle, we detected IDV antibod-
ies in pigs and an increased seroprevalence in pig herds. We 
are planning systematic serologic and virologic screenings 
along with epidemiologic surveys to investigate the genetic 
diversity of IDV strains in Luxembourg, to evaluate the ef-
fect of IDV infection on cattle and pig health and productiv-
ity, and to study IDV interaction with other pathogens.
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Figure. Within-farm 
seroprevalence range in A) 
cattle herds (n = 44) sampled 
in 2016 and B) swine herds 
sampled in 2012 (n = 10, 
triangles), 2014–2015 (n = 
12, squares) or both (n = 17, 
circles), Luxembourg.  
A color version of this figure 
is available online (https://
wwwnc.cdc.gov/EID/
article/24/7/17-1937-F1.htm).
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Influenza D Virus Circulation in Cattle and 
Swine, Luxembourg, 2012–2016 
Technical Appendix 
Materials and Methods 
Sampling Design and Sample Collection 
The 2012 annual census performed by the National Institute of Statistics and Economic 
Studies of the Grand Duchy of Luxembourg indicated there were 1,218 farms rearing >20 cattle 
and 86 farms rearing >20 swine in the country. Our study included cattle serum samples (n = 
450) from 44 herds collected in 2016 in the framework of infectious bovine rhinotracheitis 
serologic monitoring. On average, we screened 10.2 animals (range 9–20)/herd for the presence 
of influenza D antibodies. No information regarding past respiratory disease in the farms was 
available. 
For pigs, we screened an average of 9.6 serum samples (range 1–19/herd, total = 258) 
from 27 pig farms sampled in 2012. In the 2014–2015 cohort, we collected an average of 9.9 
serum samples/herd (range 9–10/herd, total = 287) from 29 pig farms. We collected all pig 
samples at the time of slaughter and, as with the cattle, no information regarding past respiratory 
disease in the herd was available. 
Given the paucity of between- and within-herd seroprevalence data at the time of study 
design (1–3), and the complete lack of information from Europe, we arbitrarily and 
conservatively set values of between-herd seroprevalence to 10% and within-herd seroprevalence 
to 30%. According to the formula of Cannon and Roe (1982; cited in (1)), screening 10 
animals/herd was sufficient to find >1 seropositive animal in a seropositive herd if the within-
herd seroprevalence is ≥30%, irrespective of herd size (assuming a 90% test sensitivity and a 
desired certainty of detecting past infection in an infected herd of 95%). Similarly, sampling 
44/1,218 cattle herds and 27/86 swine farms was sufficient to find >1seropositive herd if 
between-herd seroprevalence was >10%. 
 Page 2 of 3 
We screened nasal swab samples from asymptomatic pigs at slaughter for the presence of 
influenza D virus. In 2009, we sampled 56 farms and screened 4.1 samples/herd on average 
(range 1–15/herd, n = 232). In 2014–2015, we collected 11.9 nasal swabs/herd on average from 
36 pig farms (range 5–20/herd, n = 427). 
Hemagglutination Inhibition (HI) Assays 
We screened all samples for the presence of IDV antibodies by HI tests performed as 
previously described (2) using D/bovine/France/5920/2014 viral strain (D/swine/Oklahoma/2011 
lineage). We pretreated all serum samples with receptor-destroying enzyme (RDE, 
DebenDiagnostics, Germany) and hemadsorbed them on horse red blood cells before testing in 
2-fold serial dilutions from 1:10 until 1:1280. We expressed antibody titers as the reciprocal of 
the highest serum dilution that inhibited hemagglutination. 
Real-time PCR 
Pig nasal swabs were screened by a real-time RT-PCR (3) with Quantitect Probe RT-
PCR kit (QIAGEN, Venlo, The Netherlands). No fluorescence and no probe degradation was 
visible in any negative controls. We retested positive samples in triplicate to confirm their 
positive status and quantified them in a qRT-PCR reaction. We generated a standard curve from 
10-fold dilutions of a plasmid quantified by absorbance measurement with NanoDrop ND-1000 
(Isogen Life Science, De Meern, The Netherlands). 
Statistical Analyses 
We performed statistical analyses (Mann-Whitney Rank Sum test, χ2 test) in SigmaPlot 
version 12.0 (Systat Software Inc., San Jose, CA, USA). We tested a generalized linear mixed-
effect model using binary outcome including herd as random effect and age and production type 
as fixed effects using the R package “lme4” (4) in R Studio. 
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Technical Appendix Figure. Within-herd influenza D seroprevalence of each cattle herd (n = 44) tested 
and distribution of HI titers of individual animals within each herd (10 animals tested/herd; except for herd 





3. Sérosurveillance d’IDV et ICV chez les petits carnivores en France 
Introduction 
Les virus influenza A (IAV) ont été retrouvés chez les carnivores domestiques et sauvages, 
notamment les canidés et les félidés. La première émergence d’un IAV chez le chien a été 
rapportée en 2004, chez des chiens de courses en Floride. Les analyses moléculaires ont montré 
que le virus, un H3N8 d’origine équine et ayant circulé dans les années 1990, aurait été transmis 
au chien entre 1998 et 2003 sans nécessité de réassortiment. Le virus s’est alors répandu dans 
les autres États américains (1-2). L’autre sous-type d’IAV circulant dans la population canine 
est un H3N2 d’origine aviaire. Ce virus a émergé dans des populations canines au début des 
années 2000 en Corée du Sud et en Chine. Il s’est alors propagé dans le reste de l’Asie, puis 
aux Etats-Unis à partir de 2015. Ces deux IAV sont responsables d’épizooties récurrentes chez 
les canidés.  La propagation de ces virus nécessite des zones denses en animaux (chenil, refuge) 
et elle est grandement limitée par la vaccination (3-4). Il a été montré que le virus H5N1 
hautement pathogène pouvait infecter les canidés domestiques (5). Des études sérologiques et 
des infections expérimentales ont montré que le chien est également sensible aux infections par 
IBV et ICV (6-8). 
Les virus influenza sont également capables d’infecter les félins domestiques et sauvages.  Des 
études sérologiques et des infections expérimentales ont montré que les chats sont sensibles à 
différents sous-types d’IAV saisonniers humains comme les H1N1 et H3N2 (9), mais aussi des 
souches pandémiques comme H1N1pdm09 ou la souche aviaire H5N1 hautement pathogène 
(10-11). Récemment, durant l’hiver 2016/2017, une épizootie a été déclarée chez 500 chats 
provenant d’un refuge de la ville de New York. Les analyses ont révélé qu’il s’agissait d’un 
H7N2, dérivant d’un H7N2 aviaire, qui aurait circulé à New York dans les années 1990. De 
plus, des cas de transmission du virus du chat vers l’Homme ont été observés (12-13). Les chats 
sont également sensibles aux infections par IBV (14), et à ce jour, aucune infection par ICV n’a 
été rapportée. Les IAV peuvent se transmettre entre chats via des contacts directs et les aérosols 
(15), mais aussi par transmission horizontale (ingestion d’animaux infectés) (15). 
Jusqu’à présent, il n’a pas été montré d’infection des carnivores domestiques par IDV. Nous 
sommes donc intéressés à la présence potentielle d’IDV chez les chiens et les chats, en France, 








Matériel et méthode 
Collecte des échantillons 
Au total, 161 sérums ont été obtenus de la clinique « animaux de compagnie » de l’École 
Vétérinaire de Maisons-Alfort (ENVA, Paris), avec 114 sérums de chiens et 47 sérums de chats. 
Ces sérums ont été prélevés entre 2015 et 2018 dans le cadre d’hospitalisations d’animaux à la 
clinique. Les informations concernant le statut clinique, le sexe, la race ou l’âge des animaux 
sont disponibles dans les registres de l’ENVA. 
 
Traitement des échantillons et test inhibition de l’hémagglutination (IHA) 
Le traitement des sérums et les analyse IHA pour IDV et ICV ont été réalisés comme décrits 
précédemment (16-17). Les souches utilisées ici ont été D/bovine/France/5920/2014 (isolée 
chez un veau français atteint de BPI) et la souche C/Victoria/1/2011 (isolée chez l’homme). 
 
ELISA 
La recherche d’anticorps anti-NP influenza A a été réalisée en utilisant le kit « ID Screen® 
Influenza A antibody competition multi-species ». Les sérums ont été dilués au 1:10, puis testés 
avec l’ELISA de compétition pour la détection d’anticorps anti-NP visualisé grâce à un 
anticorps conjugué marqué à la peroxydase selon les instructions du fournisseur. 
 
Résultats 
Dans un premier temps, les anticorps anti-influenza D ont été recherchés par IHA. Les 114 
sérums de chiens et les 47 sérums de chats se sont tous avérés séronégatifs contre la souche 
D/France/5920.  
 
Tableau 1. Séroprévalence des trois genres de virus influenza chez les petits carnivores. 
 Chien Chat 
Séroprévalence 
chien et chat 
IAV 0,9 [1] 4,3 [2] 1,9 [3] 
ICV 2,6 [3] 0 1,9 [3] 
IDV 0 0 0 
Nb échantillon total 114 47 161 
Le chiffre entre crochet représente le nombre de sérums ayant un titre en anticorps ≥ 1:20 ; Nb 







Suite à cela, les anticorps anti-influenza C ont été recherchés selon la même technique, avec 
l’antigène C/Vic (C/Victoria/1/2011). Sur les 114 sérums de chiens, 3 sérums prélevés se sont 
révélés séropositifs avec des titres de 1:40 (2016), 1:20 (2017) et 1:80 (2018), tandis que 
l’ensemble des sérums de chats étaient séronégatifs. Enfin, nous avons détecté des anticorps 





Dans cette étude, nous nous sommes principalement intéressés à la présence du virus influenza 
D dans la population de petits carnivores domestiques, en analysant des sérums de chiens et de 
chats. La séroprévalence observée chez le chien et le chat était de 0% pour IDV. Des écouvillons 
nasaux (n=41) et des fragments de poumons (n=24) provenant de chiens atteints de toux de 
chenil (trachéobronchite infectieuse) étaient également négatifs pour le virus par RT-PCRq 
(Lepoder et al, données non publiées).  
Plusieurs hypothèses nous permettraient d’expliquer l’absence de séropositifs. Une première 
hypothèse concerne les conditions nécessaires pour qu’IDV soit transmis entre les animaux. En 
effet, il a été montré que les IAV canins sont transmis principalement dans des zones denses en 
animaux comme les refuges ou les chenils. Par ailleurs, peu d’évènements de transmission 
d’IAV de l’homme vers le chien ou le chat ont été observés (14). Il est donc possible que les 
chiens et chats de notre cohorte n’aient pas eu de contact avec des animaux infectés, ou sur 
temps trop court pour être infectés par IDV.  Une autre hypothèse concerne l’origine des 
prélèvements, ici la région Île-de-France. En effet, il est possible qu’IDV circule peu voire pas 
du tout dans cette région, du fait de l’urbanisation et de l’absence d’espèces sensibles (bovins).  
Dans notre étude sérologique chez les ruminants domestiques en France, cette région n’a pas 
été testée à cause du faible nombre d’élevages bovins (voir partie III. A. 1.).  Il serait donc 
intéressant d’analyser des sérums de bovins provenant de cette région pour voir : (i) si IDV est 
présent, (ii) tester des sérums de chiens et chats en contact étroit avec les bovins. En parallèle, 
l’analyse de sérums provenant de régions où la présence d’IDV est connue, comme par exemple 
la Vendée, pourrait également nous permettre de déterminer si ces espèces sont sensibles au 
virus. De nombreuses études ont montré qu’une adaptation des IAV par des mutations ou des 
réassortiments était requise pour passer la barrière d’espèce, comme le H5N1 hautement 
pathogène aviaire qui est capable d’infecter les chiens et les chats. Une adaptation d’IDV est 





Les anticorps anti-influenza C ont également été recherchés dans cette étude. Aucun chat ne 
s’est révélé séropositif dans notre étude. À ce jour, la circulation d’ICV n’a jamais été décrite 
chez les félins. Ici, le faible nombre de sérums étudiés ne nous permet pas d’exclure la 
possibilité qu’ICV puisse infecter cette espèce.  Par ailleurs, trois chiens se sont avérés 
séropositifs pour ICV. Dans une étude française, une séroprévalence de 32 à 42% a été observé 
chez des chiens (n=134) (8). La différence de séroprévalence entre notre étude et celle de 
Manuguerra et al pourrait être due à la souche d’ICV utilisée pour les IHA, la date de 
prélèvement des sérums (hiver) ou la phase de l’infection (trop précoce ou trop tardive).  Il faut 
cependant noter que dans notre étude, l’échantillonnage a été réalisé sur des animaux admis 
dans le cadre de consultations vétérinaires, et présentaient donc des pathologies.  Il est donc 
possible que la séropositivité des animaux ait été sous-estimée à cause ces pathologies. Il serait 
donc intéressant de réaliser une étude complémentaire avec des cohortes d’animaux ne 
présentant pas de pathologies. 
 
 
En conclusion, notre étude suggère que les petits carnivores domestiques ne sont pas sensibles 
à IDV. Toutefois, une analyse d’un plus grand nombre d’échantillons est nécessaire pour 
confirmer cette hypothèse.  
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4. Sérosurveillance d’IDV et ICV dans la faune sauvage et captive 
Introduction 
Les IAV sont connus pour infecter des espèces appartenant à la faune captive et la faune 
sauvage.  Dans la faune captive, par exemple, il a été montré que les carnivores comme les 
tigres et les léopards (Panthera tigris, P.pardus) ou les civettes palmistes d'Owston (Chrotogale 
owstoni) peuvent être infectés par le virus H5N1 hautement pathogène après ingestion de 
canards infectés (1-2). Une autre étude de sérosurveillance du H1N1pdm09 sur des éléphants 
(Elephas maximus) en Thaïlande a montré que ces animaux possédaient des anticorps anti-IAV 
(séroprévalence de 2 à 32% selon l’année) (3), suggérant la présence du virus dans cette espèce. 
Enfin, une étude sur la présence des IAV chez les primates non humains (Macaca) en Asie a 
montré des séroprévalences de 6 à 29,2% selon le pays (4). 
Plusieurs espèces de ruminants de la faune sauvage, comme les cervidés ou les yacks, sont 
également sensibles à IAV (5-7). Dans une étude allemande, par exemple, 137 sérums de daims 
(Dama Dama), chevreuils (Capreolus capreolus) ou cerfs élaphes (Cervus elaphus) provenant 
de 6 parcs nationaux ont été analysés : seul un animal était séropositif pour IAV (8). Dans une 
autre étude, 117 sérums de cervidés (daims, chevreuils et cerfs élaphes) ont été testés : une 
séroprévalence de 52 à 65% a été observée pour IAV et 72,6% pour IBV (9).  
Les camélidés sont également sensibles aux IAV. En 2014, une étude a montré qu’un virus 
H3N8 d’origine équine circulait dans la population de chameaux de Bactriane (Camelus 
bactrianus) en Mongolie (10).  Dans une autre étude réalisée en Mongolie, il a été montré que 
des épisodes de grippe fatale chez des camélidés étaient dus à un H1N1 réassortant. Par ailleurs, 
les auteurs de cette étude ont effectué une infection expérimentale sur 34 camélidés. Les 
animaux ont déclaré des signes cliniques similaires à ceux observés sur le terrain (fatigue, 
fièvre, toux, bronchopneumonie), excepté la mortalité.  Les camélidés ont tous séroconverti et 
le virus s’est répliqué dans les tissus respiratoires, démontrant que cette souche d’IAV infecte 
bien les camélidés (11). Enfin, une étude sérologique en Argentine a montré que des camélidés 
du genre lama ou vicugna ont développé des anticorps anti-H1N1pdm09 lors de la pandémie 
causée par ce virus (12). 
Les IAV ont été retrouvés chez de petits animaux de la faune sauvage comme les rongeurs 
(souris, rats…), souvent retrouvés dans les élevages avicoles et donc, au contact d’animaux 
potentiellement infectés (13-14). Les IAV ont aussi été retrouvés chez des pikas (Ochtona 
curzoniae) (15), des lapins (Sylvilagus spp) (16), des mouflettes rayées (Mephitis mephitis) (17) 





des souches de H5N1 mais d’autres sous-types semblent pouvoir infecter ces espèces. Enfin, 
une étude de 1936 suggère que les hérissons pourraient être sensibles aux IAV, bien qu’aucune 
autre étude n’ait confirmé cette hypothèse depuis (19).  
 
À ce jour, peu d’études ont été menées sur la présence d’IDV dans la faune sauvage. Deux 
études sérologiques ont mis en évidence de fortes séroprévalences chez des camélidés au Kenya 
(20) et en Ethiopie (21). Dans une autre étude, des sérums de ruminants sauvages des Alpes 
(espèces non précisées) ont été analysés par ELISA et IHA mais étaient tous séronégatifs pour 
IDV (22). 
 
Dans notre étude, nous avons réalisé une étude sérologique afin d’évaluer la potentielle 
présence d’IDV dans certaines espèces de la faune sauvage comme les cervidés, les camélidés 
ou la faune captive. Grâce à une collaboration avec la clinique « Faune Sauvage » de l’École 
Vétérinaire de Toulouse (ENVT), nous avons également analysé des échantillons provenant de 
hérissons afin de vérifier si IDV peut circuler dans cette espèce. 
 
 
Matériel et méthode 
Sérums 
Sérums de chameaux 
Les sérums de chameaux ont été obtenus grâce à la collaboration de M. Peiris, de l’Université 
de Hong Kong. Ces sérums ont été prélevés dans le cadre de l’épidémie du coronavirus 
responsable du syndrome respiratoire du Moyen-Orient (Middle East Respiratory Syndrome ou 
MERS) en 2012. Ces sérums ont été prélevés en Australie (n=23, 2014) (23), Arabie Saoudite 
(n=76, novembre 2013- février 2014) (24), Mongolie (n=100, novembre 2014) (25) et Nigeria 
(n=100, 2015) (26). 
 
Sérums de la faune captive 
Les sérums de la faune captive ont été obtenus grâce à des collaborations avec les zoos « African 
Safari » (Plaisance-du-Touch, France) et « Réserve zoologique de la Haute-Touche » (Obterre, 
France). Cent quatre-vingt-trois sérums ont été prélevés entre 2010 et 2018 dans le cadre de 
consultations vétérinaires. Les animaux testés appartiennent à l’ordre des Diprotodontia (n=5), 
des Primate strepsirrhini lemuriforme (n=7), des Struthioniformes (n=1), des Primate 





(n=16). Trois sérums de lamas (Artiodactyla), provenant de l’Ecole Nationale Vétérinaire de 
Toulouse (ENVT, France), ont également été analysés. 
Sérums de cervidés 
Les sérums de cervidés ont été obtenus dans le cadre de collaborations avec la clinique Faune 
Sauvage de l’ENVT, l’Université de Liège (Belgique) et l’Institut Leibniz pour la recherche sur 
la faune sauvage et de zoo (Allemagne). Cent cinquante sérums de cervidés (cerfs élaphes, n= 
66 ; chevreuils, n=28 et daims, n=46) ont été collectés dans 6 parcs nationaux d’Allemagne 
entre 2000 et 2003, durant la saison de chasse (8).  Trois cents sérums de cervidés (cerfs élaphes, 
n= 125 et chevreuils, n=148) ont été collectés entre 2009, 2011, 2013, 2015 et 2017 dans le 
cadre du réseau de surveillance sanitaire de la faune sauvage en Belgique. Enfin, 7 sérums de 
cervidés français de la région Occitanie (cerfs élaphes, n=2 et chevreuils, n=5), collectés entre 
2013 et 2017 par la clinique Faune Sauvage de l’ENVT, ont été inclus dans cette étude. 
Sérums de hérissons 
Des sérums de hérissons d’Europe (Erinaceus europaeus) ont été obtenus de la clinique Faune 
Sauvage de l’ENVT (France). En tout, 48 sérums ont été prélevés entre 2017 et 2018 dans le 
cadre d’hospitalisations à la clinique. 
Traitement des échantillons et test inhibition de l’hémagglutination (IHA) 
Le traitement des sérums et les analyse IHA pour IDV et ICV ont été réalisés comme décrits 
précédemment (20,27). Les titres en anticorps ≥ 1:20 ont été considérés comme positifs pour 
cette étude. Les souches utilisées ici ont été D/bovine/France/5920/2014 (isolée chez un veau 





En 2015, nous avions observé une forte séroprévalence d’ICV et IDV chez des camélidés au 
Kenya (94% et 99% respectivement) (20). Suite à cette observation, nous avons souhaité 
confirmer ces résultats en analysant des cohortes de camélidés provenant d’Australie, d’Arabie-
Saoudite, du Nigeria et de Mongolie (Fig. 1). 
Dans cette étude, nous avons observé de très fortes séroprévalences pour IDV, de 98% 
(Mongolie) à 100% (Australie). Les séroprévalences pour ICV étaient légèrement plus faibles, 
se situant entre 79% (Arabie-Saoudite) et 100% (Australie). De plus, les titres en anticorps 





93,5 à 199,6) que pour ICV (1:20 ≤ titres anticorps ≤ 1:160 ; GMT 25,5,6 à 50,9) (p=0,005, t-
test). Ces données suggèrent, comme cela a été observé au Kenya, une possible réaction croisée 
en ICV et IDV chez les camélidés. 
 
Figure 1. Séropositivité des camélidés pour ICV et IDV.  
Les différents pays analysés sont colorés en bleu. En encadré : les séroprévalences observées 
(rose : IDV et vert : ICV) et le nombre d’échantillons (n) analysés. 
 
Cervidés 
IDV semble circuler dans différentes populations animales domestiques, notamment chez les 
ruminants. Nous nous sommes donc intéressés aux ruminants sauvages, plus spécialement aux 
cervidés. En effet, ces espèces sont très fréquentes en Europe parmi les populations de 
ruminants sauvages. De plus, il existe une forte probabilité de contact entre ces espèces et les 
ruminants domestiques (par exemple les bovins). Nous avons donc analysé la séroprévalence 
d’IDV mais aussi d’ICV sur des cohortes de cervidés provenant de France, d’Allemagne et de 
Belgique.  
 
Concernant les cervidés allemands, des sérums de cerfs élaphes, de chevreuils et de daims, 
provenant de 6 parcs nationaux, ont été analysés. La séroprévalence globale a été plus 
importante pour IDV (12%, 18/150 séropositifs) et que pour ICV (1,3%, 2/150 séropositifs) 
(p=0,02, t-test) chez les cervidés.  La séroprévalence la plus importante pour IDV a été observée 
pour le parc Sächische Schweiz (SS, 30%), et la plus faible dans le parc Jasmund (J, 2,8%) (Fig. 





≤ 1:120, GMT 26,8) et IDV (1:20 ≤ anticorps anti-IDV ≤ 1:30, GMT 24,5), au vu des moyennes 





















Figure 2. Séropositivité chez les cervidés en Allemagne pour ICV et IDV.  
Les différents parcs nationaux allemands analysés sont colorés en bleu. En encadré : les 
séroprévalences observées (rose : IDV et vert : ICV) et le nom du parc : BW : Bayrischer 











Figure 3. Séropositivité des cervidés en Belgique pour ICV et IDV.  
Les séroprévalences sont ici données en fonction des années de prélèvements. En hachuré : 
chevreuil et en gris : cerf élaphe. 
 
Concernant les cervidés de Belgique, des sérums de cerfs élaphes et de chevreuils ont été 





séroprévalence globale s’est avérée plus importante pour ICV (10,9%, 31/283 séropositifs) que 
pour IDV (0,7%, 2/283 séropositifs).  La séroprévalence d’ICV semble varier au cours du 
temps, avec une séroprévalence globale plus faible en 2013 (6,8%) et plus forte en 2015 et 2017 
(13,6%), bien que des animaux prélevés en 2009, 2011, 2013, 2015 et 2017 étaient séropositifs. 
Les deux espèces de cervidés étaient séropositives pour ICV. Concernant IDV, les deux 
animaux séropositifs ont été prélevés en 2017 (Fig. 3). Les titres en anticorps étaient 
relativement bas pour ICV (1:20 ≤ anticorps anti-ICV ≤ 1:80, GMT 32,7) bien qu’un sérum ait 
présenté un titre de 1:1280. Les deux sérums positifs pour IDV ont présenté des titres de 1:20. 
Enfin, les sérums de cervidés français (n=7) étaient tous séronégatifs pour IDV et un seul a 
présenté un titre de 1:20 pour ICV.  
 
Faune captive 
Grâce à des collaborations avec deux zoos français, nous avons pu analyser 186 sérums 
provenant de la faune captive, classés ici selon leur ordre taxonomique. Nous avons observé 
que seuls les animaux appartenant aux ordres Diprotodontia et Artiodactyla étaient séropositifs 
pour IDV et/ou ICV (Tableau 1).  
 
Les animaux séropositifs parmi les Diprotodontia étaient des kangourous et des wallabies.  
Deux animaux se sont avérés séropositifs pour IDV et ICV ; 2 animaux pour IDV seulement et 
1 pour ICV seulement. Les titres en anticorps anti-IDV allaient de 1:40 à 1:1280, tandis que les 
titres en anticorps anti-ICV étaient de 1:80 pour les trois animaux. 
Parmi les 8 Artiodactyla séropositifs, deux étaient des cervidés (Cerf de Virginie et Cerf 
cochon) et présentaient des titres en anticorps de 1:20 et 1:40. Les autres animaux séropositifs 
étaient des lamas. Un animal (lama) était double séropositif pour IDV et ICV, avec des titres de 
1:80 pour ICV et 1:640 pour IDV. Les autres animaux étaient séropositifs uniquement pour 
IDV, avec des titres en anticorps allant de 1:40 à 1 :640. 
 
Hérissons 
Enfin, grâce à une collaboration avec la clinique « Faune Sauvage » de l’ENVT, des sérums de 
hérissons d’Europe ont été analysés. Parmi les 48 sérums prélevés sur les hérissons, 14 étaient 
séropositifs pour IDV (29,1%) et aucun pour ICV. Les titres en anticorps allaient de 1:20 à 1:80 










Diprotodontia 5 4 3 
Primate strepsirrhini 
lemuriforme 
7 0 0 
Struthioniformes 1 0 0 
Primate haplorhini 
simiforme 
10 0 0 
Proboscidea 1 0 0 
Artidactyla 146 8 1 
Carnivora 16 0 0 
Total 186 12/186 4/186 
IDV+ : nombre de sérums avec des titres ≥1:20  pour IDV ; ICV+ : nombre de sérums avec des titres 
≥1:20  pour ICV. Diprotodontia : Kangourous et wallabys ; Primate strepsirrhini lemuriforme : 
Lémurien et Maki catta ; Struthioniformes : Autruche ; Primate haplorhini simiforme : chimpanzé ; 
Proboscidea : éléphant ; Artidactyla : camélidés, cervidés, bovidés, caprins (mouflon), oryx, nigault ; 





Dans cette étude préliminaire, nous avons analysé la séroprévalence d’IDV de celui-ci parmi 
différentes espèces de la faune sauvage, afin de déterminer si certaines espèces sont sensibles 
au virus. 
Tout d’abord, nous avons souhaité confirmer la présence d’anticorps anti-IDV et ICV chez les 
camélidés, en analysant des cohortes provenant de quatre pays différents (Australie, Arabie-
Saoudite, Nigeria et Mongolie). Nous avons observé de fortes séroprévalences pour IDV (98-
100%) et ICV (79-100%) dans les quatre cohortes. Ces séroprévalences sont similaires à celles 
observées chez les camélidés du Kenya (99% pour IDV et 94% pour ICV). Par ailleurs, les 
titres en anticorps sont également proches de ceux observés pour la cohorte kenyane. Ces 
données suggèrent que les deux virus pourraient présenter une réaction croisée dans cette 
espèce. Dans l’étude sur les camélidés du Kenya, les sérums ont été pré-adsorbés avec IDV puis 
testés de nouveau en IHA avec ICV et inversement, afin de comprendre la possible réaction 





8,2 % et après pré-adsorption avec IDV, celle d’ICV chutait à 10,6%, avec une perte des titres 
en anticorps pour les deux virus. Malheureusement, ces résultats n’ont pas permis de déterminer 
si les anticorps étaient dirigés contre IDV, ICV ou si les deux virus présentaient une réaction 
croisée dans cette espèce (20).  Bien que nous n’ayons pas effectué cette analyse dans notre 
étude, il serait intéressant de réaliser ces pré-adsorptions par ICV et IDV afin de voir si nous 
obtenons le même type de résultat. Par ailleurs, il semble nécessaire de développer des outils 
sérologiques plus spécifiques que la technique IHA. 
Nos résultats diffèrent de l’étude Murakami et al, dans laquelle les séroprévalences pour IDV 
(28,9 à 57,9%) et ICV (0%), ainsi que les titres en anticorps (1:40 ≤ anticorps anti-IDV ≤ 1:160) 
étaient plus faibles chez les camélidés d’Ethiopie (n=38). Par ailleurs, les 40 sérums de 
Mongolie (Provinces de Dundgovi, Zavkhan et Umnugovi) étaient séronégatifs pour IDV et 
ICV (21). Ces résultats contrastent avec les séroprévalences observées pour notre cohorte 
mongole (98% pour IDV et 86% pour ICV ; n=100).  Nos sérums de Mongolie proviennent 
également des provinces Dundgovi et Umnugovi : il serait intéressant de voir si les camélidés 
que nous avons analysés et ceux de l’étude Murakami et al. sont proches géographiquement, 
pour comprendre la circulation d’IDV dans le pays. Il serait également intéressant de comparer 
la date de prélèvement de nos sérums et ceux de l’étude de Murakami et al. : en effet, il est 
possible que l’année de prélèvement diffère entre les deux études, ce qui pourrait expliquer la 
différence de séroprévalence observée (20).   
Par ailleurs, nous avons observé, en analysant des sérums de la faune captive, que les lamas 
présentaient également de forts titres en anticorps anti-IDV : ces données semblent suggérer 
que cette espèce est sensible au virus, toutefois, seules des analyses de recherche de virus nous 
permettront de confirmer qu’IDV infecte réellement cette espèce. Nos résultats suggèrent que 
les camélidés constituent un nouvel hôte pour ICV ou IDV, voire même que les deux virus 
entraînent une réaction croisée dans cette espèce. Il est possible que la structure d’une partie 
des immunoglobulines des camélidés soit impliquée dans ce phénomène. En effet, il a été 
montré que les camélidés possèdent des immunoglobulines dépourvues de chaînes légères, qui 
peuvent néanmoins reconnaître et fixer un antigène (28).  
Nous nous sommes également intéressés aux ruminants de la faune sauvage et plus précisément 
aux cervidés. En effet, la possibilité que ceux-ci puissent entrer en contact avec des espèces 
domestiques infectées (par exemple les bovins) lors de pâturages est importante. Par ailleurs, 
IDV circule de manière importante chez les ruminants. Ici, nous avons mis en évidence la 





pays confondus, a été de 4,4% pour IDV et 7,3% pour ICV. Néanmoins, les titres en anticorps 
étaient beaucoup plus faibles chez les cervidés que chez les camélidés ou les bovins (1:20 ≤ 
anticorps anti-IDV/ICV ≤ 1:80). Nous avons également observé des différences de 
séroprévalences entre les cohortes allemandes et belges. En effet, des anticorps anti-IDV ont 
été majoritairement détectés en Allemagne tandis qu’en Belgique, il s’agissait d’anticorps anti-
ICV. Il est possible que l’échantillonnage (type d’animaux prélevés, date de prélèvement) soit 
responsable de cette différence. Il est par ailleurs possible que les deux virus circulent 
différemment dans ces pays. L’analyse de cohortes de bovins pourrait nous permettre de vérifier 
si IDV circule dans ces deux pays.  
Nos données suggèrent que les cervidés pourraient être une espèce sensible à IDV et ICV. 
L’analyse de cohortes de cervidés plus importantes, prélevées à différentes années et provenant 
de pays où la circulation d’IDV est connue pourrait nous fournir des informations 
supplémentaires quant à la circulation d’IDV chez ces espèces.   
IDV semble également circuler dans la faune captive, comme le montrent nos résultats. Des 
anticorps anti-IDV ont été détectés chez des lamas et certaines espèces de cervidés dans deux 
zoos français, confirmant nos résultats précédents. Des anticorps anti-IDV et anti-ICV ont été 
détectés chez des marsupiaux (kangourous et wallabies), avec des titres plus importants 
comparés à ceux observés chez les cervidés par exemple. Peu d’informations sont disponibles 
concernant les agents pathogènes circulants chez les marsupiaux. Des études ont montré par 
exemple que les kangourous étaient porteurs sains du virus de la forêt de Barmah en Australie 
(Togaviridae) (29) ou que des Orbivirus (Reoviridae) (virus de Wallal, virus de Warrego) 
étaient responsables de cécité chez les kangourous en Australie également (30). Des études sur 
un nombre plus important d’échantillons sont donc nécessaires pour étudier la circulation de 
ces deux virus chez les marsupiaux. Ici encore, l’analyse sérologique seule ne permet pas de 
déterminer si le virus est infectieux chez ces espèces. Des analyses virologiques seront donc 
nécessaires pour confirmer la susceptibilité des marsupiaux 
Enfin, nous avons également détecté des anticorps anti-IDV chez des hérissons d’Europe. Nous 
avons également analysé d’autres prélèvements qui semblent confirmer qu’IDV infecte cette 
espèce (voir partie III. B. 2) Actuellement, peu d’études ont été menées chez les hérissons, du 
fait de leur statut d’espèce protégée. Il a été démontré que certains virus, comme les 
coronavirus, pouvaient infecter cette espèce, probablement au niveau entérique. Par exemple, 
des études ont mis en évidence une prévalence de plus de 50% chez le hérisson d’Europe (31-





responsable de la leptospirose (33). Enfin, dans une revue sur les agents pathogènes circulant 
chez le hérisson (et potentiellement zoonotiques), il a été recensé que les hérissons peuvent être 
porteurs de bactéries (Salmonella spp, Yersinia pseudotuberculosis et Mycobacterium 
marinum), de virus (virus de la rage et herpesvirus) ou encore certains microchampignons 
(Microsporum spp) et les transmettre à l’homme. Les auteurs suggèrent également que les 
hérissons, considérés comme des animaux de compagnie exotiques dans certains pays, 
pourraient être infectés par d’autres agents pathogènes (34). La question de la transmission 
d’IDV aux hérissons reste encore inconnue puisque les hérissons ne se déplacent que sur de 
courtes distances et ne migrent pas. Il est possible que le virus ait été transmis chez via 
l’environnement. Ici, les animaux analysés provenaient tous de la ville de Toulouse et les 
prélèvements ont eu lieu lors de leur admission à la clinique. Il est donc possible que le virus 
ait été transmis aux animaux au sein de la clinique. L’analyse de cohorte de hérissons sauvages 
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Les résultats sérologiques en France et au Luxembourg étaient relativement similaires : en effet, 
nous avons observé une plus forte séroprevalence chez les bovins (47,2% en France et 80% au 
Luxembourg) que chez les autres espèces domestiques (petits ruminants en France et porc au 
Luxembourg) (Figure 18). Les fortes séroprévalences observées ici semblent confirmer que le 
bovin est l’hôte principal du virus. Les différences de prévalences entre régions ou entre pays 
pourraient être dues à la taille et au système d’élevage. Il semblerait que la circulation du virus 
augmente au cours du temps : en effet, la séroprévalence chez les porcs du Luxembourg est 
passée de 0% en 2012 à 5,9% en 2014/2015, comme cela a été observé chez les porcs en Italie 
(186). En France, une précédente étude a détecté du virus dans un échantillon bovin datant de 
2011. Au vu des fortes séroprévalences observées en 2014 et 2018, il semblerait qu’IDV se soit 
propagé efficacement dans tout le territoire ou qu’il aurait émergé avant 2011. Ces données 
amènent donc la question de l’origine et la diversité des souches circulant en Europe et de la 
transmission du virus entre les différents pays. Par ailleurs, la forte séroprévalence et la faible 
détection du virus dans les poumons de bovins (110) pose la question de la pathogénicité du 
virus. 
 
Figure. Détection d’anticorps anti-IDV chez différentes de la faune domestique, sauvage 
et captive dans le monde. Les pays d’où proviennent les différentes cohortes sont indiqués en 
bleu sur la carte. Chaque pictogramme représente l’espèce chez laquelle les anticorps anti-






L’analyse de quatre cohortes de camélidés a confirmé les résultats que nous avions 
précédemment observés au Kenya. En effet, les fortes séroprévalences pour IDV et ICV (>90% 
pour IDV et >70% pour ICV) suggèrent que les chameaux représentent un nouvel hôte pour 
IDV et/ou ICV. Nous avons également observé des titres en anticorps importants pour ICV 
et/ou IDV chez des lamas. Les séroprévalences pour IDV chez les camélidés étant plus 
importantes que celles observées chez les bovins, cela suggérant que les camélidés soient l’hôte 
principal du virus.  
 
Néanmoins, dans notre étude, il a été difficile de déterminer si les anticorps étaient dirigés 
contre IDV, ICV ou si les deux induisaient une réaction croisée chez ces espèces. Les camélidés 
ont la particularité de présenter des immunoglobulines atypiques (sans chaines légères) : il 
serait donc possible que les résultats obtenus soient dus à ces immunoglobulines.  
 
Nous nous sommes également penchés sur la question du spectre d’hôte du virus, notamment 
dans la faune sauvage et chez les petits carnivores domestiques. Nous avons pu voir qu’IDV 
circule chez les cervidés puisqu’une séroprévalence globale d’IDV de 4,4% a été observée chez 
cette espèce (Allemagne, Belgique et France confondus). Par ailleurs, ces animaux ont présenté 
une séroprévalence de 7,3% pour ICV. Nous avons observé des résultats similaires avec les 
marsupiaux provenant de deux zoos français, c’est-à-dire que les animaux étaient séropositifs 
pour IDV et/ou ICV. Nous avons observé une séroprevalence de 29,1% chez des hérissons 
d’Europe (Figure 18). Enfin, notre cohorte de chiens et de chats s’est révélée séronégative pour 
ICV et IDV.  
 
Ces résultats suggèrent que plusieurs espèces de la faune sauvage pourraient être sensibles à 
IDV et/ou ICV. Ces données restent encore préliminaires et des analyses plus poussées 
(détection de virus, données épidémiologiques) seront donc nécessaires pour vérifier nos 
observations.  Ces études présentent deux limites : l’échantillonnage et la méthodologie 
employée. Tout d’abord, un faible nombre d’échantillons pour chaque espèce a été analysé. Par 
ailleurs, certains des animaux prélevés étaient atteints de maladies respiratoires, pouvant biaiser 
le résultat de la sérologie. Certaines cohortes analysées proviennent de pays où la circulation 
d’IDV n’est pas connue. Des études sur un nombre plus important d’échantillons et de pays 
différents seraient intéressantes pour confirmer nos résultats. De plus, il serait intéressant de 





La technique sérologique utilisée ici a été l’inhibition de l’hémagglutination (IHA), du fait du 
peu d’outils sérologiques développés pour IDV pour le moment. Cette technique est moins 
sensible que d’autres comme la séroneutralisation ou l’ELISA. Pour certaines espèces, les titres 
en anticorps étaient relativement faibles (entre 1:20 et 1:160). Une analyse de nos sérums grâce 
au test ELISA récemment développé par une équipe italienne nous permettrait de confirmer nos 
résultats (185). De plus, la détection d’anticorps ne permet pas d’affirmer que le virus est 
infectieux chez ces espèces. Des analyses virologiques nous permettraient donc de vérifier que 
les espèces décrites ici sont bien sensibles à IDV et n’ont pas juste intégré le virus sans qu’il ne 








B. Viroprévalence d’IDV en France 
1. Étude de la diversité du virus influenza D dans des élevages de veaux 
français 
Introduction 
En 2011, un nouveau genre de virus influenza, le virus influenza D (IDV) a été découvert chez 
un porc malade aux États-Unis (1). Différentes études ont mis en évidence que le virus 
présentait un large spectre d’hôte et circule à l’échelle mondiale (2).  Depuis 2013, le bovin est 
considéré comme l’hôte principal d’IDV (3). En effet, de fortes séroprévalences ont été 
observées chez les bovins (entre 13,5 à 95,1% selon les études). Une étude a montré de plus 
fortes séroprévalences pour IDV chez des veaux âgés de moins d’une semaine (>90%), que 
chez des veaux de 6 à 8 mois (<40%), suggérant une persistance des anticorps maternels après 
la naissance (4). En outre, de plus fortes viroprévalences ont été observées chez le bovin que 
chez les autres espèces sensibles à IDV (4-5).  
Différentes études de viroprévalence et de caractérisation moléculaire du virus ont été réalisées 
à partir d’échantillons de bovins atteints de bronchopneumonies infectieuses (BPI), suggérant 
qu’IDV pourrait être impliqué dans cette maladie (4-6). Des études de métagénomique ont 
comparé le virome respiratoire de bovins asymptomatiques et de bovins atteints de BPI au 
Canada, au Mexique et aux Etats-Unis. Dans les trois études, une association statistique a été 
observée entre IDV et la présence de signes cliniques respiratoires. Elles ont également montré 
la présence de co-infections chez les animaux atteints de BPI (7-9). De manière surprenante, 
l’étude de métagénomique chez des veaux français atteints de BPI n’a pas réussi à détecter la 
présence du virus chez les veaux malades, bien qu’une autre étude ait mis en évidence sa 
présence sur le territoire français (6,10). Des infections expérimentales chez le veau ont montré 
que le virus infectait cet animal au niveau des voies respiratoires hautes et basses, qu’il pouvait 
être transmis par contact direct et voie aéroportée et surtout, qu’il induisait des signes cliniques 
respiratoires légers à modérés (11-12). Les fortes prévalences observées ainsi que les signes 
cliniques modérés induits par IDV en conditions expérimentales laissent suggérer qu’il agirait 
en tant qu’agent initiateur des BPI, comme cela a été observé pour le virus parainfluenza 3 
bovin par exemple. 
Dans une étude publiée en 2015, 208 échantillons de bovins atteints de BPI et provenant de 
différents États américains ont été analysés afin de caractériser les souches d’IDV. Sur les 10 
échantillons positifs pour le virus par RT-PCRq, 6 génomes complets ont été obtenus. Les 





D/OK-like, qui inclut la souche d’IDV isolée chez le porc (D/Swine/Oklahoma/1334/2011) et 
le clade D/660-like, qui inclut la souche isolée pour la première fois chez le bovin 
(D/bovine/Oklahoma/660/2013). Cette étude a également mis en évidence des réassortiments 
fréquents entre les souches de ces deux clades (13).  Des études suivantes ont corroboré la 
présence de deux clades, et ont montré que les souches chinoises semblaient former un groupe 
à part dans le clade D/OK-like (14).  Plus récemment, des études au Japon ont montré que les 
souches isolées chez les bovins formaient le clade D/Japan-like, distinct des clades D/OK-like 
et D/660-like (15-16). Néanmoins, peu de génomes complets sont disponibles pour affirmer 
avec certitude cette observation.  
IDV circule en Europe, comme le montrent les études en Irlande et en Italie. En Italie, une étude 
a montré que la circulation d’IDV augmentait au cours du temps (14). Les analyses 
phylogénétiques ont révélé que les souches italiennes appartenaient au clade D/OK-like et 
étaient quasiment identiques d’un point de vue génétique. Des mutations spécifiques des 
souches italiennes dans le gène HEF (A289V, K409R, I563L, et A652V) et PB1 ont été 
observées. De plus, les 7 segments de chaque isolat apparentaient au clade D/OK-like, montrant 
l’absence de réassortants entre les deux clades (D/OK-like et D/660-like). Toutefois, ces 
résultats n’excluent pas la possibilité de réassortant au sein du clade D/OK-like (14,17). En 
Irlande, 320 écouvillons nasaux de bovins ont été testés par RT-PCRq, dont 18 étaient positifs. 
Cinq génomes partiels ont été obtenus et les analyses phylogénétiques ont révélé que : (i) les 
souches appartenaient au clade D/OK-like ; (ii) elles étaient génétiquement proches des souches 
italiennes ; et (iii) aucun réassortant n’a été observé. Par ailleurs, la souche 
D/bovine/Ireland/007780/2014 (D/Ireland/007780) ne semblait pas totalement appartenir au 
clade D/OK-like, laissant penser qu’un second lignage circulerait en Europe (18). 
En France, une étude menée par le laboratoire de virologie de l’UMR 1225 INRA/ENVT a 
révélé qu’IDV était présent en France. En effet, sur les 134 échantillons de bovins de la région 
Bourgogne-Franche-Comté, 6 étaient positifs pour IDV. À la suite de cette étude, deux génomes 
complets ont été obtenus : les souches D/bovine/France/2986/2012 (D/France/2986) et 
D/bovine/France/5920/2014 (D/France/5920). Les analyses phylogénétiques ont montré que les 
7 segments de la souche D/France/5920 appartenaient au clade D/OK-like, et qu’elle était 
génétiquement proche des autres souches européennes (14, 17-18). La seconde souche 
française, D/France/2986, s’est révélée plus proche de la souche Irlandaise D/Ireland/007780, 
formant un groupe distinct des autres souches du clade D/OK-like (6). Ces résultats appuyaient 





lignage minoritaire, composé des deux souches irlandaise et française, légèrement distinct du 
clade D/OK-like, mais n’appartenant pas aux clades D/660-like et D/Japan-like.  
L’objectif de cette étude a été : (i) d’évaluer la prévalence d’IDV dans des élevages de veaux 
en France, et (ii) de caractériser d’un point de vue moléculaire les souches françaises d’IDV. 
Afin de pouvoir détecter une prévalence minimale de 0,7% avec un intervalle de confiance de 
95%, nous avons sélectionné 20 élevages et analysés 383 échantillons. 
 
 
Matériel et méthode 
Prélèvements 
Deux campagnes distinctes de prélèvements ont été effectuées. La première a eu lieu en Février 
et Mars 2018, dans trois élevages de veaux proches de la ville de Toulouse (région Occitanie, 
France). Les veaux étaient âgés de 2 à 4 semaines, et dans les trois élevages, des signes cliniques 
respiratoires légers ont été remarqués. Au total, 145 écouvillons nasaux (EN) ont été 
réalisés avec 50 EN pour le premier élevage (élevage A), 45 dans le second (élevage B) et 50 
dans le dernier (élevage C). La seconde campagne a eu lieu en Novembre et Décembre 2018. 
En Novembre, 13 élevages de la région Occitanie et la région Auvergne-Rhône-Alpes (proches 
de la région Occitanie) ont été prélevés. Peu de signes cliniques ont été remarqués durant les 
prélèvements. Ici, 50 EN par élevage ont été réalisés, sur un total de 13 élevages (élevage D à 
P). En Décembre 2018, des EN ont été collectés dans quatre élevages proches de Toulouse 
(élevages Q à T), sur des veaux asymptomatiques. En pratique, l’écouvillon a été inséré 
profondément dans les nasaux du veau, et a été tourné pendant 30 secondes contre la muqueuse 
nasale. Chaque écouvillon a alors été placé dans un tube contenant 1ml de PBS 1X et conservé 
à 4°C durant le trajet de l’élevage au laboratoire (quelques heures), puis stocké à -80°C jusqu’à 
analyse. 
 
Détection d’IDV par RT-PCRq  
Deux techniques d’extraction d’ARN viral ont été effectuées pour cette étude. Pour les élevages 
A-C et Q-T, le kit d’extraction manuel « QIAamp® Viral RNA mini kit » (Qiagen) a été utilisé, 
selon les instructions du fournisseur. Pour les élevages D à P, les ARN viraux ont été extraits 
avec le robot et le kit d’extraction « cador® Pathogen 96 QIAcube HT Kit » (Qiagen), selon les 
indications du fournisseur. Afin de vérifier si la qualité d’extraction d’ARN viral était similaire 





Ici, nous n’avons pas observé de différences en termes de qualité d’extraction et de positivité 
en RT-PCRq. 
 
La RT-PCRq a été effectuée avec le kit QuantiNova® Probe RT-PCR kit (Qiagen), utilisant la 
chimie Taqman et des amorces et sonde ciblant le gène PB1, précédemment décrites (1). 
L’analyse a été effectuée avec le LightCycler® 96 (Roche). Les échantillons présentant des 
valeurs de Ct (threshold cycle) supérieures à 40 étaient considérés comme négatifs. Pour les 
élevages A à C, l’intégralité des échantillons a été analysée. Pour les élevages D à T, 14 
échantillons ont été sélectionnés au hasard pour être analysés. 
 
Isolement sur culture cellulaire 
À partir des échantillons présentant les plus faibles valeurs de Ct, des isolements sur cultures 
cellulaires ont été effectués pour ensuite réaliser du séquençage de génome complet. Deux 
lignées cellulaires ont été utilisées : les cellules HRT-18G (Human rectal tumor 18G ou cellules 
tumorales rectales humaines) et les cellules ST (swine testis ou testicules de porcs). Ces cellules 
ont été cultivées en milieu DMEM (Dulbecco's Modified Eagle Medium, Dutscher) 
supplémenté avec 10% de sérum de veau fœtal (SVF) et de la pénicilline-streptomycine à 1% 
(Dutscher).  Les échantillons ont été au préalable filtrés avec un filtre de 0,22µm. Le premier 
passage a été effectué sur les cellules HRT-18G et le second sur cellules ST. Avant infection, 
celles-ci ont été lavées avec du PBS 1X afin de retirer toute trace de SVF.  Puis, les cellules ont 
été infectées avec les échantillons en duplicat, et avec trois dilutions différentes : 1/2, 1/10 et 
1/50. Après une heure d’incubation à 37°C et 5% CO2, du milieu OPTI-MEM (Gibco) 
complémenté avec 1µg/ml de trypsine-TCPK (Thermofischer), 2,5µg/ml d’amphotericine B, 
15 µg/ml de BM-Cycline (Sigma-Aldrich) et 10µg/ml de ciprofloxacine (Sigma-Aldrich) ont 
été ajoutés. Après 4 jours d’incubation à 37°C et 5% CO2, une partie du surnageant des cellules 
a été prélevée et conservée à -80°C pour analyse tandis que l’autre partie a été utilisée pour 
réaliser un second passage sur cellules ST. À partir des surnageant prélevés, les ARN ont été 
extraits comme décrits précédemment puis le génome complet a été séquencé.   
 
Séquençage et analyses phylogénétiques 
Les 7 segments du génome d’IDV ont été amplifiés grâce aux amorces précédemment décrites 





été séquencé par la plateforme GATC Biotech (Allemagne). Les séquences ont ensuite été 
alignées avec ClustalW disponible sur le logiciel BioEdit v7.0.5.3 (19). Par ailleurs, une 
comparaison de nos séquences avec celles présentes sur les bases de données a été effectuée sur 
BLAST. Des alignements multiples des séquences nucléotidiques ont été réalisés sur BioEdit 
puis des arbres phylogénétiques « maximum likelihood » avec 1000 boostraps ont été construits 
pour chaque gène avec le logiciel MEGA v7 (20). Les distances génétiques des séquences 
nucléotidiques ont été analysées avec le modèle « Maximum Composite Likelihood with 




Détection d’IDV dans les élevages de veaux français 
Afin d’étudier la circulation et la diversité d’IDV chez les veaux français, nous avons effectué 
des prélèvements dans 20 élevages, principalement localisés dans les régions Occitanie et 
Auvergne-Rhône-Alpes. Au total, 995 écouvillons nasaux ont été collectés durant 2 campagnes 
différentes (Février/Mars 2018 ; Novembre/Décembre 2018) et 383 prélèvements ont été 
analysés.  
Le virus a été détecté dans les élevages A, B, C, F, G, I, J, K, N et O. Par ailleurs, le taux de 
détection, ainsi que les plus faibles valeurs de Ct, était plus important pour les élevages A-C 
que le reste des élevages.   
 
Tableau 1. Viroprévalence d’IDV dans les élevages A, B et C, prélevés en Février/Mars 
2018 
 Elevage A Elevage B Elevage C 
N= 50 45 50 
% détection 40% 89% 16% 
Valeurs de Ct 23 à 37,8 19,5 à 31,1 33,7 à 36,6 
Ct : threshold cycle ; n= : nombre d’échantillons prélevés et analysés 
 
Concernant les trois premiers élevages, nous avons observé un taux de détection de 40%, 89% 
et 16% pour les élevages A, B et C, respectivement. Les valeurs de Ct variaient également d’un 
élevage à l’autre, allant de 19,5 à 37,8 (Tableau 1). L’élevage où IDV a été le plus détecté a 





également dans cet élevage que les valeurs de Ct étaient les plus faibles : de 19,5 à 31,1. Les 
valeurs de Ct et le taux de détection suggèrent que les prélèvements ont été effectués durant la 
période où IDV était le plus excrété par les veaux. L’élevage C, où IDV a été le moins détecté 
(16%), est aussi celui qui a présenté les valeurs de Ct les plus hautes (33,7 à 36,6). Le 
prélèvement a sans doute eu lieu en tout début ou à la fin de l’épisode de circulation d’IDV 
dans cet élevage.  
Concernant les 14 élevages prélevés en Novembre 2018, le taux de détection d’IDV s’est avéré 
beaucoup plus faible, avec seulement 1 veau (élevages F, I, K, N et O) ou 2 veaux (élevages G 
et J) positifs (7,1% ou 14,3%). En outre, les valeurs de Ct obtenues étaient beaucoup plus 
importantes que celles observées pour les élevages A, B et C. En effet, la plus faible valeur de 
Ct était 31,5 et la plus forte 39,8 (élevage J). Enfin, aucune détection d’IDV n’a été observée 
dans les quatre élevages prélevés en Décembre 2018 (élevages Q-T) (Tableau 2). 
 
Tableau 2. Viroprévalence d’IDV dans les élevages D à T, prélevés en 
Novembre/Décembre 2018. 




















7,1 14,3 7,1 14,3 7,1 7,1 7,1 
Valeurs 
de Ct 
37,2 37,1-37,2 37,3 31,5-39,8 37,5 37,6 33,2 
Ct : threshold cycle ; nb nombre ; EN : écouvillons nasaux ; Elv : élevage 
 
Caractérisation moléculaire des souches d’IDV circulant en 2018 en France 
Afin d’étudier la diversité des souches d’IDV circulant dans ces élevages, des isolements sur 
culture cellulaire ont été effectués, pour ensuite réaliser du séquençage Sanger et de la 
phylogénie. Ici, seuls les échantillons des élevages A, B et C ont été utilisés, du fait du taux de 






Des génomes complets ou partiels ont été obtenus suite à l’isolement sur culture cellulaire ou à 
partir de l’écouvillon de terrain. Concernant l’élevage A, un génome complet a été obtenu après 
isolement (D/bovine/France/A13/2018). Un génome partiel (A31 ; gènes HEF et NS) a 
également été obtenu à partir d’un échantillon présentant une Ct importante (36,9). Seul un 
génome partiel a été obtenu pour l’élevage C, à partir de l’échantillon de terrain (C3 ; gènes 
HEF, NS et M1) du fait des fortes valeurs de Ct et du faible taux de détection. Enfin, 4 génomes 
complets ont été obtenus à partir de deux isolats (D/bovine/France/B19/2018 et 


































Figure 1. Arbre phylogénétique du segment HEF.  
Les séquences des isolats français sont entourées en bleu. Les séquences européennes sont encadrées 
en vert. La flèche noire représente les souches Française D/France/2986 et Irlandaise 






L’alignement de chaque gène de nos génomes de 2018 par rapport au génome de référence 
(souche française D/France/5920) et avec les autres génomes disponibles sur les bases de 
données a été réalisé et des arbres phylogénétiques ont par la suite été construits. Tout d’abord, 
nous avons pu observer qu’IDV était bien divisé en 3 clades distincts : D/OK-like, D/660-like 
et D/Japan-like. L’alignement des gènes PB1, PB2, P3, M1 et NS a montré que les souches 
chinoises, isolées dans les provinces de Guangdong et Shandong, formaient un groupe 
légèrement à part au sein du clade D/OK-like. Au contraire, l’arbre phylogénétique du gène 
HEF a montré que les souches chinoises étaient relativement proches de la souche 
D/swine/Oklahoma/1334/2011. Concernant nos sept génomes français (A13, A31, C3, B19, 
B20, B31 et B32), l’analyse phylogénétique a montré que le segment HEF de chacun 
appartenait au clade D/OK-like uniquement (encadré bleu, Fig. 1). Par ailleurs, les génomes 
de 2018 étaient génétiquement proches de la souche française D/France/5920 et des autres 
souches européennes (encadré vert, Fig.1). Les 6 autres segments de chaque génome français 
ont présenté un profil similaire au segment HEF. 
Dans notre étude, aucun phénomène de réassortiment n’a été observé, comme pour les autres 
études en France, en Italie et en Irlande (6,14,17). À ce jour, aucun réassortant d’IDV n’a été 
détecté en Europe. Nos résultats et ceux des études européennes contrastent avec ceux obtenus 
aux États-Unis, où les souches d’IDV sont capables de réassortir fréquemment (13). 
Des alignements de séquences en acides aminés ont également été effectués afin d’observer 
d’éventuelles mutations entre nos génomes de 2018 et les autres souches d’IDV. Nous avons 
également regardé si ces mutations pouvaient modifier la structure et/ou la fonction des 
protéines. Nous nous sommes focalisés sur la protéine HEF pour cette partie. 
Nous avons pu observer que nos 7 génomes français présentaient une mutation en position 56 
(T56I) sur HEF, et que 6 d’entre eux (sauf l’échantillon C3) présentaient également une 
mutation en position 400 (Y400H). Le séquençage sur les échantillons de départ a confirmé que 
ces mutations n’étaient pas dues aux passages sur cellules. Seuls les génomes français de 2018 
ont présenté ces deux mutations sur HEF, qui pourraient être considérées comme des marqueurs 
moléculaires des souches d’IDV circulant cette année-là. De plus, nous avons remarqué 4 
mutations communes entre les souches européennes (A289V, 4409R, I563L et A52V) et nos 
génomes français de 2018. Seul le génome C3 n’a pas présenté la mutation en position 289 
(Tableau 3). Par ailleurs, les souches françaises D/France/2986 et irlandaise D/Ireland/007780 
n’ont pas présenté ces 4 mutations, suggérant qu’elles forment un lignage minoritaire en 





sur les gènes NP, PB1 et PB2. Les gènes NS et NP présentaient tous les deux une mutation 
commune avec les souches chinoises.  Des mutations communes à toutes les souches 
européennes ont également été observées dans les gènes codant pour les trois sous-unités de la 
polymérase virale. 
Les mutations observées ici ne semblent pas modifier la structure et la fonction de la protéine 
HEF d’après les prédictions in silico basée sur l’étude de Song et al. (21). Néanmoins, le peu 
de données disponibles ne nous permet pas de certifier cette observation. Par ailleurs, l’impact 
des mutations sur les fonctions et structures des autres protéines est inconnu puisque peu 
d’informations sont disponibles pour celles-ci. 
 
Tableau 3. Mutations spécifiques observées sur les génomes français de 2018 et européens 
Diversité génétique des souches Françaises intra et inter-élevages. 
Gène Mutation en acides aminés  Spécifité de la mutation 
 T56I Génomes français 2018 
 Y400H Génomes français 2018 (excepté C3) 
HEF A289V Génomes européens (excepté C3) 
 K409R Génomes européens 
 I563L Génomes européens 
 7652V Génomes européens 
NS N230I Génomes français 2018 (excepté C3) et chinoises 
P42 S304G Génomes français 2018 (excepté C3) et chinoises 
 K364Y Génomes français 2018 
NP A447V Génomes français 2018 
 P393L Génomes français 2018 
 H335Y Génomes européens 
PB2 K404E Génomes français 2018 
 P616S Génomes français 2018 et japonais 
 A546S Génomes européens 
PB1 R596W Génomes français 2018 
 R712G Génomes européens 
P3 I194V Génomes européens 





Afin d’étudier la diversité des souches de 2018 circulant entre les élevages mais aussi entre 
animaux d’un même élevage, des matrices de distances génétiques ont été réalisées.  
 





























0,2% 99,8% - - - 
NP B19-B20 0,3% 99,7% - - - 
PB1 B19-B20 0,4% 99,6% - - - 
PB2 B19-B20 0,8% 99,2% - - - 
- : non disponible 
 
La comparaison de la diversité intra-élevage n’a été possible que pour les élevages A et B 
puisqu’un seul génome partiel a été obtenu pour l’élevage C. Au sein de l’élevage B, les gènes 
M1, NS et HEF ont été les gènes les plus conservés entre les génomes. La plus forte distance 
génétique observée était de 0,8% pour le gène PB2. Concernant l’élevage A, la distance la plus 
importante était de 0,2% pour le gène HEF (Tableau 4). Ces résultats suggèrent que la même 
souche virale a circulé et infecté les veaux au sein d’un même élevage. 
 
La distance génétique inter-élevage a également été mesurée (Tableau 5). Nous avons pu 
remarquer une identité génétique similaire entre les génomes des 3 élevages, avec une identité 
génétique légèrement plus importante entre les élevages A et B (>99%) qu’entre les élevages B 
et C, ou les élevages A et C (98%). Entre les élevages A et B la plus forte distance génétique a 







Tableau 5. Distance génétique inter-élevages entre les génomes français de 2018. 











NP A-B 0,4% 99,6% 
P3 A-B 0,4% 99,6% 
PB1 A-B 0,4% 99,6% 





















En souligné : comparaison possible avec l’élevage C. 
 
L’échantillon de l’élevage C (C3) a présenté une diversité génétique légèrement plus importante 
avec les deux autres élevages. En effet, nous avons remarqué une distance génétique de 0,8% 
pour le gène M1 et une distance génétique de 1,3% pour le gène NS entre l’élevage C d’une 
part et les élevages A et B d’autre part. De plus, une distance génétique de 1,2% avec l’élevage 
B et de 1,4% avec l’élevage A a été notée pour le gène HEF. Le gène M1 s’est avéré identique 
entre les trois élevages. Pour le gène HEF, une identité légèrement plus importante a été 
observée entre les élevages A et B (99,8%) qu’entre les élevages A et B avec l’élevage C 
(98,8%) (Tableau 5). 
Ces différences sont également observables sur l’arbre phylogénétique du segment NS (Fig. 2). 
Ces données suggèrent que les souches d’IDV dans les élevages A et B étaient similaires tandis 
que celle de l’élevage C était légèrement différente d’un point de vue génétique, même si elle 








Figure 2. Arbre phylogénétique du gène NS montrant la diversité inter-élevages. Les trois 
élevages français (A, B et C) sont encadrés en bleu. L’alignement a été effectué en utilisant la 








Après avoir détecté pour la première fois IDV en 2011 chez des bovins français (6), nous nous 
sommes intéressés à sa circulation à l’échelle nationale mais aussi à sa diversité génétique en 
France.  
Dans notre étude de viroprévalence, les veaux prélevés dans les élevages A, B et C présentaient 
des signes cliniques, tandis que ceux des élevages D à T étaient asymptomatiques. Les 
prévalences variaient d’un élevage à l’autre, avec de plus fortes prévalences et valeurs de Ct 
plus faibles dans les élevages A, B et C que les élevages D à T. Ces différences de prévalences 
entre les élevages pourraient être dues à la période de prélèvements des échantillons. En effet, 
les élevages A et B ont été prélevés en Février 2018 (le même jour), l’élevage C en Mars 2018 
et les élevages D à T en Novembre/Décembre 2018. La prévalence était de 89% (avec les Ct 
les plus faibles) dans l’élevage B, suggérant que les prélèvements ont été effectués à une période 
où l’infection des veaux était maximale. Au contraire, l’élevage C a présenté une prévalence de 
seulement 16% avec des valeurs de Ct beaucoup plus importantes, suggérant que les 
prélèvements ont été réalisés en tout début ou en fin d’infection. De plus, les animaux de 
l’élevage B étaient situés dans une même loge, facilitant ainsi la transmission du virus entre les 
veaux. Dans les élevages A et C, au contraire, les veaux étaient répartis en plusieurs loges. 
Concernant les élevages D à T, le faible taux de détection est sans doute dû à la période de 
prélèvement (Novembre/Décembre 2018) trop tôt dans la saison ou aux conditions climatiques 
(températures relativement élevées, beaucoup de soleil et peu de vent) qui n’étaient pas 
favorables à la circulation du virus (22-23). Les différences de prévalence pourraient également 
s’expliquer par l’âge des animaux. En effet, les veaux des élevages A à C étaient âgés de 2 à 4 
semaines tandis que ceux prélevés dans les élevages D à T avaient déjà 6 semaines révolues.  
Dans une étude sur des bovins du Mississippi, de fortes séroprévalences (95%) chez des veaux 
de moins d’une semaine ont été observées, dues à la présence d’anticorps maternels. Les auteurs 
suggèrent que ces anticorps protègeraient les veaux jusqu’à 3-4 mois puis diminueraient, 
augmentant donc la susceptibilité à IDV (4). Il faut toutefois noter que ces anticorps sont 
principalement sériques, et s’ils empêchent l’apparition de signes cliniques, ils n’inhibent pas 
la réplication virale (345). 
 Dans nos élevages, les veaux ont reçu du colostrum et donc des anticorps maternels. Or, les 





contredisant l’étude de Ferguson et al. Il est également possible que les mères des veaux français 
testés aient été séronégatives pour le virus. Néanmoins, l’étude de sérologique en France a 
montré une séroprévalence de 48,2% chez des bovins de plus de 1 an en région Occitanie. Par 
ailleurs, dans chaque élevage testé, il y avait au moins un animal séropositif détecté. Il semble 
donc qu’IDV circule largement dans cette région et de ce fait, la probabilité que les mères soient 
séronégatives est faible (24).  
Par ailleurs, les veaux dans ces élevages proviennent d’origines différentes. De ce fait, il est 
possible qu’un petit groupe de veaux infectés ait été mis en présence de veaux naïfs lors de leur 
arrivée dans l’élevage, et donc, qu’ils aient contaminé les autres veaux. Enfin, les différences 
de prévalence pourraient être dues au moment de l’arrivée des veaux dans les élevages. En effet, 
dans les élevages A, B et C, certains n’étaient arrivés que depuis quelques jours, tandis que 
ceux des élevages D à T étaient présents depuis déjà plus de 2 semaines. Les conditions de 
stress engendrées par l’arrivée dans de nouveaux locaux, avec d’autres veaux ont pu créer une 
légère dépression immunitaire chez les veaux des élevages A, B et C, entrainant une 
augmentation de la susceptibilité à IDV.  
À partir des échantillons positifs, des isolements de virus ont été réalisés afin d’effectuer une 
caractérisation moléculaire des souches d’IDV ayant circulé chez les veaux en 2018. Pour ceux 
où l’isolement a été infructueux, le séquençage a été menée à partir de l’écouvillon de départ. 
Nous avons ainsi obtenu quatre génomes complets pour l’élevage B, un génome complet et un 
génome partiel pour l’élevage A et un génome partiel pour l’élevage C.  
Les analyses phylogénétiques ont montré que les souches appartenaient toutes aux clades 
D/OK-like et étaient génétiquement proches de la souche française D/France/5920. Les 
analyses ont montré une faible diversité intra-élevage, suggérant que les veaux ont été infectés 
par la même souche virale au sein d’un même élevage. Par ailleurs, la diversité génétique entre 
les élevages s’est également avérée faible. Les souches des élevages A et B étaient relativement 
proches tandis que celle de l’élevage C présentait une légère différence génétique.  
Notre étude a toutefois présenté des limites. Tout d’abord, les prélèvements ont été réalisés sur 
des élevages d’Occitanie et dans la région Auvergne-Rhône-Alpes (proches de la région 
Occitanie). Cet échantillonnage n’est donc pas représentatif de la France entière. L’étude 
sérologique d’IDV en France a révélé qu’IDV circulait dans cinq régions avec des 
séroprévalences variables. De plus, les prélèvements ont été effectués sur un court laps de temps 





Novembre/Décembre 2018. Il serait donc intéressant de tester des élevages provenant de 
différentes régions françaises mais aussi d’analyser des prélèvements datant de différents mois 
voire années afin de mieux comprendre la saisonnalité d’IDV sur le territoire et l’évolution de 
celui-ci. 
Les analyses phylogénétiques ont montré que nos 7 génomes français étaient proches des 
souches européennes (Irlande et Italie) (14, 17-18).  En effet, elles présentaient presque toutes 
quatre mutations spécifiques des souches européennes dans le gène HEF et cinq mutations dans 
les gènes des trois polymérases. Ces résultats peuvent être expliqués par le fait que la France 
échange des bovins vivants avec l’Irlande et l’Italie, et donc faciliterait l’échange de souches 
entre les pays (faostat). Par exemple, de jeunes veaux français sont exportés en Italie après 
sevrage, dans des unités d’engraissage.  
Les veaux prélevés dans le cadre de cette étude sont des « veaux de boucherie » ne quittant pas 
le sol français. Ces veaux, provenant d’origines différentes avant d’arriver dans les élevages 
testés, ont pu entrer en contact avec des bovins ayant été infectés lors d’échanges entre pays 
européens. Cela expliquerait le fait que les souches françaises de 2018 soient proches 
génétiquement des souches européennes. 
 
Le pâturage des animaux dans les zones transfrontalières pourrait également jouer un rôle dans 
la propagation d’IDV dans les pays européens, comme par exemple l’Italie et la France. Nous 
avons également remarqué que les souches françaises étaient plus proches des souches 
américaines que les souches chinoises appartenant au clade D/OK-like. Le fait que les souches 
européennes et américaines soient génétiquement proches soulève la question de la propagation 
d’IDV entre les deux pays. En effet, il est encore difficile de comprendre comment le même 
virus peut circuler dans deux zones distinctes géographiquement et n’échangeant que peu 
d’animaux vivants (faostat.org). Il est toutefois possible que lors d’un échange entre ces deux 
continents, une seule importation de bovins infectés ait suffi à introduire le virus en France. Le 
virus aurait ensuite évolué en parallèle aux Etats-Unis et en France. IDV, introduit en France, 
se serait propagé en Europe via les nombreux échanges entre pays. L’analyse phylogénétique 
semble toutefois contredire le fait que les souches circulant sur les deux continents aient évolué 
en parallèle. En effet, les souches européennes sont génétiquement proches des souches 





d’archives par exemple, nous permettraient de comprendre ce phénomène. La possibilité qu’un 
autre hôte puisse être impliqué dans la propagation n’est pas à exclure. 
Lors de notre étude, mais également dans celles menées en Irlande et en Italie, aucun réassortant 
n’a été observé. Nos résultats contrastent avec ceux obtenus par Collin et al. : les souches 
américaines appartenaient aux clades D/OK-like et D/660-like, et les souches réassortaient 
fréquemment entre elles (13). Nos résultats suggèrent qu’un seul lignage d’IDV circulerait de 
façon majoritaire en Europe chez les bovins (D/OK-like), tandis que deux circuleraient aux 
États-Unis (D/OK-like et D/660-like). Par ailleurs, l’étude de Mekata et al. a montré que les 
souches d’IDV circulant au Japon formaient un clade distinct des deux autres (15). Cette étude 
laisse penser qu’en fonction des pays, des souches différentes pourraient circuler.  Les analyses 
phylogénétiques montrent que deux souches européennes (D/France/2986 et D/Ireland/007780) 
n’appartiennent pas totalement au clade D/OK-like, suggérant la présence d’un second lignage 
minoritaire en France. Toutefois, le peu de données ne nous permet pas de confirmer cette 
observation.  
Il est possible que l’absence de réassortants en Europe et la présence de ceux-ci aux États-Unis 
soit due aux systèmes d’élevage très différents entre les deux pays. En effet, aux Etats-Unis, on 
retrouve de très grandes structures indépendantes, appelées feedlots (parc d’engraissement), où 
sont regroupés plusieurs milliers d’animaux. La provenance des animaux (différents endroits) 
et les conditions de stress pourraient participer à la propagation d’IDV dans ces structures. 
 
Conclusion 
Notre étude, en complément de l’étude sérologique en France, a montré qu’IDV circulait dans 
des élevages de veaux de la région Occitanie. La caractérisation moléculaire des souches a 
montré qu’elles appartenaient aux clades D/OK-like et étaient particulièrement proches des 
souches italiennes et irlandaises. Aucun réassortant n’a été détecté pour l’heure en Europe, 
suggérant qu’un seul clade, de type D/OK-like, circulerait en Europe. Les analyses ont 
également révélé une faible diversité génétique inter et intra-élevages. Néanmoins, d’autres 
études seront nécessaires pour confirmer nos données, en analysant des échantillons de 
différentes régions françaises mais aussi à différentes périodes de l’année et sur plusieurs 
années, pour mieux comprendre l’évolution d’IDV sur le territoire. Par ailleurs, IDV circule 





des souches d’IDV entre les différentes espèces sensibles. Actuellement, aucun marqueur 
moléculaire n’a pu être mis en évidence. 
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2. Virosurveillance d’IDV chez le hérisson d’Europe 
Introduction 
À ce jour, peu d’études ont été menées chez les hérissons. Une étude effectuée en 1936 suggère 
que cette espèce pourrait être sensible aux IAV. Dans cette étude, des prélèvements d’humains 
infectés par le virus de la grippe ont été inoculés à des hérissons. Après quelques jours 
d’incubation, les animaux ont présenté des signes cliniques respiratoires similaires à ceux 
observés chez l’homme, suggérant une infection par la grippe. Toutefois, les techniques de 
détection ou de purification de virus étant très limitées à cette époque, il n’est pas certain que 
les signes cliniques aient été induits par le virus influenza seul (1). Les autres agents pathogènes 
(virus, bactérie, parasite) circulants chez les hérissons sont encore méconnus. Dans une revue, 
le virus de la rage et les herpesvirus sont présentés comme étant des agents zoonotiques 
circulant chez les hérissons. Cette étude suggère également que d’autres virus, comme les 
arbovirus (virus de la fièvre hémorragique de Crimée-Congo) ou certains Paramyxoviridae 
pourraient infecter cette espèce (2). Plus récemment, il a été montré que les coronavirus, 
proches de ceux circulant chez les chauves-souris et le coronavirus humain responsable du 
syndrome respiratoire du Moyen-Orient (Middle East Respiratory Syndrome ou MERS), 
infectent les hérissons d’Europe. Ces coronavirus semblent toutefois infecter principalement 
les organes digestifs de ces animaux plutôt que les voies respiratoires (3-4).  
L’objectif était ici de confirmer la circulation d’IDV chez les hérissons d’Europe provenant de 
la clinique Faune Sauvage de l’ENVT. En effet, une analyse sérologique a montré que 29,1% 
des hérissons d’Europe reçus à la clinique étaient séropositifs pour IDV. 
 
Matériel et méthode 
Prélèvements de hérissons 
Des prélèvements ont été effectués sur les hérissons hospitalisés à la clinique Faune Sauvage 
de l’ENVT. En tout, 30 écouvillons nasaux ; 14 écouvillons rectaux ; 19 fragments d’organes 
frais (trachée, n=5 ; poumons, n=5 ; foie, n=2 ; rate, n=2 ; reins, n=2 ; intestins, n=3) et 18 
organes fixés au formol (trachée, n=3 ; poumons, n=3 ; foie, n=3 ; rate, n=3 ; reins, n=3 ; 








Les écouvillons nasaux et rectaux secs ont été traités selon la méthode suivante : 300µl de PBS 
1X ont été ajoutés dans le tube, puis ceux-ci ont été vortexés à 4°C pendant 30 minutes. Pour 
les organes frais, 500µl de PBS 1X ont été ajoutés puis les organes ont été broyés avec 
l’homogénéisateur Precellys®24 (Ozyme). Les échantillons ont alors été centrifugés et stockés 
à -80°C jusqu’à analyse. Les ARN viraux ont été extraits grâce au kit QIAamp® Viral RNA 
Mini Kit (Qiagen), puis ont été analysés par RT-PCRq grâce au kit QuantiNova® Probe PCR 
kit (Qiagen) et aux amorces développées précédemment (5). La réaction a été effectuée sur le 
LightCycler®96 (Roche). 
Séquençage et phylogénie 
Les ADNc viraux ont été obtenus à partir des ARN extraits grâce au kit de Reverse 
Transcription « RT Revertaid » et au kit « Phusion® High-Fidelity DNA Polymerase » 
(Thermofisher). Des amorces spécifiques ont été utilisées pour amplifier des fragments du gène 
HEF (6). Les produits de PCR ont ensuite été séquencés par séquençage Sanger avec les 
amorces de PCR sur la plateforme GATC Biotech (Allemagne).  
Les séquences ont ensuite été alignées avec ClustalW disponible sur le logiciel BioEdit v7.0.5.3 
(7). Par ailleurs, une comparaison de nos séquences avec celles présentes sur les bases de 
données a été effectuée sur BLAST. Des alignements multiples des séquences nucléotidiques 
ont été réalisés sur BioEdit puis un arbre phylogénétique « maximum likelihood » avec 1000 
boostraps a été construit avec le modèle HKY+G (Hasegawa-Kishino-Yano plus Gamma) avec 




En complément de l’analyse sérologique, des écouvillons nasaux et rectaux, ainsi que des 
fragments d’organes de hérissons d’Europe ont été analysés par RT-PCRq. Sur les 30 
écouvillons nasaux analysés, 9 étaient positifs pour IDV par RT-PCRq. Toutefois, les Ct étaient 
élevées : de 36,1 à 40 (Tableau 1).  Par ailleurs, les 14 écouvillons rectaux étaient négatifs pour 
le virus. Des fragments d’organes ont aussi été analysés : les organes respiratoires (trachée et 
poumons) et les organes non respiratoires (foie, rate, rein, intestins) provenant de 2 animaux ; 
et les organes respiratoires de 4 autres animaux. Seuls les fragments de poumons de deux 
animaux (17-1832 et 18-0068) se sont révélés positifs pour le virus, avec des Ct de 37,1 et 29,7 





et l’animal était séronégatif. Malheureusement, aucun écouvillon nasal ou sérum n’a été prélevé 
pour le second hérisson (17-1832). 
 
Tableau 1. Viroprévalence d’IDV chez le hérissons d’Europe. 





Ecouvillons nasaux 12/2017-05/2018 30 9/30 30 
Ecouvillons rectaux 03/2018-05/2018 14 0/14 0 
Organes respiratoires 02/2018 12 2/12 16,7 
Organes non 
respiratoires 
02/2018 8 0/2 0 
Organes respiratoires : trachée et poumons ; Organes non respiratoires : rate, foie, reins, 
intestins. 
 
Nous avons tenté d’isoler le virus à partir d’un écouvillon nasal (hérisson 17-1870) et d’un 
fragment de poumons (hérisson 18-0068), afin d’amplifier le virus et espérer un séquençage de 
génome complet. Malheureusement, nous n’avons pas réussi à isoler le virus. Nous avons 
cependant réussi à séquencer partiellement, avec la technologie Sanger, le gène de 
l’hémagglutinine estérase fusion (HEF) à partir du prélèvement de départ.  Une séquence 
partielle a été obtenue pour les échantillons 18-0068 (2/3 du gène) et 17-1870 (1/3 du gène). 
L’alignement des séquences et la phylogénie ont révélé que les deux séquences obtenues à partir 
des prélèvements de hérissons appartenaient au clade D/OK-like.  
La séquence D/hedgehog/France/1870/2017 était identique à la souche D/OK. La séquence 
D/hedgehog/France/0068/2018, quant à elle, était identique de la souche D/France/5920 
(Figure 1).  
Nous avons également tenté du séquençage NGS sur la plateforme de l’Institut Pasteur de Paris, 












Figure 1.  Arbre phylogénétique du gène HEF. 
En bleu : souches françaises ; en vert : souches européennes. Les souches obtenues à partir des 








Dans notre étude sérologique, nous avons observé une séroprévalence de 29,1%, avec des titres 
en anticorps faibles (1:20 à 1:80) comparés à ceux observés chez les camélidés ou les bovins, 
suggérant néanmoins que les hérissons pourraient être sensibles à IDV. Nous avons également 
détecté du virus par RT-PCRq dans des écouvillons nasaux et des fragments de poumons. 
Toutefois, les valeurs de Ct obtenues étaient relativement élevées (29,7 à 40). Ces valeurs 
pourraient être expliquées par le fait que les échantillons aient été stockés à -20°C durant une 
longue période avant analyse et, de ce fait, que le génome viral aurait été dégradé. Il est 
également possible que les prélèvements aient eu lieu à une phase trop précoce ou trop tardive 
de l’infection.  
Le séquençage de deux échantillons (un écouvillon nasal et un fragment de poumons) a été 
effectué directement sur les échantillons, puisque nos tentatives d’isolement se sont révélées 
infructueuses. Les séquences partielles obtenues semblaient appartenir au clade D/OK-like, et 
avec une séquence proche de la souche D/OK et l’autre de la souche D/France/5920. Toutefois, 
le manque de données (séquence partielle d’HEF, pas de génome complet) ici ne nous permet 
pas de confirmer ces résultats. Une contamination par la souche D/France/5920 ou encore un 
plasmide exprimant la HEF de la souche D/OK, utilisés au laboratoire, n’est pas à exclure. 
Les principales difficultés ont été ici d’obtenir une séquence complète du gène HEF. En effet, 
nous avons observé une amplification non spécifique de gènes cellulaires de hérissons.  Le 
séquençage NGS a également échoué du fait d’une charge virale insuffisante.  
Parmi les hérissons, certains présentaient des signes cliniques comme une hypothermie, des 
diarrhées ou encore des signes respiratoires (rhinite, toux). D’autres en revanche, étaient 
asymptomatiques mais étaient atteints de teigne ou infestés par des puces et des tiques. Ici, il 
est impossible de savoir si la présence d’IDV a induit ces signes cliniques, ou encore s’il a 
favorisé l’apparition de ceux-ci lors de co-infections puisque aucun diagnostique étiologique 
n’a été réalisé. La question de la pathogénicité d’IDV chez les hérissons reste donc inconnue. 
Des infections expérimentales pourraient nous permettre de mieux comprendre la pathogénicité 
d’IDV, néanmoins, le hérisson est une espèce protégée, rendant difficile ce type d’expérience. 
Il est possible que les hérissons avec des signes cliniques aient été co-infectés par une bactérie 
ou un autre virus. En effet, dans une revue des agents zoonotiques connus et potentiels circulant 
chez le hérisson, il a été montré que cette espèce pouvait être infectée par des bactéries comme 
Salmonella, des virus comme le virus de la rage ou certains microchampignons (2). Des co-





bronchopneumonie infectieuse (9). Nous avons donc réalisé une RT-PCRq pour rechercher le 
coronavirus, connu pour infecter les hérissons. Toutefois, tous les échantillons se sont avérés 
négatifs. Grâce à une collaboration avec une équipe du département de Pathobiologie avec 
l’Université de Utrecht, un marquage des acides sialiques avec une protéine HEF recombinante 
a été effectué sur les cornets nasaux de hérissons. Il semble que les cellules de l’épithélium et 
des couches internes de la muqueuse nasale expriment les acides sialiques reconnus par HEF, 
les acides sialiques 9-O-acétylés (résultats préliminaires de N. Nemanichvili, communication 
personnelle). Ces résultats suggèrent que les hérissons expriment les récepteurs d’IDV au 
niveau des voies respiratoires hautes, et donc qu’IDV pourrait infecter les hérissons.  Enfin, la 
question de la transmission du virus chez cette espèce demeure inconnue. En effet, les infections 
expérimentales chez le bovin ont montré que le virus pouvait être transmis par contact direct 
ou les aérosols.  Il est toutefois difficile de comprendre comment les hérissons ont été infectés : 
sont-ils entrés en contact avec des animaux domestiques infectés (par exemple les bovins) ? 
Ont-ils été infectés via une espèce de la faune sauvage ? Une hypothèse serait qu’IDV aurait 
été transmis aux hérissons indirectement, via l’environnement (matériaux contaminés, 
nourriture, eau). Des études seront donc nécessaires pour comprendre comment le virus a été 
transmis aux hérissons. Dans le cas de cette étude, il est possible que la transmission entre les 
hérissons ait eu lieu lors de l’hospitalisation des animaux dans la clinique Faune sauvage : un 
animal infecté aurait contaminé tous les autres présents dans la clinique. Il serait donc 
intéressant de tester des animaux hors clinique pour étudier la présence d’IDV sur le terrain, et 
confirmer la circulation d’IDV dans cette espèce. 
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C. Développement d’un modèle murin pour étudier la 
pathogénicité d’IDV 
Depuis la découverte d’IDV en 2011, les études ont montré que le virus circulait largement 
dans le monde chez différentes espèces animales. De fortes séroprévalences ont été observées 
chez les bovins, suggérant que cette espèce serait l’hôte principal du virus. La question de la 
pathogénicité et des modalités de transmission s’est donc naturellement posée. Afin de répondre 
à cette question, différents modèles animaux ont été utilisés. 
Comme présentés dans l’introduction des modèles chez le furet, le porc EOPS, le porc sauvage, 
et le cobaye ont été développés. Dans ces études, IDV présentait un tropisme respiratoire 
(atteintes des voies hautes ou hautes et basses selon les modèles. Seul le modèle veau a présenté 
des signes cliniques légers à modérés. Enfin, une transmission par contact direct ou voie 
aéroportée a été observée dans ces études (14, 190, 278).  
Enfin, deux infections expérimentales chez le veau ont été effectuées dans deux équipes 
différentes. Le bovin étant l’hôte principal d’IDV, ce modèle est donc à ce jour le meilleur pour 
étudier la pathogénicité du virus. Il possède néanmoins des contraintes pratiques et nécessite 
des veaux séronégatifs pour le virus. Dans la première étude, publiée en 2016, des veaux ont 
été inoculés par voie intranasale avec la souche D/bovine/Mississippi/C00046N/2014. Les 
auteurs ont observé des signes cliniques respiratoires légers. Une réplication virale dans les 
voies respiratoires hautes avec une inflammation des tissus, et dans une moindre mesure, basse, 
a été mise en évidence. Par ailleurs, une transmission du virus a été observée chez les veaux par 
contact direct mais pas chez les furets via un fomite (279).  Dans la seconde étude, des veaux 
ont été infectés par nébulisation avec la souche D/France/5920. Les veaux ont ici présenté des 
signes cliniques respiratoires légers à modérés. Le virus s’est répliqué dans les voies 
respiratoires hautes et basses, tout en induisant des lésions les tissus. Une transmission par voie 
aéroportée et la mise en place d’une réponse inflammatoire innée ainsi qu’une réponse 
adaptative mixte ont été pour la première fois mises en évidence (281). 
 
L’objectif de cette partie des travaux de thèse a été de développer un modèle « petit animal » 
afin d’étudier la pathogénicité d’IDV. Nous avons choisi le modèle souris, qui est le plus utilisé 
en expérimentation animale pour IAV, plus particulièrement pour étudier la réplication virale 





un aspect pratique non négligeable en termes de coût, de facilité d’hébergement, de disponibilité 
de réactifs. Cette partie des travaux de thèse a été divisée en trois parties avec pour objectifs : 
(i) déterminer le tropisme, la réplication virale et les potentiels signes cliniques (ii) étudier la 
réponse immunitaire anti-IDV, et (iii) comparer la pathogénicité du virus pour voir si des 
différences génétiques (clades différents et génotypes différents) peuvent moduler celle-ci.  
Ici nous avons tout d’abord réalisé des infections expérimentales pour étudier la réplication du 
virus mais aussi son tropisme tissulaire et cellulaire. Nous avons également analysé la réponse 
immunitaire innée et adaptative par transcriptomique et l’utilisation de souris transgéniques.  
Enfin, nous avons étudié la pathogénicité de différentes souches d’IDV avec ce modèle, grâce 
à une collaboration avec une équipe de l’Université du Mississippi.  
En effet, il a été montré que les souches américaines d’IDV présentaient des génotypes 
différents. L’équipe du Mississippi a émis l’hypothèse que ces différences pourraient moduler 
la pathogénicité du virus chez l’espèce hôte. L’objectif était ici de déterminer si les différences 
génétiques pouvaient induire des profils de réplication virale et de pathologie différentes chez 
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A novel genus within the Orthomyxoviridae family was identified in the USA and named 26 
Influenza D virus (IDV). Bovine have been proposed to be the primary host and three main 27 
viral lineages (D/OK-like, D/660-like and D/Japan-like) have been described. Experimental 28 
infections were so far performed in swine, ferret, calf and guinea pig, in order to study IDV 29 
pathogenesis. 30 
We developed a murine experimental model to ease the study of IDV pathogenesis and 31 
immune response. DBA/2 mice were inoculated with 105 TCID50 of 32 
D/bovine/France/5920/2014 (D/OK-like). No clinical signs and weight loss were observed. 33 
Viral replication was observed mainly in the upper respiratory tract (nasal turbinates) but also 34 
in lower respiratory tract of infected mice, with a peak at 4 days post-infection. Moreover, the 35 
virus was also detected in the intestines. All infected mice seroconverted by 14 days post 36 
infection. Transcriptomic analyses demonstrated that IDV induced an activation of pro-37 
inflammatory genes such as IFN-γ and CCL2. Inoculation of NFκB-luciferase and IFNAR-38 
KO mice demonstrated that IDV induced mild inflammation and that type I interferons 39 
response was not necessary in IDV clearance. Adaptation of IDV by serial passages in mice 40 
was not sufficient to induce disease or increased pathogenesis. 41 
Taken together, present data and comparisons with the calf model show that our mouse model 42 
allows for the study of IDV replication and fitness (before selected viruses may be inoculated 43 









Influenza D virus (IDV), a new genus of Orthomyxoviridae family, presents a large host range 51 
and a worldwide circulation. The pathogenicity of this virus has been studied in the calf 52 
model. The mouse model is frequently used to enable a first assessment of a pathogen’s 53 
fitness, replication and pathogenesis for influenza A and B viruses. We showed that DBA/2 54 
mice are a relevant in vivo model for the study of IDV replication. This model will allow for 55 
rapid IDV fitness and replication evaluation and will enable phenotypic comparisons between 56 
isolated viruses. It will also allow for a better understanding of the immune response induced 57 





In 2011, a new Influenza virus was isolated from a pig with influenza-like symptoms in 61 
Oklahoma. Electronic microscopy and real-time RT-PCR revealed that it was neither an 62 
Influenza A virus (IAV) nor an Influenza B virus (IBV). Next-generation sequencing (NGS) 63 
analyses allowed for the identification of 7 Orthomyxovirus-like RNA segments, but this 64 
virus presented only 50% overall identity to human Influenza C virus (ICV). Furthermore, 65 
serological analyses demonstrated that antibodies against this new virus failed to cross-react 66 
with IAV, IBV or ICV (1). All these results suggested it was a new genus of 67 
Orthomyxoviridae, temporarily named C/swine/Oklahoma/1334/2011 (C/swine/OK) and then 68 
Influenza D virus (IDV) (1, 2). 69 
IDV is widely distributed in the world: so far, it was detected in America (1, 3–6), Asia (7–70 
11) Europe (12–18), and in Africa (19, 20). Two clades of IDV, antigenically and 71 
phylogenetically differents, were identified in the United States: D/OK-like and D/660-like. 72 
Both were shown to frequently reassort in the USA (21).  More recently, a third clade, 73 
circulating specifically in Japan, was identified (D/Japan-like) (11, 22, 23).  74 
Several studies detected IDV in cattle, with a higher prevalence in sick than healthy cattle (2, 75 
10, 21) and higher prevalence in cattle than in swine, suggesting that bovine could be a main 76 
host of IDV (1, 3). IDV was also detected in small ruminants, horses and camels (19, 22, 23).  77 
The zoonotic potential of IDV is still not clear, but serological and virological studies 78 
suggested that the virus might infect human, especially exposed to cattle (1, 24–26). An 79 
experimental study in ferrets was conducted in order to understand IDV pathogenesis and 80 
zoonotic potential (1). Ferret is a good model for studying human influenza virus. Indeed, the 81 
animals express the same pattern of viral receptors, and present similar clinical signs as 82 
observed in human (27). Despite the absence of clinical signs, the virus replicated in the upper 83 
respiratory tract of the ferrets. Moreover, a direct contact transmission between ferrets was 84 
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observed. Taken together, these results suggested that human could be susceptible to IDV, but 85 
studies are still needed to confirm this hypothesis. 86 
IDV is involved in bovine respiratory disease complex (BRDC). BRDC causes a major 87 
economic and public health problem in young calves worldwide. The causes are 88 
multifactorial: (i) the presence of one or several pathogens (virus and/or bacteria), (ii) a 89 
compromised immune system of bovines and (iii) environmental factors. Recently, three 90 
metagenomics studies identified IDV among viruses associated with BRDC. IDV was mainly 91 
associated with BRDC, alone or in combination with bovine adenovirus-3, and bovine rhinitis 92 
A in US cattle (28), or bovine rhinitis A and B viruses, bovine coronavirus or bovine 93 
respiratory syncytial virus in Canadian cattle (5). The role of IDV in BRDC remains unclear 94 
but the high prevalence in cattle and the mild clinical signs by experimental infections suggest 95 
that it could be an initiating pathogen (30, 32). 96 
Little is known about IDV pathogenesis, transmission or associated immune response.  It is 97 
therefore necessary to develop a small animal model in order to have a better understanding of 98 
IDV’s biology. Four experimental infection models were so far developed in swine, ferret, 99 
guinea pig and calf (1, 29–31). Swine and ferrets did not present clinical signs and IDV was 100 
only detected in the upper respiratory tract (1). In guinea pig, IDV replicated with high titers 101 
in upper and lower respiratory tracts, but was not associated with clinical signs (29). Ferguson 102 
et al. and Salem et al. also studied pathogenesis and transmission of the virus in calves, the 103 
main host known so far (30, 32). They observed mild clinical signs and IDV was detected in 104 
both upper and low respiratory tracts. Transmission by direct contact and aerosols was 105 
observed. Salem et al. studied the immune response of calves post-IDV inoculation. The 106 
calves presented an innate immune response involving pro-inflammatory cytokines and 107 
chemokines such as CCL2, CCL3 or CCL2. Surprisingly, the type I interferons mRNA were 108 
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not overexpressed. A mixed Th1 and Th2 response was also observed, with IDV-specific 109 
IgG1 production starting from 10 days post infection. 110 
Mice have so far not been used for the study of pathogenesis of IDV. Mice are however the 111 
most used animal model for studying influenza viruses (33). It is a very convenient model for 112 
studying viral replication (34), tissue tropism (35), immune response (36) but also testing 113 
vaccines or antiviral molecules (37, 38). It has clear practical advantages such as a low cost, 114 
small size, ease of husbandry, and good availability of reagents for immunology testing (33). 115 
The main disadvantages are the inefficient influenza virus transmission between mice, the rare 116 
clinical signs and the requirement of adaptation for some influenza strains. It was shown that 117 
the mouse genetic background has also an impact on their susceptibility to IAV (39).   118 
The mouse model was especially used to study the pathogenicity of IAV, namely tissue 119 
tropism, fitness of replication and immune response. The most visible clinical signs post IAV 120 
infection are weight loss and a modification of behavior. IAV was shown to mainly replicate 121 
in the upper and lower respiratory tracts of mice, especially in epithelial cells, endothelial 122 
cells and type I pneumocytes. A viral peak has often been observed around 3-4 dpi. Systemic 123 
replication was observed with highly pathogenic H5N1 and was associated  with a severe 124 
disease (39, 40).  125 
Here, we developed a murine experimental model to study pathogenesis and immune response 126 
of IDV. We aimed to reproduce the clinical signs, the viral replication and tissue tropism as 127 
observed in the main host. We also used this model to better understand the immune response 128 




Influenza D virus (IDV) infects mice but does not cause clinical signs 133 
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DBA/2 mice are known to be highly susceptible to IAV infection and were therefore selected 134 
for the present study. In order to determine if the mice are susceptible to IDV, we infected in 135 
total 50 DBA/2 mice intranasally with 105 Tissue Culture Infectious Dose 50% (TCID50) of 136 
D/bovine/France/5920/2014 (D/5920; D/OK-like clade) and 25 mice served as negative 137 
controls (inoculated with PBS). This infection was carried out in two separate experiments.  138 
We did not observe clinical signs or weight loss in DBA/2 infected mice. No mortality was 139 
recorded either, suggesting that IDV could not induce disease in mice (Figure 1). 140 
The antibody response against IDV was measured at 14 days post-infection (dpi), using 141 
Hemagglutination Inhibition (HI) assay. Two viral strains were used D/5920 (inoculum) and 142 
D/bovine/Nebraska/9-5/2012 (D/660-like, heterologous strain). All the infected mice 143 
seroconverted, confirming they had all been infected by the virus. The mice presented high 144 
antibody titers ranging from 15 to 240 against D/5920 (homologous strain), but the antibody 145 
titers against D/Neb were much lower (20 < HI titers < 40) (Table 1).  146 
IDV efficiently replicates in DBA/2 mice with a peak at 4dpi 147 
To assess the viral replication and the tissue tropism of the virus, eight mice were necropsied 148 
at 2, 4, 6 and 8 dpi and different organs (brain, nasal turbinates, trachea, lungs, spleen, liver, 149 
kidneys, intestines and blood) were collected. IDV was titrated by TCID50 (Figure 2). The 150 
virus was detected in nasal turbinates of all mice (n=10) with high titers at 4 dpi (103.4 to 104.7 151 
TCID50/g), but not at 2 or 6-8 dpi (Figure 2B). The virus was detected in the trachea of three 152 
mice only at 4 dpi, but with low titers (102 to 103 TCID50/g) compared to nasal turbinates 153 
(Figure 2C). In the lungs, IDV was detected in two mice (n=2/10) at 2 dpi (102.6 to 103 154 
TCID50/g), in four mice (n=4/10) at 4 dpi (10
1.9 to 102.8 TCID50/g) and one mouse (n=1/10) at 155 
8 dpi (102.1 TCID50/g) (Figure 2D). 156 
 The virus was also sporadically detected in non-respiratory organs (Figures 2A, F, G). Four 157 
mice at 2 dpi were positive for IDV in the liver (102.4 to 1022.- TCID50/g), suggesting viremia 158 
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(Figure 2E). However, blood taken at 2 and 6 dpi was negative for IDV (data not shown). 159 
Finally, the virus was detected in the intestines of mice with titers ranging from 102.1 to 103.3 160 
TCID50/g (6/8 mice at 2 dpi; 3/8 at 4 dpi; 2/8 at 6 dpi and 3/5 at 8 dpi), suggesting that IDV 161 
could have an enteric tropism. 162 
Histology analyses were performed for each organ at 2 and 6 dpi for negative control mice 163 
and infected mice. At 2 dpi, no lesion was observed irrespective of the organ. At 6 dpi, mild 164 
inflammation was only observed in the nasal turbinates. By comparison with non-infected 165 
mice, there was an infiltration of lymphocytes, macrophages and plasma cells, cells 166 
degeneration and loss of cilia. Immunohistochemistry (IHC) staining confirmed the presence 167 
of virus in the nasal turbinates at 6 dpi (Figure 3). No immunohistochemistry signal was 168 
detected in any other organs (data not shown). 169 
These results confirmed that the virus presented a respiratory tropism, especially for the upper 170 
respiratory tract, regarding the viral titers. Although there were no clinical signs, we observed 171 
a mild inflammation at 6 dpi in the nasal turbinates (Figure 3).  172 
IDV induces a mild pro-inflammatory response  173 
To investigate the immune response against IDV, we evaluated the induction of genes 174 
involved in innate and adaptive responses in tissues by measuring the transcripts levels of 36 175 
associated genes. The immune response was assessed in the lungs, to understand the local 176 
response, and in the spleen to understand the systemic response. Two-fold changes between 177 
infected and non-infected control mice were considered significant (Figure 4). 178 
We did not succeed in detecting the transcript levels of IL-2, IL-12p40, IL-13, SOCS1 or 179 
Foxp3 in the lungs and the spleen, either because the primers selected (Table S1) did not 180 
amplify the mRNA transcript or because of inadequate real-time PCR sensitivity.  181 
In the lungs, we observed overexpression of several genes of the innate response. Looking at 182 
the sensors of the innate immunity, we observed a ≥ two-fold over expression of TLR4 and 183 
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TLR7 at 6 dpi as compared to 2-4 dpi. For TLR3, we observed a higher expression at 4 dpi 184 
than at 2 and 6 dpi. Finally, we did not observe significant overexpression of TLR9 or RIG-I 185 
transcripts (1.77 and 1.41-fold increase respectively, Figure 4). We also noticed an 186 
inflammatory response with a significant increase of IL-6 or IL-1β at 2 dpi. The highest fold 187 
changes were observed at 2 dpi for CCL5 and IFN-γ (5.3 and 6.9 fold changes, respectively, 188 
Figure 4), with a decrease of their expression at 4-6 dpi (5-fold decrease, Figure 4). These 189 
results suggested that IDV could induce a mild innate response in the two first days post-190 
infection. 191 
The gene coding for 2’5’OAS was slightly overexpressed at 2 dpi, suggesting that type I 192 
interferon could be induced after IDV infection. Moreover, we observed an increase of IRF3 193 
mRNA levels at 6 dpi.  Surprisingly, we did not observe an overexpression of IFN-β or IFN-λ 194 
mRNA levels. Finally, we also observed a slight increase of Gata3 and T-Bet at 6 dpi, 195 
suggesting the involvement of an adaptive and mixed Th1/Th2 response (Figure 4). 196 
In the spleen, the pattern of transcripts expression was different. We observed an 197 
overexpression of RIG-I transcript at 4 dpi, but not of the Toll-like receptors (TLR). An 198 
overexpression of NFκBp65 at 4 and 6 dpi was also detected, suggesting an inflammation in 199 
the spleen. However, no increase of IL-6 or IL-1β mRNA levels was observed. We noticed an 200 
increase of the anti-inflammatory cytokine TGF-β1 at 4 dpi. The highest increase of 201 
expression of pro-inflammatory effectors was observed for CCL2 at 4 dpi. An increase of 202 
IFN-γ, lower than that observed in the lungs, was also observed. At 6 dpi, a slight 203 
overexpression of T-Bet transcript level was also observed, but not of Gata3, in contrast to 204 
what was observed in the lungs (Figure S1). 205 
NFκB transcription factor is involved in the activation of gene coding for some pro-206 
inflammatory cytokines. As we observed an overexpression of NFκB in the spleen of DBA/2 207 
mice (3.3 and 4.4 fold changes at 4 and 6 dpi, respectively), we inoculated transgenic mice 208 
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expressing a firefly luciferase gene under the control of the NFκB promotor (NFκB-luciferase 209 
mice) with D/5920 to determine the inflammation induced by IDV. The NFκB dependent 210 
inflammatory response was analyzed daily by luminescence monitoring in the whole body of 211 
infected mice. We observed a mild inflammation in mice, starting from 2 dpi and lasting till 6 212 
dpi (Figure 5A). A two-phase response was noticed, with a peak of luminescence at 2 and at 5 213 
dpi (Figure 5B).  214 
These results suggested that IDV could induce only a mild pro-inflammatory response with a 215 
limited increase of NFκB transcript, involved in cellular pathway for cytokines production.   216 
The type I interferon response is not essential to resolve IDV infection 217 
Type I interferons are especially involved in innate immunity against influenza A virus (IAV) 218 
and they are induced after NFκB, IRF3 and IRF7 activation. Here, we conducted an 219 
experiment on mice deleted for interferon receptor (IFNAR-KO), in order to understand the 220 
role of this pathway during IDV infection. Ten twelve-weeks old IFNAR-KO mice were 221 
infected intranasally with 105 TCID50 of D/5920 intranasally and seven IFNAR-KO were 222 
inoculated with PBS as controls. 223 
As observed for DBA/2 mice, the IFNAR-KO mice did not show clinical signs or weight loss 224 
(Figure 5A). All the mice seroconverted (80 ≤ HI titers ≤160), demonstrating that they had all 225 
been successfully infected by IDV. These observations suggested that type I interferon 226 
response is not essential for the protection against IDV.  227 
To assess the viral replication and tropism, we performed necropsies of four infected mice at 228 
4 dpi. IDV presented almost the same tropism and viral titers in IFNAR-KO and DBA/2 mice: 229 
the virus was detected in nasal turbinates (103.7 to 104 TCID50/g), lungs (10
1.4 to 102.9 230 
TCID50/g) and intestines (10
2.9 to 103.4 TCID50/g). Contrary to what was observed in DBA/2 231 
mice, IDV was not detected in the trachea and liver of IFNAR-KO mice (Figure 5B). 232 
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Together, these results suggested that type I IFN response could be induced during IDV 233 
infection in mice but without being critical in antiviral response against IDV, in contrast to 234 
what has been observed for influenza A virus. 235 
D/bovine/France/5920/2014 does not undergo much adaptation after passages in DBA/2 236 
mice. 237 
In order to understand if D/5920 could adapt to mice after a few passages and then could 238 
induce clinical signs or a higher viral replication, we performed 5 serial passages in DAB/2 239 
mice. Briefly, three mice were infected with 105 TCID50 of D/5920 intranasally. At 4 dpi, 240 
mice were euthanized and the respiratory organs (nasal turbinates, trachea and lungs) were 241 
collected and homogenized. The homogenates were used to inoculate three new mice 242 
intranasally again. We performed 5 serial passages and then infected eight DBA/2 mice 243 
intranasally with the “adapted” virus (D/5920-M5). Each passage was titrated to confirm the 244 
presence of the virus. 245 
The DBA/2 mice infected with the “D/5920-M5-adapted” virus did not show clinical signs or 246 
weight loss, as observed with DBA/2 mice infected with non-adapted virus (Figure 6A). All 247 
the mice infected with the “adapted” virus seroconverted, with similar antibodies titers as 248 
those observed with mice infected with non-adapted virus.  The viral replication at 4 dpi was 249 
assessed in the different organs. IDV tissue tropism was unchanged: it replicated in 250 
respiratory organs and intestines. Moreover, the viral titers were similar between mice 251 
infected with non-adapted and “adapted” virus in nasal turbinates (104.1 to 105 TCID50/g), 252 
trachea (103.6 to 104.3 TCID50/g), lungs (10
3.1 to 103.4 TCID50/g) or intestines (10
3.1 to 104.4 253 




We then performed a whole genome sequencing on the D/5920-M5 homogenate. No 256 
mutations were observed in PB1, PB2, P3, NS and M1 genes. A single substitution (nt: 257 
C842T; aa: A281V) was observed on HEF gene.  258 
These results suggested that adaption did not increase the pathogenicity of IDV (clinical signs 259 
or higher viral replication) or that the number of passages (5 passages) was not sufficient to 260 
adapt the virus. 261 
 262 
Discussion 263 
The study aimed to develop a murine model in order to understand the pathogenesis of a 264 
recently identified virus, Influenza D virus (IDV).  265 
IDV and absence of clinical signs in mice 266 
In this study, DBA/2 mice infected with D/5920 did not present respiratory or general clinical 267 
signs nor weight loss. IDV does not seem to induce disease in mice, as observed in guinea 268 
pig, ferret or specific-pathogen-free (SPF) and feral swine models. This contrasts with IAV 269 
infection in mice where mortality and/or morbidity is often observed with high doses of low 270 
pathogenic virus, with mouse adapted strains, or with highly pathogenic strains (33, 41). IDV 271 
has been discovered recently and so far the pathogenicity of the viral strains remains 272 
unknown. We cannot exclude the possibility that D/5920 strain is more or less pathogenic 273 
than other IDV strains, but further analyses, such as the screening of different viral strains in 274 
vivo, could help answer this question. It is likely that the viral dose used for the infection was 275 
not responsible of the absence of clinical signs: indeed, we used 105 TCID50, which is a strong 276 
dose in mice.  The minimal infectious dose for IDV in mice remains unknown and an 277 
experiment with mice infected with different doses of IDV would help determine if the 278 
infective dose may play a role on the induction of clinical signs. In the calf model, a dose of 279 
107 TCID50 of D/5920 was used, and only mild clinical signs were observed (32).  280 
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The absence of pathogenesis in mice has also been observed with other respiratory viruses 281 
such as the highly prevalent bovine and human respiratory syncytial viruses (bRSV and 282 
hRSV).  Several studies used Balb/c mice to reproduce clinical signs, viral replication and 283 
immune response of hRSV. Almeida et al., developed a murine Balb/c model of bRSV 284 
however mice did not present clinical signs and virus was difficult to detect using PCR (42).  285 
In another study, Balb/c mice were infected with recombinant hRSV expressing the firefly 286 
luciferase protein. Despite the replication in mice respiratory tract, mice did not present any 287 
clinical signs or mortality (43). 288 
IDV adaptation in mice 289 
Sreenivasan et al. suggested that viruses from swine D/OK-like clade and from bovine D/660-290 
like clades may have different tropisms in guinea pigs (29). They hypothesized that the 291 
recognition of the HEF glycoprotein to its receptor may vary depending on the clade. A 292 
mutation in the binding site of HEF glycoprotein was observed between isolates from swine 293 
D/OK-like (K212) and bovine D/660-like clades (R212): this mutation may modify the 294 
specificity and affinity of HEF for its cellular receptor and thus may modify tissue tropism 295 
between the two clades (21). So far, the potential differences of IDV strains have not been 296 
studied. 297 
As mice are not the main host for IDV, viral adaptation may be required to induce disease. 298 
We attempted to adapt the IDV in DBA/2 mice, in order to see if this would reveal clinical 299 
signs or an increase of viral replication. Many IAV strains indeed need adaptation to induce 300 
disease or even viral replication in mice (33, 44). Here, we performed five serial passages in 301 
mice to obtain an adapted virus named D/5920-M5. DBA/2 mice infected with D/5920-M5 302 
did not present clinical signs, or a significant increase of viral replication at 4 dpi compared to 303 
DBA/2 mice infected with original virus. We observed very little genetic adaptation in mice: 304 
indeed, the full genome sequencing showed that adaption only induced one mutation in the 305 
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HEF gene (not located in the receptor binding site). By comparison, 6 amino acids mutations 306 
were observed on D/bovine/Oklahoma/660/2013 after one passage in the guinea pig model 307 
(29). 308 
The number of serial passages was maybe not sufficient to adapt IDV to DBA/2 mice. For 309 
example, an adaptation of seasonal H1N1 (A/Brisbane/59/2007) in mice showed that mice 310 
presented clinical signs from the fifth passage and mortality from the sixth. A higher viral 311 
replication was also observed after the fifth passage in mice (45). For influenza B virus (IBV), 312 
clinical signs and an increase of viral replication were observed after 12 passages in mice 313 
(46). D/5920 did however not loose fitness in mice after passages, as evident by similar titers 314 
and tissue tropisms. Another hypothesis is that IDV may not induce disease in mice no matter 315 
the number of passaging. We however noticed an important D/5920 adaptation in ST cells. 316 
Our inoculum virus, passaged 5 times on swine testis cells, was indeed different from the 317 
initially sequenced D/5920 virus with 2 mutations in HEF (G628A and G684A) suggesting 318 
adaptation in cells (data not shown).  It is unknown whether wild type, non-cell culture 319 
adapted virus would be virulent in mice. 320 
IDV’s tropism in mice is respiratory but might also be enteric 321 
The limited literature available on IDV pathogenesis in vivo suggested a respiratory tropism 322 
of the pathogen. In ferrets and pigs, IDV replicated in nasal turbinates only (1). In calf and 323 
guinea pig, virus replicated in both upper and lower respiratory tracts (29, 30, 32).  324 
Our findings confirmed the respiratory tropism of D/5920 in mice. Here, D/5920 (D/OK-like 325 
clade) replicated mainly in the upper respiratory tract with a peak at 4 dpi (nasal turbinates).  326 
We also observed replication to a lower extent in the middle (trachea) and lower respiratory 327 
tracts, as observed in guinea pig model (29). Contrary to this model, we observed lesions only 328 
in the nasal turbinates but not in the lungs of mice.  We also noticed a time difference between 329 
virus detection and microscopic lesions for D/5920 infection (positive virus detection data at 4 330 
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dpi and microscopic lesions at 6 dpi). Immune response at 6 dpi may be sufficient to inhibit 331 
IDV replication and avoid more severe lesions. Interestingly, the viral replication was similar 332 
with those observed in the main host, the bovine, experimentally (32). In the calf model 333 
developed by Salem et al., the viral strains D/5920 replicated both in upper and lower 334 
respiratory tract (32). In this model, the virus was detected with higher titer in nasal swabs 335 
(5.6.108 RNA copies/ml) than in bronchoalveolar lavages (1.4.105 RNA copies/ml), and also 336 
with similar titers in organs (lungs and nasal mucosa).  337 
IDV was also detected with low titers in the intestines but no lesions were observed. Previous 338 
studies of IAV infection showed high titers of H1N1 virus in respiratory tract and low titers in 339 
DBA/2 intestines and feces (47). Bao et al. also observed low titers of H7N9 in Balb/c 340 
intestines (48). No IDV (or with very low titers) was detected in the enteric organ so far in 341 
other experimental model (intestines for ferrets (1) and rectal swabs for calves model (30, 342 
32)). The difference in physiology and receptor expression in the intestines could be 343 
responsible of this difference. In a recent study, IDV was however detected in rectal swabs of 344 
goats, suggesting that IDV could present an enteric tropism or could be orally transmitted in 345 
other susceptible species (9). Unfortunately, no rectal swabs were so far tested for cattle or 346 
swine in the field, which makes difficult to determine if IDV may harbour an enteric tropism. 347 
IDV is able to bind cells through 9-O-acetylated sialic acids, expressed on the cells surface 348 
(49). So far, the presence of 9-O-acetylated sialic acids have not been demonstrated in mouse 349 
intestines. However, a study demonstrated that rats express these sialic acids in intestines, 350 
suggesting it could be the same in mice (50). Here, we cannot exclude the possibility of oral 351 
contamination during the infection. 352 
Surprisingly, IDV was detected in mice livers with low titers at 2 dpi while blood samples 353 
were negative at the same time point. A transient viremia may occur early in the course of 354 
IDV infection. Blood samples collected in the first hours post infection would help understand 355 
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if IDV indeed causes viremia. It was previously suggested that IAV could be viremic in mice. 356 
Indeed, virus was detected in red blood cells fraction in the early step of infection, but it was 357 
virus strain dependent, required high PCR sensitivity and a high dose of inoculum (51). 358 
Recently, a study from China detected IDV in diseased dairy cattle, buffalo and goat serum 359 
sample using PCR (9). A transient viremia was also observed in feral swine and calf 360 
experimental models. The virus was detected at 3 and 5 dpi in feral swine and 3 and 5 dpi in 361 
cattle, with around 3 log10 TCID50/ml in both studies, suggesting that IDV induces viremia 362 
(31, 52). We could hypothesize that IDV could pass into the bloodstream using blood vessels 363 
in nasal turbinates and thus infect other tissues such as the liver, or the intestines. Further 364 
evidence is however warranted to really assess the putative viremia associated with IDV in 365 
mice. Our IHC findings confirm the presence of IDV in nasal turbinates but not in any other 366 
organs (Figure 3). This suggests either that the sensitivity of the technique does not allow for 367 
the detection of low levels of virus or that the non-respiratory tissues may carry virus without 368 
it replicating locally. So far, IDV seemed to harbour a respiratory tropism in the field and in 369 
all animal models (1, 29, 30). Most of IDV studies focused on the respiratory tract, except for 370 
the pathogenesis study in ferrets where no IDV replication was observed outside the 371 
respiratory tract (1). We now confirmed the respiratory tropism of IDV but our findings also 372 
warrant further investigating a putative viremia and/or intestinal tropism of the pathogen at 373 
least in mice. 374 
Influenza viruses and humoral immune response 375 
The antibody response likely plays an important role in controlling IDV infection as it does 376 
for IAV infection. So far when several antigens were used to titer IDV antibodies in ruminant 377 
sera by hemagglutination inhibition assay, 2 fold differences in titers were observed in 378 
average (19), suggesting a limited antigenic diversity between the 2 IDV clades (genotypes). 379 
In contrast here all infected mice seroconverted at 14 dpi, with antibodies titers ranging from 380 
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1:15 to 1:240 against the homologous strain, and from 1:20 to 1:40 against a heterologous 381 
strain (D/Neb or D/5920), suggesting a high antigenic difference between the two clades as 382 
was initially observed in the USA by Collin et al. (21).  383 
A mild pro-inflammatory response is sufficient to clear IDV infection.  384 
To understand the immune response against IDV in mice, we analysed 36 genes involved in 385 
innate and adaptive responses using transcriptomics. So far, the immune response was 386 
analysed only in the calf model, using both transcriptomics and proteomics (32). IDV seems 387 
induce a mild innate response in mice, regarding the fold changes. Here, we observed 388 
differences between mice and calves’ models. First, we observed a lower induction of pro-389 
inflammatory gene expression in mice than in calves. A greater IDV fitness in calves than in 390 
mice could explain these differences although we cannot exclude that the immune response in 391 
calves participates to the clinical outcome.  392 
Differences between the calf and mouse models could also be explained by the type of 393 
samples and the time of samples collection: bronchoalveolar lavages for calves versus lungs 394 
and spleen homogenates for mice. The immune response was measured at 2, 4 and 6 dpi in 395 
mice but at 2, 7 and 14 dpi in calves. The methodology and biostatistical analyses used for the 396 
two studies (microfluidic qPCR platform BioMark for calves and classical real-time RT-PCR 397 
on Light Cycler for mice), were different. Indeed, immune response was monitored for each 398 
time point with the same calves and the statistical analysis was performed using a linear 399 
mixed model with random effect for group, considering interactions between time and status 400 
(infected or control). In the mice model, one mouse was used at each time point, modifying 401 
the data analysis. 402 
Another difference between the two models was the pattern of genes overexpression after 403 
IDV infection. A higher number of genes was overexpressed in calves than in mice. The 404 
highest fold-changes between infected and control mice were observed for IFN-γ, IL-1β and 405 
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CCL5 at 2 dpi and TLR7 at 6 dpi in the lungs; and RIG-I, CCL2, TGF-β1 at 4 dpi and NFκB 406 
at 4-6 dpi in the spleen. In calves, an overexpression of RIG-I, TGF-β1, IFN-γ and CCL2 at 407 
the different time points was observed. Moreover, an increase of TLRs, chemokines, 408 
cytokines and pathway molecules transcript levels was also observed in calves. No 409 
overexpression of NFκB, IL-1β and CCL5 was however recorded in this model, but the 410 
different methodology could be responsible of this observation (32).  411 
TLR7 is an endosomal TLR and recognize ssRNA whereas RIG-I recognize RNA bearing 5’ 412 
triphosphate end (53). The activation of TLR7 and RIG-I leads to the recruitment of 413 
transcriptional factors such as NFκB and then to the production of cytokines. IDV infection 414 
induced an increase of NFκB and IL-1β, TGF- β1, CCL2 and CCL5 transcript level in the 415 
lungs or spleen of mice. These molecules are produced by epithelial cells, neutrophils and 416 
monocytes during the first step of the immune response. CCL2 and CCL5 are pro-417 
inflammatory chemokines, involved in the recruitment of T cells and monocytes. TGF-β1 is 418 
involved in the regulation of immune response, both inflammatory and regulatory. Recently, it 419 
has been demonstrated that TGF-β1 acts as a pro-viral molecule in the lungs of mice infected 420 
by IAV, by inhibiting type I interferon response (54). The early overexpression of IFN-γ and 421 
CCL5 suggests the involvement of NK cells during IDV infection. Indeed, CLL5 is known to 422 
recruit NK cells in the lungs of mice infected with IAV (55). It has been demonstrated that 423 
NK cells are important during the early stage of IAV infection by secreting different 424 
cytokines including IFN-γ and also acting as cytotoxic cells. The production of IFN-γ by NK 425 
cells also stimulates the activation of macrophages (56, 57).  426 
Finally, at 6 dpi, a mild overexpression of Gata-3 and T-Bet transcription factors suggests an 427 
activation of mixed and local Th1/Th2 lymphocytes response, as observed in the calf model 428 
(32). Contrary to the observation in the calf model, we did not detect IFN-γ or IL-13 429 
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overexpression in the latest stage of IDV infection. Their secretion in mice may occur at a 430 
later point (after 6 dpi). 431 
In order to confirm the mild inflammation induced by IDV infection, we inoculated NFκB-432 
luciferase mice. This mice model was already used for IAV infection. Indeed, NFκB-433 
luciferase mice infected with 1.105 PFU of A/WSN/1933 (H1N1) developed clinical signs and 434 
presented a high inflammation with the detection of luciferase starting at 1 dpi and reaching a 435 
peak at 2-3 dpi in the respiratory tract and with systemic inflammation after 3 dpi (58).  436 
Here, we did not observe clinical signs during IDV infection. Moreover, we only observed a 437 
mild and two-phases response after infection, at 2 and 5 dpi. The inflammation observed at 2 438 
and 5 dpi in NFκB-luciferase mice seems to correlate with the time pattern of cytokines 439 
expression observed in in DBA/2 mice and the viral replication at 4 dpi. Moreover, the 440 
intensity of inflammation in NFκB-luciferase mice correlates with the mild overexpression of 441 
pro-inflammatory genes in DBA/2 mice. Unfortunately, transcriptomic method cannot allow 442 
us to discriminate which cells are secreting the cytokines. Analyses with flow cytometry 443 
could help us to a better understanding of the immune response after IDV infection in mice. In 444 
NFκB-luciferase mice, we can hypothesize that the inflammation observed at 2 dpi could be 445 
induced by the infected epithelium of respiratory organs. These cells are the first target of 446 
influenza virus and induce a rapid production of antiviral, proinflammatory and chemotactic 447 
molecules after TLRs induction.  Airway epithelial cells produce type I IFN and cytokines 448 
such as IL-1, IL-6 or CCL5 during the first 3-6h post-infections, to target the virus, recruit and 449 
polarize the immune cells (59). The second peak of inflammation at 5 dpi in NFκB-luciferase 450 
mice could be induced by the other cells involved in innate immunity, such as monocytes, 451 





In infected DBA/2 mice, we did not detect an overexpression of type I IFN but we observed 455 
an increase of IRF3 or 2’5’OAS transcript levels, suggesting the involvement of this pathway 456 
during IDV infection. IFN-I are critical in anti-IAV response in mice (60, 61). In order to 457 
determine the role of these proteins during IDV infection, IFNAR-KO mice which do not 458 
express the receptor for IFN-I, were infected with D/5920. These mice did not present clinical 459 
signs or a higher viral replication compared to DBA/2 mice.  460 
Two hypothesis could explain our results. The first is that IFN-I are not involved in the 461 
immune response against IDV. Another possibility is that IFN-I would be involved in the 462 
immune response but the virus would inhibit them rapidly after secretion, hence the absence 463 
of overexpression or differences in IFNAR-KO mice. IAV escape from immune system 464 
thanks to NS1 protein. It has been demonstrated that NS1 inhibits IFN-I by inhibition of 465 
STAT1 and STAT2 phosphorylation and up-regulation of JAK/STAT inhibitors, SOCS 1 and 466 
SOCS 3 (62).   467 
Our results are supported by the results obtained in the calf model. Indeed, no overexpression 468 
of IFN-I or IFN-I pathway molecules were observed in calves infected with D/5920. Salem et 469 
al. observed an overexpression of SOCS1 and SOCS3 (32).  In DBA/2 mice, we unfortunately 470 
failed to detect SOCS1 mRNA in both lungs and spleen. Moreover, we did not analyse 471 
SOCS3 transcript too, therefore, we are unable to further explore this hypothesis. Thus, 472 
analyses are required to understand the involvement of IFN-I response during IDV infection.  473 
 474 
In summary, despite the absence of clinical signs, mice were susceptible to IDV infection. 475 
IDV replicated mainly in the upper respiratory tract corroborating that IDV presents a 476 
respiratory tropism. IDV might also induce viremia and shows a slight enteric tropism. Little 477 
is known about immune response against IDV. Susceptible hosts, including mice, 478 
seroconverted after infection, suggesting a strong antibody response (IgG) but the induced 479 
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innate and cellular responses are still to be fully assessed. Taken together, mice are a 480 
convenient and relevant small animal model to study IDV viral replication and will help better 481 
understanding the phenotypes associated with different strains of the recently discovered 482 
pathogen. It could also be a useful model to study the immune response through transgenic 483 
mice and the availability of reagents. Disease can however not be reproduced in DBA/2 mice 484 
and further studies are warranted to develop a more relevant model to study IDV 485 
pathogenesis. 486 
 487 
Materials and methods 488 
Cells and viruses  489 
Swine testis cells (ATCC) were grown in Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM) 490 
complemented with 10% of fetal bovine serum and penicillin-streptomycin (Dutscher) and 491 
incubated 24h at 37°C with 5% of CO2. In this study, we used the viral strain 492 
D/bovine/France/5920/2014 (D/5920) (32). Viruses were grown on ST cells in OPTI-MEM 493 
media complemented with penicillin-streptomycin (Dutscher) at 37°C, 5% of CO2 for 5 days. 494 
Viruses were stored at -80°C until further used. Viruses’ titers were determined by TCID50 as 495 
described below. 496 
Mice 497 
Six and ten-weeks-old female DBA/2JRj mice were purchased from Janvier LABS (Le 498 
Genest-Saint-Isle, France). Twelve-weeks-old IFNAR-KO mice were bred at IBPS 499 
(Toulouse). Ten-weeks-old NFκB-luciferase Balb/c mice were kindly provided by Ronan Le 500 
Goffic from INRA-VIM (Jouy-en-Josas). The DBA/2 and IFNAR-KO mice were housed at 501 
the Veterinary School of Toulouse in animal biosafety level 2 (ABSL‐2) facilities, and had 502 
food and water ad libitum. NFκB-luciferase Balb/c mice were housed at INRA of Jouy-en-503 
Josas (France) in ABSL-2 facilities too. Experimentations were conducted in accordance with 504 
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European and French legislations on Laboratory Animal Care and Use (French Decree 2001-505 
464 and European Directive CEE86/609) and the animal protocol was approved by the Ethics 506 
Committee “Sciences et santé animale”, committee number 115 (protocol 507 
n°2018030212288103) and by the Animal Care and Use Committee at “Centre de Recherche 508 
de Jouy-en-Josas” (COMETHEA) (protocol n°2015100910396112v1). 509 
Experimental design 510 
Infection of DBA/2 mice 511 
Six weeks-old female DBA/2JRj mice were separated in two groups: 11 non infected 512 
(controls) and 36 infected. Mice were lightly anesthetized with Ketamine/Xylazine 513 
combination and infected with 30µl of virus intranasally or PBS as control. Clinical 514 
observations were recorded daily and weight was measured every two days. Any animal 515 
showing a weight loss greater than 30% or signs of suffering was humanely euthanized. Mice 516 
were infected intranasally with 105 TCID50 of D/5920. Necropsies were performed at 2, 4, 6 517 
and 8 dpi (5 infected mice per day) and brain, nasal turbinates, trachea, lungs, spleen, liver, 518 
kidney and intestine (duodenum, jejunum and colon) were sampled. Blood was also collected 519 
at 2, 6 and 14 dpi. All the mice were euthanized 14 dpi. 520 
Comparison between DBA/2 and IFNAR-KO mice 521 
Ten weeks-old female DBA/2JRj mice and twelve-weeks old IFNAR-KO mice were 522 
separated in two groups: 11 non infected (controls) and 11 infected DBA/2 mice; and 7 non 523 
infected (3 females and 4 males) and 10 infected (5 males and 5 females) IFNAR-KO mice. 524 
Mice infection and monitoring were performed as described above. 525 
Necropsies were performed at 2, 4 and 6 dpi for DBA/2 mice with 3 non infected and 3 526 
infected mice per day. For IFNAR-KO mice, necropsies were performed only at 4 dpi (1 527 
female non infected and 2 females infected; 2 males non infected and 2 males infected). 528 
Brain, nasal turbinates, trachea, lungs, spleen, liver, kidney and intestine were collected and 529 
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treated as described in materials and methods paragraph. Blood was collected at 14 dpi before 530 
euthanasia of remaining mice. 531 
Infection of NFκB-luciferase mice 532 
Ten weeks-old NFκB-luciferase mice were separated in two groups: 5 non infected (controls) 533 
and 8 infected mice. Infection was performed under anesthesia and 105 TCID50 of D/5920 534 
were inoculated intranasally in mice. Control mice were inoculated with PBS. Weight loss 535 
and clinical signs were recorded daily. Bioluminescence measurements were performed from 536 
1 to 7 dpi. Mice were anesthetized with Isoflurane (2% in oxygen as a carrier gas) and 537 
luminescence was measured 2 minutes after intranasal inoculation of 50µl of PBS containing 538 
luciferin (0.75 mg.kg-1, Sigma). Luciferase activitys was measured using living Image 539 
software (version 4.0, PerkinElmer).  Bioluminescence images were acquired for 1min with 540 
f/stop = 1 and binning = 8. A digital false-color photon emission image of the mouse was 541 
generated, and photons were counted within the whole-body area. Photon emission was 542 
measured as radiance in p.s-1.cm-2. sr-1 (58). 543 
Adaptation of IDV in DBA/2 mice 544 
Six weeks-old female DBA/2JRj mice were infected with 105 TCID50 of D/5920 intranasally. 545 
Necropsies were performed at 4 dpi for three mice and nasal turbinates, trachea and lungs 546 
were collected and homogenized. The pure homogenate was used to infect intranasally three 547 
naive mice (30µL/mouse) and titrated in parallel using the TCID50 method. After five serial 548 
passages, 16 DBA/2 mice were separated in two groups: 8 non infected (controls) and 8 549 
infected intranasally with 30µL of “adapted” IDV (D/5920-M5). Clinical observations were 550 
recorded daily and necropsies were performed at 4 dpi (3 mice infected and 3 mice non 551 
infected; organs collected: brain, nasal turbinates, trachea, lungs, spleen, liver, kidney and 552 
intestines). Blood was collected 14 dpi before euthanasia of the remaining mice.  553 
Samples treatments 554 
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Whole organs were dissociated using the tissue homogenizer Precellys®24 (Ozyme), re-555 
suspended in 500µL of PBS, centrifuged and stored at -80°C until further analysis. Blood was 556 
also taken at the end of experiments (14 dpi) for serology. Blood was taken at 2 dpi and 6 dpi 557 
to study viremia. 558 
Determination of virus titers by TCID50 559 
All samples from infected mice were titrated using Tissue Culture Infectious Dose 50% 560 
(TCID50) as described elsewhere (63) using ST cells and with a 5 days culture. The titers were 561 
determined using the Reed and Muench method (64). A positivity threshold was set at 1.5 562 
log10 TCID50/g of organs. 563 
Real-time PCR to study the immune response 564 
The real-time RT-PCR for immune response quantification was performed using the iTaq™ 565 
Universal SYBR® Green One-Step Kit (Biorad) and the primers described in supplementary 566 
data (Table S1).  For the relative quantification, we used a housekeeping gene (GAPDH) to 567 
normalize the amount of the target gene. We used the following calibrator formula: 2-ΔΔCt. 568 
Here, Ct meant the cycle threshold, and ΔΔCt represented: ΔCt (sample) ((Ct cytokine gene - Ct 569 
housekeeping gene) of infected mice) - ΔCt (calibrator) ((Ct cytokine gene – Ct housekeeping gene) of non-570 
infected mice). The mean ΔCt values were used for analysis, and results were represented as 571 
means ± Standard Deviation (SD). 572 
Hemagglutination Inhibition (HI) assay  573 
Sera were treated with receptor destroying enzyme (RDE, Seika) following the manufacturer’s 574 
instructions. Then, they were hemasdorbed on packed horse red blood cells. HI assay were 575 
performed as previously described (32), with 4 hemagglutination units (UHA) of 576 
D/bovine/France/5920/2014 or D/bovine/Nebraska/9-5/2012 and 1% horse red blood cells. 577 
Histology and immunochemistry (IHC) 578 
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At 2 dpi and 6 dpi, organs were collected and fixed in 10 % paraformaldehyde during 2 days. 579 
Nasal turbinates were decalcified in Ethylene Diamine Tetraacetic acid (EDTA) during 1 580 
week. After fixation, tissues were routinely processed in paraffin blocks, sectioned at 3 µm 581 
and stained with hematoxylin and eosin for microscopic examination. Lesions were assessed 582 
histologically and graded as follows: (-) no lesion, (+) light, (++) moderate or (+++) marked 583 
lesions. 584 
Immunoreaction was performed on the paraffin-embedded sections with an in house 585 
polyclonal rabbit anti-IDV antibody (pronase 0,05% retrieval solution, 10 min at 37 °C: 586 
antibody dilution 1/1000, incubation overnight, at 4 °C) after a blocking step with normal goat 587 
serum (Dako, X0907, 1/10). The anti-IDV antibody was revealed with a biotinylated 588 
polyclonal goat anti-rabbit immunoglobulin conjugated with horseradish peroxidase (HRP) 589 
(Dako, LSAB2 system-HRP, K0675) and the diaminobenzidine chromagen of the HRP 590 
(Thermo Scientific, TA-125-HDX). 591 
Sequencing 592 
Viral RNA was extracted from organ homogenates or from cell culture supernatant for the 593 
inoculum as described above, and cDNA generated using RevertAid RT Reverse 594 
Transcription Kit (Thermofischer), according to the manufacturer’s instructions.  PCR were 595 
performed for each gene segment with Phusion® High Fidelity Polymerase (Thermofischer) 596 
and previously published primers (12). The PCR products were purified with QIAquick® gel 597 
extraction kit (Qiagen) according to the manufacturer’s instructions. Sanger sequencing was 598 
performed by the GATC Biotech Platform (Germany) and the sequences were aligned with 599 
ClustalW available on BioEdit (65) and compared with reference D/5920 sequences. 600 
Statistics 601 
The variations for the mice’s weight were analyzed using a two-way ANOVA test followed 602 
by the Bonferroni multiple comparison test. The viral titers (TCID50 titers) were compared 603 
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with a one-way ANOVA test followed by the Tukey multiple comparison test. The fold-604 
changes of mRNA transcript level for immune response were compared using one-way 605 
ANOVA test followed by the Dunn’s multiple comparison test. Statistical tests were 606 
performed with Graph Pad Prism 5.0. A p value ≤ 0.05 was considered significant. 607 
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Figures legends  866 
Fig 1. Absence of clinical signs during IDV infection in mice. A group of 36 mice was 867 
intranasally infected with 105 TCID50 of D/5920 and a group of 11 non-infected mice was 868 
used as a control. Clinical signs and mortality were recorded every two days during 14 days. 869 
38 
 
There was no significant weight variation between non infected and infected DBA/2 mice 870 
(p>0,05). Body changes expressed in mean of percentage of initial body weight +SD. 871 
  872 
Fig 2. IDV mainly presented an upper respiratory tropism. Mice were infected with 105 873 
TCID50 of D/5920. At 2, 4, 6 and 8 dpi, 8 mice per days were euthanized and brain (A), nasal 874 
turbinates (B), trachea (C), lungs (D), spleen (E), liver (F), kidneys (G) and intestines (H) 875 
were collected. Virus titers were determined using the TCID50 method and expressed in log10 876 
of TCID50/g of tissue. Each dot represents one mouse.  877 
 878 
Fig 3. Microscopic lesions at 6 dpi and evidence of IDV replication in nasal turbinates of 879 
infected mice as done by hemalun and eosin staining (HE) and immunohistochemical 880 
reaction (IHC). Magnification = 1000X and scale bar =10 μm. Hemalun and eosin: A 881 
(control), B (infected mice): infiltration of macrophages, lymphocytes and plasma cells (long 882 
arrow), epithelial cells degeneration and loss of cilia (short arrows). IHC: C (control), D 883 
(infected mice): anti-IDV cytoplasmic and nuclear immunohistochemical expression. 884 
 885 
Fig 4. IDV induced a mild local pro-inflammatory response in DBA/2 mice. 886 
Mice were infected with 105 TCID50 of D/5920. At 2, 4 and 6 dpi, 3 infected and 3 non-887 
infected mice were euthanized per day, and lungs were collected. Relative expressions for 888 
each gene were calculated by ΔΔCT analysis after normalization with GAPDH housekeeping 889 
gene. Results were expressed as mRNA-fold induction. 890 
 891 
Fig 5. IDV infection induced a two-phases inflammation in mice. 892 
NFκB-luciferase mice were infected with 105 TCDI50 of D/5920 intranasally. (A) 893 
Bioluminescence was measured from 1 to 7 dpi by inoculation of luciferin intranasally (0.75 894 
39 
 
mg.kg-1) and using the IVIS system. The scale on the right indicates the average radiance: the 895 
sum of the photons per second from each pixel inside the ROI/number of pixels 896 
(photons/sec/cm2/sr). (B) Bioluminescence activities were quantified using `Living Image' 897 
software and represented as a graph.  898 
 899 
Fig 6. Pathogenicity of D/5920 in IFNAR-KO mice. 900 
IFNAR-KO mice were infected with 105 TCID50 of D/5920. Clinical signs were recorded 901 
daily during 14 days.  (A) Weight was recorded every two days for non-infected and infected 902 
mice. (B) At 4 dpi, 4 infected mice were euthanized and different organs were collected. 903 
Virus titers were determined using the TCID50 method and expressed in log10 of TCID50/g of 904 
tissue.  905 
 906 
Fig 7. Adaptation of D/5920 in DBA/2 mice. 907 
Three DBA/2 mice were infected with 105 TCID50 of D/5920. At 4 dpi, mice were euthanized 908 
and nasal turbinates, trachea and lungs were collected and homogenized. The pure 909 
homogenate was used to inoculate three naive DBA/2 mice. After five serial passages, 8 910 
DBA/2 mice were infected intranasally with 30µL of “adapted IDV” (D/5920-M5). (A) 911 
Weight was measured every two days and clinical signs were recorded daily. (B) At 4 dpi, 4 912 
infected mice were euthanized and different organs were collected. Virus titers were 913 
determined using the TCID50 method and expressed in log10 of TCID50/g of tissue. 914 
 915 
Supplementary Fig.  1. IDV induced a mild systemic pro-inflammatory response in 916 
DBA/2 mice. 917 
Mice were infected with 105 TCID50 of D/5920. At 2, 4 and 6 dpi, 3 infected and 3 non-918 
infected mice were euthanized per day, and spleen were collected. Relative expressions for 919 
40 
 
each gene were calculated by ΔΔCT analysis after normalization with GAPDH housekeeping 920 
gene. Results were expressed as mRNA-fold induction. 921 
41 
 
Table 1. Seroconversion in infected DBA/2 mice 14 days post-infection with D/5920. 922 
 Mouse 1 Mouse 2 Mouse 3 Mouse 4 Mouse 5 Mouse 6 Mouse 7 Mouse 8 Mouse 9 Mouse 10 
D/5920a 120 
 
80 80 15 160 240 240 120 60 120 
D/Nebb 20 20 20 20 20 40 40 40 20 20 
a: D/5920: D/bovine/France/5920/2014; b: D/Neb: D/bovine/Nebraska/9-5/2012. HI assays were performed with viral inoculum (D/5920) and a 923 









Table S1. List of primers used for real time RT-PCR 
 
Gene Forward primer (5’ to 3’) Reverse primer (5’ to 3’) Reference 
Gata3 GTCATCCCTGAGCCACATCT AGGGCTCTGCCTCTCTAACC 66 
T-Bet AGCAAGGACGGCGAATGTT GGGTGGACATATAAGCGGTTC 66 
Foxp3 CCCATCCCCAGGAGTCTTG ACCATGACTAGGGGCACTGTA 66 
CCL2 GGGATCATCTTGCTGGTGAA AGGTCCCTGTCATGCTTCTG 66 
CCL3 GATGAATTGGCGTGGAATCT CTGCCCTTGCTGTTCTTCTC 66 
CCL5 CCCACTTCTTCTCTGGGTTG GTGCCCACGTCAAGGAGTAT 66 
IFN-β CCCTATGGAGATGACGGAGA CTGTCTGCTGGTGGAGTTCA 66 
IFN-γ GCGTCATTGAATCACACCTG GAGCTCATTGAATGCTTGGC 66 
IRF7 CTGGATGAAGAAGATGCACAG GAAGTTGGTCTTCCAGCCTC 66 
Mx1 CTCAGGGTGTCGATGAGGTC TCTGAGGAGAGCCAGACGAT 66 
IL-6 TGGTACTCCAGAAGACCAGAGG AACGATGATGCACTTGCAGA 66 
IL-10 TGGCCTTGTAGACACCTTGG AGCTGAAGACCCTCAGGATG 66 
IL-12p40 GGAGACACCAGCAAAACGAT GATTCAGACTCCAGGGGACA 66 
IL-13 CCAGGTCCACACTCCATACC TGCCAAGATCTGTGTCTCTCC 66 
TGFβ1 AAGTTGGCATGGTAGCCCTT GCCCTGGATACCAACTATTGC 66 
CXCL1 CCTATGGCCCTCATTCTCAC CGTCATTTTCTGCCTCATCC 66 
ISG15 CTGAAGAAGCAGATTGCCCAGAAG CGCTGCAGTTCTGTACCACTAGC 67 
RIG-I GAGAGTCACGGGACCCAC CGGTCTTAGCATCTCCAACG 67 
TLR9 TATCCACCACCTGCACAACT TTCAGCTCCTCCAGTGTACG 68 
TLR7 GGGTCCAAAGCCAATGTG TGTTAGATTCTCCTTCGTGATG 69 
Myd88 CGATTATCTACAGAGCAAGGAATG ATAGTGATGAACCGCAGGATAC 69 
NFκB p65 ATTCTGACCTTGCCTATCTAC TCCAGTCTCCGAGTGAAG 69 
TRIF GGTTCACGATCCTGCTCCTGAC GCTGGGCCTGAGAACACTCAAG 70 
TLR2 CGTTGTTCCCTGTGTTGCT AAAGTGGTTGTCGCCTGCT 71 
TLR3 TTGCGTTGCGAAGTGAAG TAAAAAGAGCGAGGGGACAG 71 
2'5'OAS CTTTGATGTCCTGGGTCATGT CTCCGTGAAGCAGGTAGAG 72 
IRF3 TGGGCAGCACAGCTGACATGA GCCCATTGCCCAGCCCTT 72 
PKR AACTTCTTCACACGTGCTTC CATTCAGCCAAGGTCTTCAG 73 
TLR4 CCTCTGCCTTCACTACAGAGACTTT TGTGGAAGCCTTCCTGGATG 74 
ADAR1 GCACTATGTCTCAAGGGTTCAGGG GGTAGGGCTGTAGAAGGAGGGC 75 
IFN-λ AGCTGCAGGTCCAAGAGCG GGTGGTCAGGGCTGAGTCATT 76 
SOCS1 GCATCCCTCTTAACCCGGTAC AAATGAAGCCAGAGACCCTCC 77 
GAPDH TCACCACCATGGAGAAGGC GCTAAGCAGTTGGTGGTGCA 78 
iNOS CAGCTGGGCTGTACAAACCTT CATTGGAAGTGAAGCGTTTCG 78 
TNFα CATCTTCTCAAAATTCGAGTGACAA TGGGAGTAGACAAGGTACAACCC 78 
IL-2 CCTGAGCAGGATGGAGAATTACA TCCAGAACATGCCGCAGAG 78 







2. Etude comparative de la pathogénicité de différentes souches d’IDV en 
modèle murin 
Introduction 
La pathogénicité de différentes souches ou sous-types de virus influenza A (IAV) a souvent été 
étudiée en modèle murin, afin de déterminer si les différences antigéniques et/ou génétiques 
pouvaient moduler les signes cliniques et la réplication du virus. Par exemple, Groves et al ont 
réalisé une infection expérimentale sur des souris CB6F1 pour étudier la pathogénicité des 
souches H1N1 et H3N2 saisonnières (A/England/195/2009 (H1N1) et A/England/691/2010 
(H3N2)) ou des souches de laboratoire adaptées aux souris (PR8 (H1N1) et X-31 (H3N2)), ainsi 
que des souches de virus influenza B (IBV) appartenant aux deux lignages (B/Victoria et 
B/Yamagata). Les souris ont été infectées avec différentes doses de chaque virus (103 à 105 
PFU). Pour les deux souches H1N1 (saisonnière et laboratoire), une perte de poids similaire et 
proportionnelle à la dose utilisée a été observée. Pour le H3N2, aucune perte de poids n’a été 
observée pour la souche saisonnière, tandis que la souche de laboratoire a induit une perte de 
poids proportionnelle à la dose utilisée. Des résultats similaires ont été observés pour les 
souches d’IBV : la souche B/Florida/04/2006 (B/Yamagata) a induit une perte de poids 
proportionnelle à la dose tandis que la souche B/Brisbane/60/2008 (B/Victoria) n’en a induit 
aucune. Par la suite, les auteurs ont étudié la réplication virale et l’inflammation dans les voies 
respiratoires suite à une infection par les souches A/England/195/2009 (H1N1) et X-31 (H3N2). 
Ici, la perte de poids chez les souris infectées était similaire pour les deux virus, toutefois la 
réplication virale dans les poumons a été plus importante pour la souche H1N1 que la souche 
H3N2, et associée à une plus forte inflammation pulmonaire pour la souche H1N1 (1). Cette 
étude suggère que les différences antigéniques et génétiques entre sous-types mais aussi entre 
souches virales influencent la pathogénicité. Toutefois, les auteurs de cette étude n’ont pas 
vérifié si les différences de pathogénicité étaient corrélées avec des modifications sur le génome 
viral.  
 
Dans une autre étude, il a été montré que deux souches génétiquement similaires présentaient 
des pathogénicités différentes.  Des souris Balb/c ont été infectées avec des souches H9N2 
aviaires (A/duck/Nanjing/06/2003 (NJ06) et A/duck/Nanjing/01/1999 (NJ01)). Les auteurs ont 
noté que la dose létale tuant 50% des souris (Mouse lethal dose 50% ou MLD50) était plus 
importante pour la souche NJ06 (102,8 EID50) que pour la souche NJ01 (≥ 106,8 EID50). Par 





réplication précoce et durée d’excrétion plus longue) et d’intensité que la souche NJ01, et 
associée à une plus forte inflammation pour la souche NJ06. Les auteurs ont remarqué 
seulement 12 mutations sur les séquences en acide aminés sur 7 protéines principales (HA, NA, 
PB1, PB2, PA et NS1), au niveau des cadres de lectures de chaque gène. Une seule mutation 
(PB E627K) sur la souche NJ06 est connue comme étant un marqueur de virulence. Ils 
suggèrent que ces 12 mutations ont été suffisantes pour induire une pathogénicité plus 
importante chez la souris sauf toutefois réussir à déterminer quelle mutation ou combinaisons 
de mutations étaient responsables de l’augmentation de la pathogénicité de la souche NJ06 (2).   
Différentes études moléculaires sur IDV ont montré que ceux-ci étaient regroupés en trois 
clades distincts d’un point de vue génétique et antigénique : D/OK-like, D/660-like et D/Japan-
like (3-5). Il a également été montré que les souches d’IDV circulant aux Etats-Unis, 
appartenant au même clade ou aux deux clades (D/OK-like ou D/660-like), réassortissaient 
fréquemment entre elles (6). 
Une équipe de l’Université du Mississippi (Etats-Unis) a réussi à séquencer plus de 30 génomes 
complets d’IDV au Mississippi. Il a été montré que les souches américaines d’IDV présentaient 
des génotypes différents avec différence combinaisons de gènes viraux. Par exemple, il 
semblerait que deux génotypes d’IDV circulent aux Etats-Unis tandis qu’un seul circulerait en 
Italie (Figure 1). Les analyses phylogénétiques de l’équipe du Mississippi ont également 
montré une classification des souches d’IDV en trois (D/OK-like, D/660-like et D/Japan-like). 
Ils ont également observé que des souches d’un même clade présentaient des combinaisons de 
gènes différentes, bien qu’elles soient proches d’un point de vue phylogénétique. Par exemple, 
la souche D/bovine/Mississppi/C00158N/2015 avait quatre gènes différents (NP, P42, P3, PB1) 
de la souche D/bovine/Mississippi/C00214N/2015, bien qu’elles étaient proches sur l’arbre 
phylogénétique. Les souches chinoises, bien qu’appartenant au clade D/OK-like, présentaient 
des combinaisons de gènes très différentes des autres souches du clade (Figure 2B).  
L’objectif a été ici de comparer des souches d’IDV présentant des combinaisons de gènes 
différentes pour déterminer si celles-ci modulent la pathogénicité du virus. Grâce à une 
collaboration avec l’équipe de l’Université du Mississippi, nous avons étudié 6 souches 
distinctes d’IDV en modèle souris. Nous souhaitions déterminer si les différences génétiques 
de ces 6 souches pouvaient induire des profils de réplication virale et de pathologie différentes 



















Figure 1. Constellation génétique des différentes souches d’IDV dans le monde (Figure de H. Wan de l’Université du Mississippi).  
A gauche : date de prélèvements des échantillons ; en haut : pays/état où la souche a été isolée avec MS : Mississippi ; KS : Kansas ; OK : 
































Figure 2. Les souches d’IDV d’un même clade possèdent des associations de gènes différentes (Figure de H. Wan de l’Université du 
Mississippi).  
A) arbre phylogénétique du gène de l’hémagglutinine estérase fusion(HEF) des différentes souches d’IDV ; B) Matrice génétique représentant les 
combinaisons génétiques de chaque souche d’IDV où chaque couleur représente un cluster différent. Les flèches bleues désignent les souches 
utilisées pour les infections. Chaque couleur représente des clusters formés au sein de chaque clade. * : La souche D/bovine/France/5920/2014 





Matériel et Méthode 
Virus 
Les virus influenza D utilisés ont été : D/bovine/Nebraska/9-5/2012 (D/Neb), fourni par B.M. 
Hause de la Kansas State University, KS, USA (6) ; D/bovine/France/5920/2014 (D/5920) isolé 
à partir d’un fragment de poumons d’un veau français (7) ; D/bovine/Mississippi/C00046N/ 
2014 (D/46N) ; D/bovine/Mississippi/C00013N/2014 (D/13N) ; 
D/bovine/Mississippi/C00158N/2015 (D/158N) et D/bovine/Mississippi/C00148N/2014 
(D/148N) isolées chez des bovins au Mississippi (8). Les souches D/5920, D/46N et D/158N 
appartiennent au clade D/OK-like. Les souches D/Neb et D/13N appartiennent au clade D/660-
like. Enfin, la souche D/148N appartient au clade D/OK-like tout en étant génétiquement 
distincte des autres souches de ce clade (HEF groupe 6, Figure 2B). 
 
Souris 
Des souris femelles DBA/2Rj de 6 semaines ont été utilisées (Janvier LABS, Le-Genest-Saint-
Isle, France). Les animaux ont été hébergés dans une animalerie de niveau 2 de biosécurité 
(ABSL-2), avec de l’eau et de la nourriture ad libitum. Les expériences ont été réalisées en 
accord avec la législation française et européenne pour le bien-être et utilisation des animaux 
de laboratoire et validées par le comité d’éthique « sciences et santé animales » numéro 115, 
protocole n°2018030212288103. Les souris ont eu une semaine d’acclimatation en animalerie 
avant le début des expériences. 
 
Stratégie expérimentale 
Quatre-vingt-dix souris ont été utilisées, avec 15 souris/souche virale. Pour chaque souche, les 
souris ont été divisées en deux groupes : 3 souris non infectées et 12 souris infectées. Les souris 
ont été anesthésiées légèrement avec de la kétamine/xylazine (100mg/kg et 10 mg/kg) puis 
infectées par voie intranasale avec 105 TCID50 de chaque virus contenu dans 30μL. Un suivi 
clinique a été réalisé quotidiennement pendant 14 jours et le poids des animaux a été mesuré 
tous les deux jours pour déterminer l’évolution de la maladie.  À 3, 5 et 7 jours post-infection 
(jpi), 3 souris infectées par souche virale ont été euthanasiées afin de réaliser des prélèvements.  
 
Prélèvements  
Différents organes ont été prélevés : les cornets nasaux, la trachée, les poumons, le foie et les 
intestins.  Les organes ont été pesés, puis 500µL de PBS ont été ajoutés. Les organes ont alors 





le surnageant a été collecté et stocké à -80°C jusqu’à analyse. Du sang a également été prélevé 
à la fin de l’expérience (14 jpi) afin de réaliser des analyses sérologiques.   
 
Extraction d’ARN et RT-PCRq 
Les ARN viraux ont été extraits grâce au kit QIAamp® Viral RNA minikit (Qiagen), selon le 
protocole du fournisseur. Une RT-PCRq a été effectuée avec le kit QuantiNova™ Probe RT-
PCR (Qiagen) et les amorces précédemment décrites (9). 
 
Test d’inhibition de l’hémagglutination (IHA) 
Les sérums obtenus à partir du sang prélevé à 14 jpi ont été traités comme décrits précédemment 
(10). Les tests IHA ont été réalisés comme décrit précédemment (10), avec 4 unités 
d’hémagglutination de chaque virus (D/Neb, D/5920, D/13N, D/148N et D/158N) et des 
hématies de cheval à 1%.  Les échantillons avec des titres en anticorps ≥ 1 :20 étaient considérés 
comme positifs. 
Statistiques 
L’effet de l’infection par les différentes souches sur le poids des souris ainsi que la réplication 
virale dans les différents organes a été analysé grâce à un test ANOVA à deux facteurs suivi 
d’un test de comparaison multiple de Bonferroni. Les analyses ont été réalisées avec le logiciel 





Les souris n’ont présenté ni signes cliniques (généraux ou respiratoires), ni perte de poids, ni 
mortalité, quelle que soit la souche de virus utilisée (Figure 3A-F). Ces résultats sont en accord 
avec ceux observés dans notre étude sur le développement d’un modèle souris pour IDV. En 
effet, les souris DBA/2 infectées par la souche D/5920 n’avaient pas présenté des signes de 
maladie suite à l’infection par IDV (figure 3B). Ces données confirment donc qu’IDV ne 
provoque pas de signes cliniques chez la souris, peu importe la souche utilisée. 
 
La réplication virale a été mesurée par RT-PCRq à 3, 5 et 7 jpi. Ici des profils relativement 





majoritairement à 5 jpi, et une détection au seuil de positivité à 7 jpi (Figure 4).  Une réplication 
plus importante a été observée dans les cornets nasaux (entre 4,7 et 7 log10 copies d’ARN/g de 
tissu selon la souche) que dans les autres organes respiratoires (entre 4,8 et 5,6 log10 copies 
d’ARN/g de tissu pour la trachée, et entre 3,2 et 5 log10 copies d’ARN/g de tissu pour les 
poumons). Ces résultats suggèrent qu’IDV présente un tropisme respiratoire, préférentiellement 
pour les voies hautes, quelle que soit la souche de virus. 
Le virus a également été détecté dans le foie et les intestins, principalement à 3 et 5 jpi pour les 
différentes souches. Les titres variaient entre 4,4 et 5,1 log10 copies d’ARN/g de tissu pour le 
foie ; et entre 3,1 et 4,3 log10 copies d’ARN/g de tissu pour les intestins. Seule la souche D/158N 
ne s’est pas répliquée dans les intestins des souris (Figure 4F).  
 
Ces résultats semblent corroborer ceux obtenus lors du développement du modèle murin : il 
semble qu’IDV puisse se répliquer dans le foie et les intestins. Toutefois, le virus a été détecté 
à 3 et 5 jpi dans le foie des souris infectées par D/5920, contrairement à notre précédente étude 
(détection à 2j pi uniquement). Ces différences peuvent être expliquées par le fait que les 
analyses ont été faites par RT-PCRq ici tandis que des TCID50 ont été effectuées dans 
l’expérience précédente.   
 
La souche D/46N ne s’est pas aussi bien répliquée que les autres souches d’IDV chez la souris. 
En effet, nous avons observé le même profil de réplication (même organes infectés, pic à 5 jpi) 
mais avec des titres viraux plus faibles que ceux des autres souches du même clade (D/5920 et 
D/158N) (p=0,02 pour 3 jpi et non significatif pour 5-7 jpi). Par exemple, dans les cornets 
nasaux à 5 jpi, les titres étaient de 7,13 log10 copies d’ARN/g de tissu pour la souche D/5920 ; 
et 4,7 3 log10 copies d’ARN/g de tissu pour la souche D/46N (Figure 4D). 
 
Enfin, la souche D/148N ne s’est pas répliquée chez la souris. En effet, le virus a été détecté 
au-dessus du seuil de positivité uniquement à 3 jpi, avec des titres très faibles par rapport aux 
autres souches (2,6 log10 copies d’ARN/g de tissu dans les cornets nasaux ; 3 log10 copies 
d’ARN/g de tissu dans les poumons et 2,8 log10 copies d’ARN/g de tissu dans le foie) (Figure 
4E).  
Nos résultats suggèrent donc que les constellations géniques de nos 6 souches d’IDV 
n’impactent pas la réplication du virus en termes de cinétique ou de tropisme, mais joue sur 





Figure 3. Courbe de poids des souris infectées par 6 souches d’IDV. 
En bleu : souris non infectées ; en rouge : souris infectées. A) Souris infectées par D/Neb ; B) Souris infectées par D/5920 ; C) Souris infectées 
par D/13N ; D) Souris infectées par D/46N ; E) Souris infectées par D/148N et F) Souris infectées par D/158N.  
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Figure 4. Tropisme et cinétique virale des différentes souches d’IDV. 
A) D/Neb ; B) D/5920 ; C) D/13N ; D) D/46N ; E) D/148N et F) D/158N. En bleu clair : cornets nasaux ; en bleu moyen : trachée ; en bleu foncé : 






Nous avons ensuite recherché la présence d’anticorps anti-IDV par IHA pour chaque souche 
virale. Malheureusement, nous n’avons pas pu réaliser cette recherche en utilisant la souche 
D/46N comme antigène (titre HA du stock viral trop faible).  
Tout d’abord, nous avons pu remarquer que toutes les souris infectées avaient séroconverti et 
développé des anticorps avec des titres plus ou moins importants contre la souche homologue 
du virus. Les souris infectées par la souche D/5920 sont celles qui ont présenté des titres en 
anticorps les plus importants (1:160 ≥ titres IHA ≥ 1:320) et les souris infectées avec D/Neb les 
titres en anticorps les plus faibles (1:20 ≥ titres IHA ≥ 1:40). 
 
Tableau I. Séroconversion des souris après infection 
  Antigène 
Infection 
par :  
Souris D/Neb D/5920 D/13N D/46N D/148N D/158N 
 1 40 20 40 nd - 80 
D/Neb 2 20 20 40 nd - 80 
 3 20 20 40 nd 20 80 
 1 - 320 320 nd 40 160 
D/5920 2 - 160 80 nd 20 80 
 3 - 320 40 nd - 80 
 1 80 80 160 nd 80 160 
D/13N 2 40 20 20 nd 20 40 
 3 80 80 80 nd 80 160 
 1 - 40 80 nd 40 160 
D/46N 2 - 40 80 nd 40 160 
 3 - 40 80 nd 40 160 
 1 - 40 40 nd 40 160 
D/148N 2 - 40 160 nd 160 80 
 3 - - 40 nd 80 160 
 1 - 20 80 nd 40 160 
D/158N 2 - 20 40 nd 40 160 
 3 - 20 80 nd 40 80 





Les souches D/5920, D/46N et D/158N appartiennent au clade D/OK-like, tandis que les 
souches D/13N et D/Neb appartiennent au clade D/660-like. La souche D/148N appartient au 
clade D/OK-like, mais semble génétiquement distincte des autres souches, notamment pour le 
gène HEF. 
Lorsque l’on regarde les titres en anticorps contre des souches hétérologues mais appartenant 
au même clade, comme par exemple les souches D/13N et D/Neb (clade D/660-like), nous 
avons constaté une réaction croisée chez les souris, bien que les titres en anticorps soient faibles 
(1:40 ≥ titres IHA ≥ 1:80). Concernant les souches D/5920, D/46N et D/158N (clade D/OK-
like), une réaction croisée a également été observée. Les souris infectées par la souche D/5920 
ou D/46N ont développé des anticorps avec des titres plus importants contre les souches 
hétérologues (1:80 ≥ titres IHA ≥ 1:160) que les souris infectées par D/158N (titres IHA ≥ 
1:20).  
Aucune réaction croisée n’a été observée chez les souris infectées par les souches D/5920, 
D/46N et D/158N, et la souche D/Neb utilisée comme antigène. Ces résultats ne sont pas 
aberrants puisque ces souches appartiennent à deux clades distincts.  Toutefois, nous avons pu 
remarquer que les souris infectées par les souches D/5920, D/46N et D/158N avaient développé 
des anticorps capables de reconnaître la souche D/13N appartenant au même clade que D/Neb.  
Par ailleurs, nous avons observé une réaction croisée chez les souris infectées par D/Neb et les 
souches D/5920, D/46N et D/158N utilisées comme antigènes. Ces données semblent donc 
plutôt suggérer une réaction croisée entre les souches des deux clades, bien que les titres en 




Ici, nous avons souhaité étudier l’effet du clade et de la constellation génique de 6 souches 
d’IDV en modèle souris. Des souris DBA/2 ont donc été infectées avec les souches D/Neb et 
D/13N (clade D/660-like), les souches D/5920, D/46N et D/158N (clade D/OK-like) et la 
souche D/148N (clade D/OK-like mais semblant former un cluster à part pour le gène HEF). 
 
Tout d’abord, nous avons pu remarquer que les souris ne développaient pas de signes cliniques 





utilisée. Ces observations sont en accord avec celles de notre précédente étude, où des souris 
DBA/2 infectées par D/5920 ne présentaient aucun signe de maladie.   
L’absence de signes cliniques pourrait être due à plusieurs facteurs.  Il est possible que l’absence 
de signes cliniques soit due à la dose inoculée aux souris (105 TCID50/30µl).  Des infections 
expérimentales d’IAV chez la souris ont montré qu’il existait un effet-dose sur la pathogénicité 
du virus et que chaque souche présentait une dose infectieuse 50% différente. Par exemple, il a 
été montré que des souris DBA/2 infectées avec différentes doses de la souche PR8 
(A/PR/8/1934 (H1N1)) présentaient des pathogénicités différentes : à 20 FFU (Focus Forming 
Unit) une mortalité de 25% et des signes cliniques modérés ont été observés, tandis qu’à partir 
de 103 FFU, les signes cliniques étaient plus sévères et une mortalité de 100% était atteinte dès 
7 jpi (11). 
Dans notre étude, nous avons utilisé une dose de 105 TCID50/30µl, ce qui est relativement 
important. Il serait toutefois intéressant de tester différentes doses d’IDV pour déterminer la 
dose minimum infectieuse chez la souris et voir si à fortes doses, des signes cliniques 
apparaissent.  
Il est également possible que la voie d’inoculation joue un rôle sur la pathogénicité du virus, 
comme cela a été observé pour IAV. Une infection expérimentale menée sur des souris Balb/c 
a permis d’étudier la pathogénicité de trois souches d’IAV : un H5N1 aviaire hautement 
pathogène (HPAI), un H7N9 aviaire faiblement pathogène (LPAI) et un H1N1 pandémique de 
2009 (H1N1pdm09). Ces trois souches ont été inoculées soit par voie intranasale soit avec des 
aérosols. Aucune différence en termes de signes cliniques, mortalité ou réplication virale n’a 
été observée pour les souches H5N1 HPAI et H1N1pdm09, quelle que soit la voie d’inoculation. 
Pour la souche H7N9 LPAI, une pathogénicité et une réplication plus importante ont été 
observées lorsque les souris étaient inoculées par voie intranasale que par voie aérosols, avec 
la même dose (5.103 PFU) (12).  
Dans le cas des deux études d’IDV sur le modèle veau, la même dose de virus a été inoculée 
par 2 voies d’inoculation différentes : pour la première étude, l’infection a été faite par voie 
intranasale (13) et pour la seconde, par nébulisation (14). Des différences entre les deux 
modèles ont été observées, notamment au niveau des signes cliniques et de la réplication virale. 
Dans la première étude, les veaux ont développé des signes cliniques légers avec une réplication 
principalement dans les voies respiratoires hautes. Le virus a également été faiblement détecté 





légers à modérés et le virus a été détecté aussi bien dans les voies hautes que les voies basses 
du tractus respiratoire (14). Toutefois, dans ces deux études, la différence d’âge des animaux 
peuvent également être responsables des différences observées.  
Une troisième hypothèse serait que les 6 souches IDV nécessitent une adaptation chez la souris 
afin de provoquer une maladie. Toutefois, au vu de notre étude précédente (voir partie III. C. 
1), cette hypothèse semble peu plausible. En effet, 5 passages de la souche D/5920 sur des 
souris DBA/2 n’ont pas été suffisants pour provoquer des signes cliniques ou augmenter la 
réplication virale. 
Ici, des profils relativement similaires en termes de tropisme, de réplication et de cinétique 
virale ont été observés entre les souches du même clade. Pour les souches appartenant au clade 
D/OK-like (D/5920, D/46N et D/158N), un pic de réplication a été observé à 5 jpi avec des 
titres plus importants dans les cornets nasaux que dans les autres organes. Par ailleurs, les titres 
viraux observés pour le foie et les poumons étaient similaires entre les souches. Les seules 
différences ont été ici une absence de réplication de la souche D/158N dans les intestins, et une 
intensité de réplication plus faible pour la souche D/46N. Un profil similaire a été observé pour 
les souches du clade D/660-like (D/Neb et D/13N) par rapport aux souches du clade D/OK-like 
: un pic à 5 jpi et une réplication plus importante dans les cornets nasaux. La seule différence 
entre les souches des deux clades a été une réplication plus importante dans le foie que dans les 
poumons.  
Nos résultats sont similaires à ceux observés dans notre étude précédente, à savoir qu’IDV 
présente un tropisme respiratoire, préférentiellement pour les voies hautes, bien qu’il soit 
également capable de se répliquer dans les voies basses. Le virus, exceptée la souche D/158N, 
a également été détecté dans les intestins des souris à 3, 5 et 7 jpi, comme cela a été observé 
précédemment. Enfin, le virus a été retrouvé dans le foie à 3 et 5 jpi pour les 5 souches de virus 
(D/148N exceptée). Cela contraste avec notre étude précédente où les foies de souris infectées 
avec D/5920 étaient positifs pour le virus à 2 jpi seulement. Cette différence de résultats pourrait 
s’expliquer par les deux techniques de titrage utilisées (TCID50 pour l’un et RT-PCRq pour 
l’autre). Il serait intéressant de titrer nos homogénats d’organes de souris infectées avec les 6 
souches de virus par TCID50 pour quantifier le virus infectieux dans les différents organes.  
Nous avons pu observer que la souche D/46N s’était moins bien répliquée que les autres 
souches (même profil mais titres viraux plus faibles). Par ailleurs, la souche D/148N ne s’est 





En comparant le génome de la souche D/46N (Figure 2), nous avons pu remarquer que celui-
ci était similaire aux génomes des souches D/5920 et D/158N, suggérant que la constellation 
génique n’est pas impliquée dans ce phénomène. L’alignement des séquences des souches 
D/46N et D/5920 uniquement, ayant la même association de gènes, a été réalisé. En effet, la 
séquence de la souche D/158N n’est pas disponible sur les bases de données (Figure 2). 
L’alignement de chaque gène a révélé des mutations non silencieuses dans les gènes codant 
pour les polymérases virales (PB1 (n=4), PB2 (n=3) et P3 (n=3)), HEF (n=11), la 
nucléoprotéine (N, n=1) et la protéine de matrice (P42, n=7). Ces mutations pourraient 
expliquer la plus faible intensité de réplication virale. Par exemple, il est possible que les 
mutations sur HEF diminuent l’avidité de celle-ci pour son récepteur et entraîne donc une 
diminution de l’infection des cellules ; ou alors que l’activité du complexe polymérase soit 
légèrement modifiée et que la réplication s’effectue plus lentement.   
 
Le gène HEF code pour la glycoprotéine de surface qui combine les fonctions de 
l’hémagglutinine (HA) et de la neuraminidase (NA) : cette protéine reconnaît donc les 
récepteurs cellulaires (acides sialiques 9-O-acétylés) ; permet le relargage du génome viral dans 
le cytoplasme via la fusion entre la membrane de l’endosome et l’enveloppe virale ; permet le 
relargage des nouveaux virions dans le milieu extracellulaire en clivant les acides sialiques 
après l’étape de bourgeonnement (15-17). Des mutations sur ce gène entrainent donc des 
modifications de plusieurs étapes du cycle viral. 
Dans le cas de la souche D/148N, la comparaison des constellations géniques avec les souches 
du clade D/OK-like (D/158N, D/46N et D/5920) a révélé que seuls les segments HEF et P42 
appartenaient à un cluster différent. La comparaison de la souche D/148N avec les souches du 
clade D/660-like (D/13N et D/Neb) a montré des différences pour les gènes HEF, P3 et PB2 
(Figure 2). Le seul gène différent entre les souches du clade D/OK-like, les souches du clade 
D/660-like et la souche D/148N est donc HEF. 
Ces différences de segments entre les souches d’IDV pourraient donc expliquer l’absence de 
réplication de la souche D/148N chez la souris. Il est possible que les mutations sur le segment 
HEF aient entraîné des modifications structurelles et/ou fonctionnelles.  Ces modifications 
pourraient donc induire une diminution de l’infectiosité de la souche D/148N en modifiant 





Il serait intéressant d’étudier la réplication de cette souche in vitro sur des cellules bovines (le 
bovin étant l’hôte principal) et de la comparer aux autres souches d’IDV pour déterminer si 
l’absence de réplication chez la souris est bien due au segment HEF. Par ailleurs, la comparaison 
des structures cristallographiques de HEF des différentes souches permettrait de mettre en 
évidence de potentielles différences structurelles. Si l’absence de réplication de la souche 
D/148N chez la souris est bien due au segment HEF, il serait intéressant de réaliser des virus 
variants par génétique inverse, en modifiant le gène HEF (mais aussi les autres gènes) afin de 
confirmer si cela impacte en effet la réplication de cette souche. 
L’ensemble de nos résultats suggère que les différences antigéniques et génétiques des souches 
d’IDV ne modulent pas la pathogénicité d’IDV en termes de signes cliniques et, dans une 
moindre mesure, la réplication virale. La seule différence ici a été observée pour la souche 
D/148N, qui est génétiquement distincte des autres souches testées. 
Il serait intéressant de tester des souches qui forment des clusters un peu à part au sein d’un 
clade, comme par exemple les souches française D/bovine/France/2986/2012 et irlandaise 
D/bovine/Ireland/007780/2014 ; ou encore des souches du clade D/Japan-like. Les deux virus 
européens précédemment cités n’ont malheureusement pas pu être isolés, il faudrait donc les 
générer par génétique inverse afin de réaliser ces études. Enfin, il serait intéressant de voir si la 
pathogénicité de ces souches est différente chez l’hôte principal, le bovin.  
Une autre hypothèse serait que l’absence de réplication de la souche D/148N soit due à la mise 
en place d’une réponse immunitaire précoce et locale, suffisamment importante pour inhiber la 
réplication virale. Il serait donc intéressant d’analyser la réponse immunitaire induite chez les 
souris infectées par les 6 souches de virus, et voir si des différences sont présentes.  
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Le virus influenza D (IDV) a été découvert en 2011 chez un porc présentant des signes cliniques 
caractéristiques d’une infection par un virus influenza. Les différentes analyses moléculaires 
ont montré que ce virus présente seulement 50% d’identité génétique avec le virus influenza C 
(ICV) et constitue un nouveau genre de virus influenza (14). Les bovins représentent à ce jour 
l’hôte principal du virus (15), mais d’autres espèces domestiques sont sensibles (réplication 
virale et signes cliniques) ou réceptives (réplication virale uniquement) au virus (porc, cheval, 
petits ruminants) (177, 186, 188). Actuellement, le potentiel zoonotique d’IDV reste encore peu 
connu. Le virus circule largement dans le monde chez ces différentes espèces. IDV semble être 
impliqué dans les bronchopneumonies infectieuses (BPI) chez les jeunes bovins (197, 198, 302) 
et des études d’infections expérimentales chez le veau ont montré que le virus induisait une 
pathologie modérée (279, 281).  
L’objectif global du projet de thèse a été de comprendre l’épidémiologie et la pathogénicité 
d’IDV. Pour cela, le projet a été divisé en trois grandes parties : (i) déterminer le spectre d’hôte 
du virus et sa circulation géographique, (ii) comprendre la diversité génétique du virus et (iii) 
développer un modèle petit animal pour étudier la pathogénicité d’IDV.  
Afin de déterminer chez quelles espèces domestiques et dans quelles régions françaises IDV 
circule, nous avons réalisé une analyse sérologique à large échelle chez les bovins et les petits 
ruminants. Nous avons également collaboré avec une équipe du Luxembourg afin de réaliser 
une étude sur la présence d’IDV dans les populations bovines et porcines du pays.  
Lors d’une étude sérologique menée aux Etats-Unis, des sérums de bovins datant de 1977 à 
2014 ont été analysés (139). Les anticorps anti-IDV n’ont été retrouvés qu’à partir de 2003. 
Deux autres études ont également montré de fortes séroprévalences chez des bovins prélevés 
en 2003 aux Etats-Unis (140, 279). Le virus en lui-même n’a été détecté qu’en 2011 chez des 
porcs présentant des signes cliniques respiratoires (14). Plusieurs hypothèses sont possibles : la 
première serait qu’IDV circule depuis avant 2003 chez les bovins sans qu’il n’ait été détecté du 
fait de l’absence de signes cliniques. Plusieurs études peuvent appuyer cette hypothèse : (i) les 
infections expérimentales chez le veau ont montré qu’IDV n’induit que de légers signes 
cliniques (279, 281), (ii) le virus a été détecté dans des échantillons de bovins asymptomatiques 
par RT-PCRq (141, 183), et (iii) de très fortes séroprévalences ont été observées chez les bovins 
en France et au Luxembourg sans que les éleveurs n’aient observé de maladies (199, 346). IDV 





malades.  Une autre hypothèse serait qu’IDV aurait tout d’abord émergé dans la faune sauvage, 
avant d’être transmis aux populations domestiques.  En effet, ce type de populations est peu 
étudié : le virus n’aurait jamais été détecté auparavant du fait de l’absence de prélèvement. 
Récemment, nous avons mis en évidence de fortes séroprevalences pour ICV et IDV chez des 
camélidés au Kenya, suggérant qu’IDV infecte les camélidés et pourrait potentiellement 
infecter d’autres espèces sauvages (143). Afin de vérifier cette hypothèse, nous avons 
également réalisé une étude sérologique, grâce à des collaborations avec différentes équipes de 
recherche, chez des espèces de la faune sauvage et captive. Nous avons également analysé des 
cohortes de camélidés provenant de quatre pays différents afin de vérifier la présence d’IDV et 
ICV chez cette espèce.    
L’évolution d’IDV reste encore peu connue, bien que des études aient révélé la présence de 
trois clades ainsi que des évènements de réassortiment (102, 113, 138). Dans cette perspective, 
nous avons donc mené une étude sur la diversité génétique des souches d’IDV circulant chez 
les jeunes bovins en France. Des campagnes de prélèvements réalisées dans différents élevages 
nous ont permis d’analyser la présence et la diversité génétique d’IDV dans les différents 
élevages. 
La pathogénicité d’IDV est elle aussi encore peu connue. Des modèles animaux ont été 
développés afin d’étudier celle-ci, chez le porc (sauvage et EOPS), le furet et le cobaye (14, 
190, 278). Des infections expérimentales chez l’hôte principal, le veau, ont également été 
menées (279, 281). Le modèle murin est un des modèles les plus utilisés pour étudier la 
pathogénicité des IAV et présente de nombreux avantages.  De ce fait, et afin de faciliter les 
études sur la pathogénicité d’IDV in vivo, nous avons développé un modèle d’infection murin. 
 
 
IDV présente un large spectre d’hôtes et circule largement à l’échelle mondiale  
Depuis son identification, IDV a été détecté sur différents continents (Asie, Amérique, Afrique 
et Europe) et chez différentes espèces domestiques. Dans le cas de la France, une étude publiée 
en 2015 a montré qu’IDV était présent sur le territoire, puisqu’une prévalence virologique de 
4,5% (n=134) a été détectée dans la région Bourgogne-Franche-Comté (110). Nous avons donc 
réalisé une étude sérologique à large échelle pour déterminer l’importance de la circulation du 
virus sur le territoire français en déterminant quelles régions et quelles espèces étaient touchées. 





Par ailleurs, des différences de séroprévalence ont été observées selon les régions, probablement 
dues au système d’élevage, la taille de ceux-ci ou encore les échanges d’animaux.  
 
Ces travaux de thèse s’inscrivent dans un projet plus large, financé par l’ANR, sur la circulation 
d’IDV en France dans différentes espèces (homme, chevaux, porcs, petits carnivores). Dans ce 
projet, des études sérologiques et/ou virologiques ont été menées. Une étude a été réalisée chez 
des porcs en Bretagne, région qui comprend une forte densité d’élevages porcins. L’étude 
sérologique (1627 sérums, 76 élevages prélevés entre 2012 et 2016) a révélé que 6 élevages 
avaient des animaux séropositifs dont deux avec des séroprevalences importantes (73% pour 
l’élevage A et 13% pour l’élevage B). Une seconde campagne de prélèvement (en 2017) dans 
ces deux élevages a toutefois montré une diminution du nombre d’animaux séropositifs, 
puisque seulement 2/15 porcs de l’élevage A et 1/30 de l’élevage B présentaient des titres en 
anticorps supérieurs à 1:20. Par ailleurs, 380 écouvillons nasaux de porcs (112 élevages de 
Bretagne) prélevés dans le cas de syndrome grippal aigu ont été analysés mais aucune détection 
d’IDV n’a été observée.  
Dans les cas des autres espèces étudiées (homme, petits carnivores et chevaux), aucune 
détection d’anticorps anti-IDV ou de virus n’a été observée. Dans ces études, la principale limite 
a été l’échantillonnage : faible nombre d’échantillons et échantillonnage non aléatoire. De plus, 
les prélèvements pour chaque espèce provenaient de la même région (Ile de France pour les 
prélèvements humains et petits carnivores ; Hauts-de-France pour les chevaux). Nous ne 
pouvons pour le moment pas conclure que ces espèces ne sont pas sensibles à IDV. Il serait 
donc intéressant de tester un plus grand nombre d’échantillons par espèce, provenant de 
différentes régions, notamment pour l’homme, les chevaux et les petits carnivores domestiques. 
Par ailleurs l’analyse de prélèvements de ces espèces en contact ou à proximité de bovins 
pourrait également être intéressante. Il serait également intéressant de tester des élevages de 
bovins et de porcs mixtes ou proches géographiquement dans la région Bretagne pour 
comprendre comment IDV circule entre ces deux espèces.  
 
Nous avons également participé à une étude sérologique sur des élevages de bovins et de porcs 
au Luxembourg. Ici encore, la séroprevalence était plus forte chez les bovins que chez les porcs.  
En comparant les études sérologiques européennes (France, Italie et Luxembourg), nous avons 
remarqué que la séroprévalence globale chez les bovins était plus faible en France (47%) qu’en 
Italie (n=420) ou au Luxembourg (n=450) (92% et 80% respectivement) (184, 199, 346). Cela 





encore les conditions environnementales, variables selon le pays. Une autre hypothèse serait 
que les souches circulant dans les trois pays soient génétiquement différentes et présentent donc 
un tropisme d’hôte différent d’un pays à un autre. L’analyse phylogénétique des souches 
françaises d’IDV a toutefois révélé que celles-ci étaient génétiquement similaires aux souches 
européennes.  
 
Néanmoins, des études complémentaires sont nécessaires pour affirmer avec certitude que des 
souches génétiquement proches circulent en Europe car un faible nombre de génomes est 
disponible. La création d’un réseau européen (réseau EFSA) en 2018, ayant pour objectif 
d’étudier la circulation d’IDV en Europe, va nous permettre de mettre en commun nos données 
sur l’épidémiologique et la diversité génétique du virus.  
Nous avons vu que différentes espèces sont séropositives pour IDV (bovins, petits ruminants, 
et porcs en France ; bovins et porcs au Luxembourg). La question de la transmission entre ces 
espèces au sein d’un même pays ou entre les différents pays se pose donc. Il est possible que la 
propagation du virus soit permise via le transport d’animaux, grâce à la proximité géographique 
des élevages ou encore à l’existence d’élevages mixtes.  
 
L’analyse de sérums d’archives (1977 à 2014) a révélé que la première détection d’anticorps 
anti-IDV chez les bovins était en 2003 aux Etats-Unis. Deux études supplémentaires ont montré 
des séroprévalences relativement importantes chez des bovins prélevés en 2003 (139–141). Ces 
données semblent suggérer qu’IDV circule depuis avant 2003, bien qu’aucune étude de 
détection du virus en lui-même n’ait encore été réalisée sur des prélèvements d’archives. 
Plusieurs possibilités existent quant à l’émergence et la propagation d’IDV dans le monde. La 
première hypothèse est que le virus circule dans les populations domestiques (bovins, porcs) 
sans avoir été détecté jusqu’à 2011. Il est possible que le virus ait émergé aux Etats-Unis, puis 
qu’un élément de type transfert d’animaux en Europe et en Asie se soit produit, permettant la 
propagation du virus dans les autres pays. Une autre possibilité serait qu’un/des hôte(s) 
intermédiaire(s) participe à la propagation d’IDV, comme par exemple une ou plusieurs espèces 
de la faune sauvage. En plus de l’hypothèse citée ci-dessus, il est possible qu’IDV ait émergé 
dans les populations de la faune sauvage avant d’être transmis aux espèces domestiques. 
Nous avons donc réalisé une étude sérologique préliminaire afin de déterminer si certaines 





cervidés sont séropositifs pour IDV et/ou ICV, avec néanmoins des séropositivités et des titres 
en anticorps faibles, en Allemagne et en Belgique. La circulation d’IDV est encore inconnue 
dans ces deux pays : il serait intéressant de tester en parallèle des cohortes de bovins dans ces 
deux pays, pour voir si IDV circule. 
Par ailleurs, nos collaborateurs du projet ANR en Bretagne ont également mené une étude 
sérologique sur des sérums de sangliers. Au total, 664 sérums (prélevés entre 2009 et 2018) 
provenant des régions Centre-Val de Loire, Corse et Grand Est ont été analysés. Trois animaux 
étaient séropositifs, suggérant que cette espèce pourrait être au minimum réceptive à IDV, et 
peut être participer à sa transmission dans les différentes espèces domestiques, comme cela 
semble être suggéré par l’étude de Ferguson et al. sur les porcs sauvages aux États-Unis (190). 
Nous avons également détecté IDV avec des analyses virologiques et sérologiques chez les 
hérissons d’Europe. Le peu d’études menées chez cette espèce suggère que les hérissons 
seraient porteurs de nombreux agents pathogènes (bactéries, parasites ou virus) (347). 
L’analyse phylogénique réalisée n’a pas permis de mettre en évidence des différences entre 
la/les souche(s) infectant les hérissons et celles isolées chez les bovins en France. Nous avons 
cependant été limités dans les analyses à cause de la faible concentration en matériel génomique 
et de l’amplification non spécifique du génome de l’hôte. Une analyse de séquençage NGS nous 
permettrait d’étudier plus en détail les souches circulant chez les hérissons. Par ailleurs, il serait 
intéressant de voir si celles-ci présentent des marqueurs moléculaires d’espèce : si elles sont 
différentes génétiquement des souches circulant dans les autres espèces. Nos résultats sont 
intéressants et laissent penser que les hérissons participeraient à la propagation du virus. 
Néanmoins, il s’agit d’une étude préliminaire et des études supplémentaires sont nécessaires 
pour confirmer nos données. 
Bien que cette étude préliminaire suggère que des espèces de la faune sauvage ont réceptives 
au virus, elle présente des limites. Tout d’abord, les études sérologiques permettent de détecter 
des anticorps contre le virus mais rien n’indique que le virus soit infectieux dans ces espèces, 
surtout lorsque les titres en anticorps et les séroprévalences sont faibles. Des études de 
recherche de virus par RT-PCRq et surtout TCID50 dans des prélèvements (écouvillons nasaux, 
organes) sont donc obligatoires pour confirmer qu’IDV infecte réellement ces espèces. L’autre 
limite de cette étude est la spécificité du test. En effet, la technique d’inhibition de 
l’hémagglutination (IHA) est une technique peu coûteuse et rapide mais dont la spécificité et la 
sensibilité peuvent être limitantes. Dans l’étude sur la présence d’IDV en Afrique, nous avons 





technique IHA était relativement spécifique, elle était moins sensible que la technique de 
séroneutralisation (143). Il est donc possible que nos résultats de séroprévalence soient sous-
estimés du fait de la technique utilisée. Le développement d’un test ELISA spécifique pour IDV 
pourrait nous permettre de palier à ce manque de sensibilité (185). 
Si la circulation d’IDV dans ces espèces est confirmée, il serait intéressant de déterminer si le 
virus peut être transmis entre espèces sauvages et espèces domestiques. Par exemple, dans le 
cas du BVDV (bovine viral diarrhea virus), il a été observé que le virus circulait chez les 
cervidés et les bovins.  Bien que les souches circulant dans les deux espèces présentent un 
ancêtre commun, la transmission du virus est peu fréquente entre ces deux espèces, et ne se 
produit que si les conditions épidémiologiques sont optimales (348). Il est donc possible 
qu’IDV se transmette de manière similaire. Il n’est pas impossible non plus que les espèces de 
la faune sauvage réceptives à IDV constituent un cul-de-sac épidémiologique.  Il a par exemple 
été montré que les hérissons d’Europe étaient un cul-de-sac épidémiologique pour le parasite 
Plagiorhynchus cylindraceus (349) ou encore que les cervidés étaient parfois infectés par 
l’agent pathogène responsable de la maladie de Lyme sans qu’ils ne le transmettent 
ultérieurement (350). Afin de comprendre la potentielle transmission du virus de la faune 
sauvage vers la faune domestique, des études épidémiologiques couplées à des analyses 
phylogénétiques seront nécessaires. 
Ce projet de thèse nous a également permis d’analyser des sérums provenant de la faune captive 
(2 zoos français). Les données les plus intéressantes ont été observées chez les marsupiaux et 
les camélidés, qui étaient séropositifs pour IDV et ICV. Nos résultats sur les camélidés 
confirment ceux observés dans notre étude africaine, à savoir que ces animaux présentent une 
forte séroprévalence pour IDV et ICV. De manière remarquable, des cohortes de quatre pays 
(Arabie-Saoudite, Australie, Mongolie et Nigeria) étaient fortement séropositives pour IDV et 
ICV, suggérant une circulation mondiale des deux virus très importante chez les camélidés. La 
principale limite de cette étude est qu’à ce jour, nous ne pouvons pas déterminer si les anticorps 
sont dirigés contre ICV et/ou IDV ou si les deux virus présentent une réaction croisée chez les 
camélidés. Il est donc nécessaire de comprendre si ces résultats sont dus à la méthodologie ou 
à la biologie de ces espèces. Pour vérifier si ces résultats sont dus à la  méthodologie, l’analyse 
de nos sérums par la technique ELISA développée pour IDV (185) ou les séroneutralisations 
(réalisées dans l’étude de Salem et al) (143), plus spécifiques et sensibles que la technique IHA, 
nous permettrait de déterminer si les anticorps sont bien dirigés contre IDV. Nous pourrions 





IDV et anti-ICV, comme cela a été réalisé pour le MERS-CoV et le BCoV chez des camélidés 
d’Israël (351). 
Il est également possible que ces fortes séroprévalences observées pour IDV et ICV soient dues 
à la nature même des immunoglobulines. En effet, les camélidés possèdent des anticorps 
« classiques » ainsi que des anticorps dépourvus de chaînes légères. Il serait intéressant de voir 
si ces anticorps « non conventionnels » sont ceux qui réagissent lors des analyses sérologiques. 
L’analyse de prélèvements respiratoires (écouvillons nasaux, lavages bronchoalvéolaires 
(LBA), fragments de poumons) est également importante et nous permettrait de confirmer la 
circulation d’IDV et/ou ICV chez les camélidés. Récemment, 400 écouvillons nasaux de 
camélidés prélevés en Egypte ont été analysés par RT-PCRq pour IDV et ICV, mais se sont 
tous révélés négatifs pour les deux virus (Kayali et al, communication personnelle). Il faut 
toutefois noter qu’aucune analyse sérologique n’a été menée en Egypte pour le moment et donc 
qu’aucune information sur la potentielle circulation des deux virus dans le pays n’est disponible. 
Enfin, l’équipe de virologie de l’UMR 1225 INRA/ENVT a déposé une demande de 
financement (programme VetBioNet) pour un projet d’infection expérimentale chez les 
camélidés. L’objectif serait ici d’infecter des camélidés (lamas) avec ICV ou IDV (mono-
infections) afin de déterminer si les virus peuvent réellement infecter cette espèce et si oui, 
déterminer sa pathogénicité (signes cliniques potentiels, tropisme tissulaire et cellulaire, 
réplication virale et réponse immunitaire).   
Au Kenya, les 938 sérums de bovins analysés étaient séronégatifs alors qu’une séroprévalence 
de 99% pour IDV a été observée chez les camélidés (n=293), suggérant que cette espèce 
pourrait être le réservoir naturel du virus. Ici, les sérums de bovins ont été prélevés entre 2010 
et 2012, tandis que les camélidés ont été prélevés en 2015. Il est donc possible que les 
différences de séroprévalences soient dues à cette différence de temporalité. Il serait intéressant 
de tester des sérums de bovins kenyans prélevés en 2015 afin de voir si la prévalence change. 
Il est également possible que les différences de séroprévalences soient dues aux systèmes 
d’élevage. Il serait intéressant de savoir si les deux filières sont séparées ou non, pour mieux 
comprendre la circulation d’IDV.  Il serait enfin intéressant de tester des cohortes de bovins des 
pays pour lesquels nous avons eu accès à des sérums de camélidés (Arabie-Saoudite, Australie, 






Les camélidés d’Australie (n=23) étaient tous séropositifs pour IDV et ICV, suggérant la 
présence de ces virus dans ce pays. De manière intéressante, l’analyse de 5 sérums de 
marsupiaux (kangourous et wallabies) a révélé que ces espèces, natives d’Australie, étaient 
également séropositifs pour IDV et/ou ICV. 
Il serait donc intéressant de déterminer si IDV circule réellement en Australie en réalisant une 
étude sérologique et virologique sur des cohortes de bovins, grâce à des collaborations avec 
l’équipe de l’Université de Hong-Kong, qui nous a fourni les sérums de camélidés, mais aussi 
avec des équipes de recherche australiennes. En parallèle, l’analyse de cohortes de marsupiaux 
sauvages en Australie nous permettrait de vérifier s’ils sont réellement réceptifs à IDV et/ou 
ICV.  Si la susceptibilité des marsupiaux était avérée, il faudrait tout d’abord déterminer si le 
virus infectant les marsupiaux est capable d’être transmis à d’autres espèces, via des études 
épidémiologiques ou des études de virologie moléculaire (phylogénie, détermination de 
marqueurs d’espèces, phylogénie). 
 
 
Les données de terrains et les infections expérimentales suggèrent qu’IDV possède un large 
spectre d’hôte. En effet, le virus semble infecter des espèces relativement différentes, classées 
ici selon leur ordre taxonomique : Perissodactyla (cheval), Artiodactyla (camélidés, cervidés, 
bovins, porcs et petits ruminants), Diprotodontia (marsupiaux), Rodentia (cobaye et souris), 
Erinaceomorpha (hérissons) et Carnivora (furet).  
Certains virus présentent un large spectre d’hôte, c’est-à-dire qu’ils infectent des espèces à 
différents ordres taxonomiques (exemple : IAV, virus de la rage, poxvirus) tandis que d’autres 
ne sont capables d’infecter qu’un seul ordre taxonomique (exemple : virus de la poliomyélite, 
virus VIH). Le spectre d’hôte est défini par le type d’espèces infectées mais aussi le type 
cellulaire. Le spectre d’hôte d’un virus dépend tout d’abord du récepteur exprimé par l’hôte et 
reconnu par le virus. Par exemple, les virus influenza A reconnaissent les acides sialiques 
exprimés par différents types cellulaires. Les virus humains reconnaissent préférentiellement 
les acides sialiques α-2,6 tandis que les souches aviaires reconnaissent les acides sialiques α-
2,3. Les acides sialiques sont exprimés par de nombreuses espèces animales, expliquant le large 
spectre d’hôte du virus (20).  Le virus de la poliomyélite, quant à lui, reconnaît un récepteur 





Par ailleurs, certains virus possèdent des capacités évolutives importantes leur permettant de 
modifier les protéines reconnaissant les récepteurs cellulaires et donc la capacité du virus à 
entrer dans les cellules ; de modifier ou optimiser la réplication virale ; ou encore la 
transmission du virus. Les IAV présentent une grande capacité d’évolution via deux 
mécanismes : la dérive génétique et le réassortiment. Il existe plusieurs sous-types, définis selon 
l’association des protéines HA et NA, et au sein de chaque sous-type, de nombreuses souches 
virales génétiquement différentes sont présentes. Les mutations au niveau de HA et NA vont 
permettre d’augmenter la spécificité de HA au récepteur, d’optimiser la balance des activités 
HA/NA, ou encore de permettre à HA d’être stable à différents pH (facilitant donc l’étape 
d’entrée cellulaire) (353). Des mutations sur les gènes internes, comme les protéines impliquées 
dans la réplication virale (NP, PB1, PB2 et PA) jouent également un rôle sur le spectre d’hôtes. 
Le spectre d’hôte est aussi défini par la physiologie de l’espèce hôte. Dans le cas des IAV, il 
existe également des inhibiteurs compétitifs, spécifiques de l’hôte, qui pourraient jouer un rôle 
dans la spécificité d’hôte de certains sous-types d’IAV. Par exemple, l’α2-macroglobuline 
sérique chez le cheval joue le rôle de récepteur analogue : elle est capable d’inhiber les H3 
humaines mais pas les H3 équines (55). Le système immunitaire joue également un rôle : des 
inhibiteurs de la réplication virale peuvent être exprimés à la surface ou dans le cytoplasme des 
cellules cibles. Par ailleurs, lors l’infection, des molécules antivirales vont être induites, comme 
par exemple les interférons. Le système immunitaire va donc induire une pression de sélection 
des virus et influencer le spectre d’hôte des virus. Les IAV, par exemple, échappent au système 
immunitaire via la protéine NS1, qui évolue constamment (353). 
Dans le cas d’IDV, le large spectre d’hôtes pourrait être expliqué par la glycoprotéine de 
surface, l’hémagglutinine estérase fusion (HEF). Une première étude in vitro a révélé qu’IDV 
se répliquait sur plusieurs lignées cellulaires, que ce soit à 37°C ou à 33°C, contrairement à ICV 
(14).  Les auteurs ont remarqué que des différences en acides aminés dans la poche de liaison 
au récepteur pourraient être responsables de ce phénomène. La cristallographie à rayons X de 
la protéine HEF, réalisée par Song et al., a permis de confirmer cette observation. En effet, HEF 
possède un sillon ouvert dans la poche de liaison au récepteur qui lui permettrait de reconnaitre 
un plus large ensemble d’acides sialiques, exprimés par différentes espèces (42). Une étude in 
vitro de survie du virus à différentes températures et pH a montré qu’IDV était plus résistant 
que les autres genres de virus influenza. En effet, IDV n’a présenté une perte d’infectiosité qu’à 
partir de 65°C, tandis que IAV, IBV et ICV ont été inactivés dès 53°C. IDV a également montré 





IDV, tandis que les autres genres de virus influenza étaient complétement inactivés. Les auteurs 
ont remarqué que cette résistance était due à HEF et ils suggèrent que cela pourrait jouer un 
rôle dans le passage de la barrière d’espèces (354). Par ailleurs, IDV reconnaît les acides 
sialiques-O-acétylés exprimés sur de nombreux types cellulaires et chez plusieurs espèces 
animales (42). 
 
Il serait intéressant de comprendre comment IDV peut infecter des hôtes aussi différents et 
quelle est l’importance biologique de ce phénomène. Des études de phylogénie sur des 
prélèvements de différentes espèces animales, couplées à des études épidémiologiques 
pourraient nous permettre de comprendre la diversité génétique d’IDV et voir si le fait qu’il 
infecte différentes espèces contribue à son évolution. 
 
 
Étude de la diversité d’IDV en France  
Depuis son identification, les questions sur la diversité génétique d’IDV et sur l’origine de ce 
virus (période et zone géographique) restent encore en suspens.  Plusieurs études ont montré 
qu’il existe 2 clades d’IDV, dont les souches réassortissent fréquemment entre elles (113). Des 
études récentes suggèrent qu’IDV présenterait une évolution unique au Japon, ce qui pourrait 
influencer la pathogénicité de celui-ci (111, 114, 138). Afin de déterminer la diversité génétique 
des souches circulant en France, nous avons analysé des écouvillons nasaux collectés en deux 
temps : Février/Mars 2018 et Novembre/Décembre 2018 (n= 20 élevages). Sur l’ensemble des 
élevages, 3 seulement (élevage A-C) ont présenté de titres viraux suffisants pour être séquencés 
et pour nous permettre de réaliser des analyses phylogéniques et de distances génétiques. 
Le peu de résultats positifs pour les élevages prélevés en Novembre/Décembre 2018 peut être 
dû à la période de prélèvement des veaux. Il est connu que les IAV circulent entre Septembre 
et Mars dans les zones tempérées de l’hémisphère Nord (355, 356). Bien que la « saisonnalité » 
d’IDV n’ait pas encore été démontrée, il est possible que celui-ci circule plutôt en hiver aussi.  
Or, il faisait encore assez chaud en Novembre/Décembre 2018 (7°C ≤ température ≤ 21°C), 
avec beaucoup d’ensoleillement et peu de précipitations, ce qui pourrait expliquer l’absence 
d’animaux positifs pour IDV. Par ailleurs, il est possible que l’âge des animaux, leurs races ou 
encore la période d’arrivée des animaux, connus pour influencer l’infection virale, aient pu 





À partir des élevages A-C, 7 génomes complets ou partiels ont été obtenus. Les analyses 
phylogénétiques ont révélé que les souches d’IDV circulant en 2018 appartiennent au clade 
D/OK-like et sont génétiquement proches des souches italiennes et irlandaises (180, 181, 186). 
Aucun réassortant n’a été observé parmi nos souches françaises et une faible diversité génétique 
intra et inter-élevage a été calculée, suggérant que la souche ayant circulé chez les veaux en 
2018 dans ces 3 élevages est génétiquement similaire. 
En comparant nos données avec celles des autres études européennes (Italie et Irlande) (180, 
181, 186), nous avons remarqué que nos résultats sont relativement similaires. L’ensemble des 
données suggère qu’un lignage principal d’IDV circulerait en Europe, appartenant au clade 
D/OK-like. Récemment, nos collaborateurs italiens du réseau EFSA ont réussi à détecter et 
séquencer des souches appartenant au clade D/660-like chez des bovins fin 2018. Par ailleurs, 
ils ont mis en évidence pour la première fois la présence d’un réassortant avec 2 gènes 
appartenant au clade D/OK-like et 5 gènes du D/660-like (Chiapponi et al, communication 
personnelle). 
Dans les études française et irlandaise, deux souches appartenant au clade D-OK-like, mais 
formant un cluster distinct des autres souches, ont été identifiées (110, 181). L’ensemble de ces 
données semble suggérer qu’un autre clade circulerait en Europe, mais ici encore, le faible 
nombre de génomes disponibles ne nous permet pas de valider cette hypothèse pour le moment.  
La principale limite de notre étude est le faible nombre d’échantillons (et élevages) positifs pour 
réaliser les études de phylogénie. En effet, sur les 68 échantillons positifs (élevages A-C), seuls 
5 génomes complets (élevages A et B) et 2 génomes partiels (élevages A et C) ont été obtenus. 
Des études supplémentaires seront donc nécessaires afin de poursuivre cette étude. Il serait 
intéressant de réaliser des prélèvements à différentes périodes sur une année, pour déterminer 
si IDV circule différentiellement selon les saisons comme c’est le cas pour IAV et IBV. Par 
ailleurs, ces prélèvements pourraient nous permettre d’étoffer notre étude sur la diversité des 
souches d’IDV en France. L’hypothèse qu’IDV ne circule pas en Occitanie est ici exclue 
puisque l’étude sérologique a révélé une séroprévalence de 48,2% chez les bovins de plus de 1 
an dans la région (voir partie II. A. 1.).  
Les analyses sérologiques en Italie et au Luxembourg ont montré que la séroprévalence d’IDV 
chez les porcs augmentait au cours du temps (186, 199). Il est donc possible qu’un phénomène 
similaire ait lieu en France. Une étude sur le long terme, c’est-à-dire l’analyse de prélèvements 





pays. Enfin, l’analyse d’échantillons d’archives nous permettrait également de déterminer 
l’année de l’émergence d’IDV sur le territoire français.  Ces échantillons sont cependant 
difficiles d’accès car les laboratoires vétérinaires conservent rarement leurs biothèques dans le 
temps. 
La seconde limite de cette étude est la localisation géographique des élevages. En effet, ceux-
ci étaient soit situés dans la région Occitanie, soit dans la région Auvergne-Rhône-Alpes (mais 
proches de la région Occitanie). L’analyse de prélèvements de deux régions seulement n’est 
donc pas représentative de la France entière. Dans le cas de notre étude sérologique chez les 
ruminants domestiques en France, nous avons pu remarquer des différences de séroprévalences 
en fonction de la région. Ces différences entre régions pourraient favoriser la diversité génétique 
du virus, et permettre l’évolution de souches génétiquement et/ou antigéniquement distinctes 
par région. Au vu de la plus forte séroprévalence identifiée en Vendée, cette région pourrait être 
ciblée en priorité pour une prochaine étude. 
Nos génomes d’IDV ont été obtenus avec du séquençage Sanger. Il serait intéressant de réaliser 
un séquençage profond de nos échantillons positifs pour IDV (séquençage NGS) afin d’évaluer 
plus finement la diversité de ceux-ci. En effet, dans une étude sur IAV, du séquençage profond 
a révélé que chez des volailles infectées par des IAV hautement pathogènes appartenant au 
clade 2.3.4.4 (H5Nx), les virus présentaient des polymorphismes à faible fréquence (1-50%). 
Cela suggérait la présence de sous-populations virales (357). Le séquençage NGS nous 
permettrait donc d’analyser la présence de quasi-espèces d’IDV chez les veaux positifs. Ces 
analyses sont en cours à l’Institut Pasteur de Paris (collaboration avec l’équipe de S. van der 
Werf). 
Dans le cas de notre étude, nous n’avons pas réussi à mettre en évidence des marqueurs 
moléculaires d’espèces. Les génomes d’IDV disponibles ont été obtenus à partir d’échantillons 
de porc ou de bovin. À ce jour, seule une séquence partielle du gène HEF a été obtenue à partir 
d’un prélèvement de caprin. L’analyse phylogénétique a montré qu’elle appartenait au clade 
D/OK-like et était proche des souches chinoises d’IDV (183). Dans notre étude sérologique, 
nous avons observé que les petits ruminants de la région Occitanie étaient séropositifs (0,4 et 
2,9% chez les ovins et caprins, respectivement). Il serait donc intéressant d’analyser des 
prélèvements respiratoires de petits ruminants afin de déterminer si les souches circulant chez 





Enfin, nous aimerions de déterminer si des réassortiments pourraient avoir lieu entre IDV et 
ICV, ce qui permettrait au virus réassortant potentiel d’infecter plus facilement l’homme, ce 
qui poserait un problème en santé publique. Cette hypothèse s’appuie sur le fait que les deux 
virus possèdent tous les deux 7 segments d’ARN. De plus, bien que l’identité génétique entre 
les deux virus soit de 50%, les régions non codantes (NCR) aux extrémités 5’ et 3’ sont quasi 
similaires. Par ailleurs, des homologies structurelles et fonctionnelles ont été mises en évidence 
pour certaines protéines, comme HEF, NP ou le complexe polymérase (42, 45, 358). Une étude 
a montré la présence de réassortants entre ICV et IDV par génétique inverse, toutefois les 
séquences NCR utilisées pour les plasmides d’IDV étaient toutes celles d’ICV, biaisant ainsi le 
résultat de cette étude (139). Des études sont actuellement en cours pour étudier ce phénomène 
au sein de l’équipe de virologie de l’UMR 1225 INRA/ENVT en collaboration avec l’équipe 
de S. van der Werf de l’Institut Pasteur de Paris. 
 
 
Développement d’un modèle murin pour étudier la pathogénicité d’IDV 
Nous avons développé un modèle souris pour étudier la pathogénicité d’IDV. Les différents 
modèles d’infections expérimentales déjà développés présentaient des inconvénients en termes 
de praticité (taille des animaux, coût) ou de critères physiologiques (absence de signes 
cliniques) (14, 190, 278, 279, 281). Notre objectif était ici de développer un modèle souris, et 
tenter de reproduire la pathogénicité observée chez l’hôte principal, le bovin.  
L’analyse de nos résultats a montré que le modèle souris est intéressant pour étudier la 
réplication d’IDV et la réponse immunitaire. En effet, le virus se réplique chez la souris et 
présente un tropisme relativement similaire à celui-ci observé en modèle veau : IDV est capable 
d’infecter les voies respiratoires supérieures et inférieures, avec toutefois une préférence pour 
les voies hautes. La seule différence observée a été la réplication du virus dans les intestins des 
souris : chez les souris, des titres viraux importants ont été observés tandis que chez le veau, 
ceux-ci étaient faibles. Il faut toutefois noter que deux techniques de titrage différentes (TCID50 
et RT-PCRq) ont été utilisées pour les deux études. Cette différence entre les deux modèles 
peut aussi s’expliquer par la physiologie des animaux. En effet, il est probable que le virus perde 
son caractère infectieux dans le système digestif des bovins, qui présente une physiologie 
relativement différente des autres mammifères, avec son rumen. La capacité de réplication 





intéressant d’analyser des prélèvements (fèces, intestins) pour déterminer si IDV présente 
également un tropisme entérique.  Nous avons également détecté du virus dans le foie des 
souris, suggérant une potentielle virémie lors de l’infection par IDV. Bien qu’aucune virémie 
n’ait été observée dans l’étude de Salem et al., elle a été observée dans le modèle porc sauvage 
mais aussi chez les veaux mono-infectés par IDV de l’étude de Zhang et al. (190, 282). Cette 
possible virémie pourrait expliquer la présence du virus dans les intestins des souris : en effet, 
le tube digestif est richement vascularisé par un réseau artériel et veineux.  
Le second intérêt de ce modèle est l’analyse de la réponse immunitaire grâce à l’utilisation de 
transcriptomique et de souris transgéniques permettant de cibler précisément une des voies de 
l’immunité (voies interférons de type I ou NFκB). Nous avons observé une réponse légèrement 
moins importante que celle observée chez le veau, avec une plus faible activation de gènes. 
Nous avons cependant observé que certains gènes étaient surexprimés dans les deux modèles, 
comme par exemple CCL2 ou IFN-γ.  
Les différences observées entre le modèle veau et le modèle souris pourraient être dues à 
plusieurs paramètres : (i) la méthodologie de transcriptomique ; (ii) le type de prélèvements, 
(iii) le système immunitaire spécifique de l’hôte, (iv) la réplication du virus chez l’animal. 
Dans notre modèle souris, nous avons analysé la réponse par RT-PCRq avec des amorces 
spécifiques pour chaque cible, tandis que dans le modèle veau, une puce à ADN (PCRq 
microfluidique de la plateforme BioMark™) a été utilisée.  Ces deux méthodes pourraient 
présenter des différences de sensibilité. Par ailleurs, les amorces bovines utilisées ne sont pas 
toujours validées, ce qui pourrait entrainer un manque de détection de l’isoforme d’intérêt de 
certains gènes. 
Pour notre étude, la réponse immunitaire a été mesurée sur des homogénats de poumons (et de 
rates) à différents jours post-infection, tandis que chez les veaux, l’analyse a été réalisée sur des 
LBA. Il est possible que le nombre, le type cellulaire ainsi que les molécules sécrétées soient 
différentes entre ces deux types de prélèvements. Par ailleurs, pour les souris, l’activation des 
gènes de l’immunité au cours du temps a été réalisée sur des souris différentes à chaque point 
de cinétique tandis que pour les veaux, le suivi dans le temps a été effectué chez le même 
animal. Des variations inter-individus pourraient influer sur nos résultats.  
Enfin, il est également possible que les différences observées entre le modèle veau et le modèle 
souris soient dues au système immunitaire de l’hôte.  Plusieurs études ont mis en évidence des 





étude a montré que le récepteur des cellules natural killer (NK) était différent entre la souris et 
le bovin (359). Une autre étude a montré que même si la réponse innée est relativement 
conservée au cours de l’évolution, des différences de structure et de reconnaissance de ligands 
étaient présentes au niveau des PRR (Pamp Recognition Receptor) (361, 362). Enfin, les souris 
de laboratoire, y compris les souris DBA/2, n’expriment pas la protéine Mx, qui est pourtant 
fortement impliquée dans l’immunité anti-influenza (363). Les bovins, quant à eux, expriment 
une protéine Mx fonctionnelle. Garigliany et al. ont suggéré que les IAV ne se répliquaient pas 
efficacement chez les bovins grâce à une bonne activité antivirale de la protéine Mx bovine 
(364). Dans le cas d’une infection par un virus IDV chez les bovins, il a été remarqué que le 
virus se réplique efficacement, suggérant que l’activité antivirale de Mx pourrait être plus faible 
contre le virus IDV. Dans l’étude menée chez le veau, le gène Mx n’a pas été étudié et les souris 
de laboratoire n’expriment pas Mx. De ce fait, des études seront encore nécessaires pour 
élucider le rôle de Mx dans l’infection par IDV. Il est possible que l’activité des cellules 
épithéliales des souris, première ligne de défense de la réponse innée, soient moins efficaces 
que celles des veaux lors d’une infection virale. Des études complémentaires, comme par 
exemple l’utilisation d’explants de poumons de souris et de veau, nous permettraient de vérifier 
cette hypothèse.   
Il est également possible que les différences entre le modèle veau et le modèle souris soient 
dues à la réplication d’IDV, c’est-à-dire que le virus s’est répliqué plus intensément chez le 
veau que chez la souris, entrainant donc une réponse immunitaire plus forte.  La réplication a 
été moins importante dans les poumons que dans les voies hautes chez la souris tandis que chez 
le veau, les titres étaient relativement similaires dans l’appareil respiratoire haut et bas. Il faut 
toutefois noter que deux techniques de titrage ont été utilisés (RT-PCRq en modèle veau et 
TCDI50 en modèle souris). 
Une optimisation de l’analyse de la réponse immunitaire anti-IDV chez la souris pourrait être 
faite. Il serait intéressant de réaliser des analyses protéomiques (ELISA, Bioluminex) lors de 
l’infection avec IDV : en effet, le taux de transcrit d’ARNm ne reflète pas complètement la 
quantité de protéines sécrétées lors de l’infection virale. Par ailleurs, nous pourrions réaliser 
une infection expérimentale chez des souris IFN-γ-KO ou CCL2-KO. En effet, ces molécules 
semblent être impliquées dans la réponse immunitaire anti-IDV et leur délétion permettrait de 
comprendre leur rôle lors de l’infection. 
Le modèle souris présente également des limites. La première est l’absence de signes cliniques 





expérimentales chez le veau ont montré qu’IDV induisait des signes cliniques respiratoires 
légers à modérés. Toutefois, dans les autres modèles d’infection expérimentale (furet, cobaye 
ou porc (EOPS ou sauvage)), l’infection n’a pas non plus induit de signes cliniques.  
La première hypothèse est que l’absence ou le peu de signes cliniques induits après infection 
soit un reflet de ce qu’il se passe sur le terrain, c’est-à-dire qu’IDV possède un pouvoir 
pathogène relativement faible. Les études de recherche d’IDV dans les échantillons de bovins 
de terrain ont le plus souvent été faites sur des prélèvements de bovins atteints de BPI, avec la 
présence de co-infections (110, 181). Toutefois, du virus a également été retrouvé chez des 
bovins asymptomatiques (141, 183). Par ailleurs, de fortes séroprévalences ont été observées 
chez des bovins asymptomatiques (346). Les infections expérimentales chez le veau ont révélé 
l’apparition de signes cliniques légers à modérés. La présence de ceux-ci pourrait être due aux 
conditions expérimentales, très différentes de celles observées sur le terrain. La charge virale 
inoculée peut également être responsable de l’apparition des signes cliniques (107 
TCDI50/veau). Il est probable que les bovins sur le terrain soient infectés avec une dose plus 
faible de virus, suffisante pour induire une réplication mais pas assez pour déclencher des signes 
cliniques. 
La seconde hypothèse concerne la méthodologie. En effet, bien que le modèle souris soit très 
fréquemment utilisé pour étudier des infections virales, il est difficile d’observer des signes 
cliniques. Dans le cas d’infections avec des IAV, peu de signes cliniques sont observés. Ils sont 
observables lorsque la souche virale a été adaptée ou lorsqu’il s’agit de virus virulent comme 
des IAV hautement pathogènes (315). Des résultats similaires ont été observés lors d’infections 
expérimentales avec des souches du virus respiratoire syncytial bovin (bRSV) (365, 366). 
 
L’absence d’étude de transmission d’IDV chez la souris représente la deuxième limite de cette 
étude. L’analyse bibliographique montre que la capacité des IAV à être transmis en modèle 
souris est controversée (201, 202, 322, 367). Bouvier et al. ont suggéré que le fond génétique 
des souris, la souche virale mais aussi l’environnement des animaux influenceraient la 
transmission des virus (315). 
En conclusion, le modèle souris semble être un bon modèle « petit animal » pour étudier la 
réplication d’IDV. Il semble également être un modèle avantageux pour étudier la réponse 
immunitaire grâce à la disponibilité de souris transgéniques permettant de cibler un effecteur 





toutefois pas idéal pour étudier la pathogénicité d’IDV, au vu de l’absence de signes cliniques 
et la très faible réponse immunitaire. Il est probable que l’efficacité d’infection dans notre 
modèle murin soit faible, d’où l’absence de réponse immunitaire.  Des études complémentaires 
sont tout de même nécessaires pour tenter de rendre ce modèle plus pertinent dans l’étude de la 
pathogénicité d’IDV.  
À ce jour, aucune étude de comparaison de la pathogénicité de souches d’IDV n’est disponible 
dans la littérature. Dans une seconde partie de ce modèle souris, une première étude de 
comparaison de la pathogénicité de 6 souches d’IDV a donc été réalisée, en collaboration avec 
une équipe de l’Université du Mississippi. Cette équipe a réussi à séquencer de plus de 30 
génomes d’IDV et mis en évidence des associations de gènes différentes en fonction du clade 
mais aussi de la souche virale. L’objectif a été de déterminer si ces associations de gènes 
pouvaient entrainer des pathogénicités différentes en modèle souris. Des infections ont donc été 
menées avec des souches du clade D/OK-like (D/France/5920, D/46N et D/158N) et D/660-
like (D/Neb et D/13N). Il est apparu que les différences génétiques entre les souches 
n’influencent pas les signes cliniques mais plutôt l’intensité de la réplication virale. En effet, la 
souche D/46N s’est moins bien répliquée que les autres souches appartenant au même clade 
(D/France/5920 et D/158N) et la souche D/148N ne s’est pas répliquée du tout.  
La comparaison de séquences suggère que des mutations (non silencieuses) dans les différents 
gènes de la souche D/46N pourraient être responsables de cette diminution de la réplication. 
Dans le cas des deux infections expérimentales menées chez le veau (infectés par la souche 
D/France/5920 dans l’étude de Salem et al., et par la souche D/46N dans l’étude de Ferguson 
et al.), des différences ont été observées. Les veaux infectés par la souche D/France/5920 ont 
présenté des signes cliniques ainsi qu’une réplication virale plus importante (réplication dans 
les poumons) par rapport aux veaux infectés par la souche D/46N (279, 281). Des différences 
de pathogénicité entre les deux souches pourraient expliquer ces différences de résultats, bien 
qu’un effet de l’âge des animaux ou encore la voie d’inoculation puissent également être 
responsables de ces différences. Il serait donc intéressant de confirmer nos résultats en modèle 
in vitro sur des cellules bovines ou encore en modèle ex vivo (explants). Afin d’aller plus loin, 
il serait également intéressant de réaliser une expérience d’infection expérimentale en modèle 
veau pour confirmer les différences de pathogénicité entre les deux souches (D/France/5920 et 
D/46N). L’utilisation de la génétique inverse et de mutagénèse dirigée pourraient enfin nous 






La souche D/148N ne s’est quant à elle pas répliquée chez la souris. La comparaison des gènes 
des 6 souches d’IDV inoculées aux souris a montré que seul le gène HEF était différent entre 
la souche D/148N et les 5 autres souches. Dans un premier temps, il serait intéressant de 
confirmer nos résultats en modèle in vitro bovin pour vérifier si cette absence de réplication est 
due à la souche ou si c’est un effet de l’hôte. Dans un second temps, nous pourrions utiliser le 
système de génétique inverse afin de créer une souche D/148N exprimant la HEF d’une autre 
souche (par exemple celle de la souche D/France/5920) ou à l’inverse des souches (par exemple 
la souche D/France/5920) exprimant la HEF de la souche D/148N (368). Ce type d’expérience 
nous permettrait donc de vérifier si le gène HEF est bien impliqué dans cette absence de 
réplication. Des études de cristallographie et des études fonctionnelles pourraient nous 
permettre de comparer les HEF des différentes souches d’IDV, et de déterminer si cette absence 
de réplication est due à une différence structurelle ou fonctionnelle de la protéine. Enfin, le 
séquençage d’échantillons de terrains d’IDV pourrait nous indiquer si certaines souches d’IDV 
sont plus pathogènes que d’autres, au regard des signes cliniques observés et de leurs fréquences 
de détection. 
  
Bien que l’expérimentation animale permette d’étudier une infection virale en organisme 
complet, les préoccupations éthiques nous poussent à utiliser des méthodes alternatives pour 
étudier les infections virales. Depuis 2010, des études ont montré que l’utilisation d’explants 
ou d’organoïdes (méthodes ex vivo) est prometteuse pour étudier les virus influenza. La plupart 
des études sur les IAV ont été réalisées avec des explants de porcs ou des biopsies humaines 
des voies respiratoires. Dans ces travaux, les auteurs ont étudié la réplication virale, le tropisme 
cellulaire, la réponse immunitaire ou encore ont testé des molécules antivirales (369–373). Les 
explants et les organoïdes possèdent de nombreux avantages puisqu’il est possible d’étudier la 
pathogénicité des virus influenza en utilisant un faible nombre d’animaux, et donc promouvoir 
la règle des 3R (réduire, raffiner, remplacer). Par ailleurs, ce type de système s’avère plus 
proche des systèmes in vivo en termes de structures tissulaires, de populations et d’interactions 
cellulaires que les cultures in vitro. Il faut toutefois noter que le temps d’utilisation de ces 
explants reste court (une semaine) (374), et que des différences peuvent être observées en 
fonction de la physiologie de l’animal utilisé (âge, inflammation basale et inflammation due à 
la coupe). 
Une équipe a par exemple développé un modèle d’explants de trachées pour étudier la 





d’abord testé la viabilité de leurs explants : ceux-ci étaient viables et conservaient une structure 
tissulaire normale jusqu’à 7 jours, avant que la perte de l’activité des cellules ciliées et la 
dégénération cellulaire ne deviennent trop importantes (analyses histologiques). Les auteurs ont 
ensuite étudié l’infection de ces explants par une souche H1N1 d’origine aviaire 
(A/swine/England/453/2006). Les explants infectés avec une dose de 2,5.106 PFU ont montré 
que l’infection était similaire à celle observée in vivo au niveau histopathologique (lésions 
histologiques, types cellulaires infectés). Les auteurs ont également étudié la cinétique de 
réplication et ont observé des données relativement similaires aux expériences in vivo :  le virus 
a été détecté dès 1 jour post-infection, avec un pic à 3-4 jours (6,4 log10 pfu/ml) et une 
diminution du titre viral dès 5 jours post-infection (375).  
L’acquisition récente d’un appareil permettant de réaliser des explants d’organes allant de 100 
à 500µm (Krumdieck Tissue Slicer, TSE systems) au sein de l’UMR 1225 INRA/ENVT va nous 
permettre d’étudier la pathogénicité d’IDV (réplication, une partie de la réponse immunitaire, 
co-infections) sur des tissus et des espèces animales différents. Ainsi, nous pourrons répondre 
à certaines questions concernant IDV, comme par exemple le tropisme tissulaire et cellulaire. 
En conclusion, ce projet de thèse pose plusieurs problématiques sur IDV. Tout d’abord se pose 
la question du spectre d’hôtes et de la circulation d’IDV, qui semble être important. Le défi ici 
est de réussir à déterminer quelles espèces sont sensibles, dans quels pays le virus circule et s’il 
y a une transmission entre les différentes espèces. Par ailleurs, le nombre important d’espèces 
sensibles pose également la question de la diversité et de l’évolution du virus.  Ces travaux 
posent ensuite la question du pouvoir pathogène d’IDV. Nos résultats en modèle souris (et en 
modèle veau, réalisé lors de la thèse d’Elias Salem) ainsi que les fortes séroprévalences chez 
les bovins de différents pays semblent désigner IDV comme étant un agent pathogène mineur, 
avec un rôle d’agent initiateur dans les bronchopneumonies infectieuses chez les bovins. Par 
ailleurs, sa pathogénicité chez les autres espèces sensibles est encore inconnue. Des modèles in 
vivo sont le plus souvent utilisés pour répondre à ces questions, mais le développement de 
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Influenza D virus has been identified in America, Europe, 
and Asia. We detected influenza D virus antibodies in cattle 
and small ruminants from North (Morocco) and West (Togo 
and Benin) Africa. Dromedary camels in Kenya harbored 
influenza C or D virus antibodies, indicating a potential new 
host for these viruses.
Influenza D virus (IDV) was recently discovered in the United States in a pig with influenza-like symptoms (1). 
So far, IDV or IDV antibodies have been detected in the 
United States, Mexico, France, Italy, China, and Japan, in 
healthy or sick cattle and pigs that had respiratory signs 
(1–6) (Figure 1). The pathogenesis and transmission of 
this virus are not fully understood, but recent experimental 
infection of calves showed that IDV can cause moderate 
respiratory disease (7) and that the virus is related to the 
bovine respiratory disease complex (2), which is a disease 
with very large economic costs and public health impact. 
The ability of IDV to replicate in ferrets, the animal model 
of choice for studying influenza virus in humans (1), and 
in guinea pigs (8) indicates that IDV might have a wider 
host range than currently expected and that humans may 
be susceptible to infection. In addition to swine and cattle, 
anti-IDV antibodies have been detected in goats and sheep 
(9). We conducted a study to assess the putative IDV circu-
lation in Africa. 
The Study
During 1991–2015, a total of 2,083 serum samples were 
collected from cattle, swine, small ruminants, and drom-
edary camels in Morocco (n = 200), Togo (n = 540), Côte 
d’Ivoire (n = 203), Benin (n = 308), and Kenya (n = 1,231) 
(Table 1). We screened these samples by hemagglutina-
tion inhibition (HI) and microneutralization (MN) assays 
as described in the World Health Organization Manual for 
the Laboratory Diagnosis and Virological Surveillance of 
Influenza (10) (online Technical Appendix, https://wwwnc.
cdc.gov/EID/article/23/9/17-0342-Techapp1.pdf).
Our results show that IDV has been circulating in 
North and West Africa since at least 2012, as shown by 
the antibodies detected in cattle in Morocco (from 2012 to 
2015), cattle in Benin and Togo (as of 2014), and small ru-
minants in Togo (as of 2013) (Table 1; Figure 1). HI titers 
were low in ruminants, ranging 10–80 in West Africa and 
10–640 in Morocco; geometric mean titers ranged 13–42 
(Figure 2; HI antigen was D/bovine/Nebraska/9-5/2012). 
More recently, serum samples were more likely to 
be positive for IDV antibodies, as shown by a higher 
seroprevalence over time in cattle samples from Mo-
rocco and Togo (23%, 41%, and 42% seroprevalence in 
Morocco in 2013, 2014, and 2015, respectively; 0 and 
21% seroprevalence in Togo in 2009 and 2015, respec-
tively). None of the samples from swine or cattle in Côte 
d’Ivoire or small ruminants in Benin were IDV antibody–
positive (Table 1; Figure 1).
To confirm our results, we tested samples from the 
Moroccan cohort (n = 200 cattle samples; Table 1) by us-
ing MN and HI with D/bovine/France/5920/2014 as anti-
gen. These assays were in substantial agreement with a Co-
hen kappa coefficient (κ) of 0.647 (95% CI 0.541–0.753); 
68% of the MN-positive samples were also positive by HI 
(Table 2). The agreement between HI assays with D/bo-
vine/Nebraska/9-5/2012 and D/bovine/France/5920/2014 
showed even more substantial agreement (κ = 0.796, 95% 
CI 0.709–0.883). All samples from Benin and Togo that 
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were positive by HI using D/bovine/Nebraska/9-5/2012 
were tested with D/bovine/France/5920/2014 and showed 
consistent positive results.
We then assessed IDV circulation in Kenya. None 
of the cattle serum samples were positive (Table 1). We 
first tested the 2015 camel samples from Kenya by using 
HI with both IDV antigens; testing with D/bovine/Ne-
braska/9-5/2012 showed 99% seroprevalence and with 
D/bovine/France/5920/2014 100% seroprevalence (Ta-
ble 1; data not shown). HI titers were higher than those 
observed with ruminant samples from North and West 
Africa (20<HI titers<640, geometric mean titer = 150; 
Figure 2). When tested by using C/Victoria/1/11, the sero-
prevalence was 94% (10<HI titers<320, geometric mean 
titer = 38), suggesting ICV/IDV cross-reactivity. The 
samples were therefore adsorbed on 4 hemagglutination 
Figure 1. Locations where IDV or IDV antibodies had been detected as of April 2017. Species from which virus or antibodies were 
detected are indicated. IDV, influenza D virus.
 
Table 1. Influenza D virus seroprevalence among different animal species in 5 countries in Africa, 1991–2015* 
Country 
Species 
Cattle Swine Sheep Goats Camels 
Benin      
 % Positive 1.9 ND 0 0 ND 
 No. samples 207 [1] ND  67  34 ND 
 Years  2012, 2014 ND   2013–2014  2013–2014 ND 
Togo      
 % Positive 10.4 ND 2.2 1.4 ND 
 No. samples 201 [10] ND  135 [2]  205 [0] ND 
 Years  2009, 2015 ND 2013 2013 ND 
Côte d’Ivoire      
 % Positive 0 0 ND ND ND 
 No. samples 100 103 ND ND ND 
 Years 1991–2013 2013 ND ND ND 
Morocco      
 % Positive 35% ND ND ND ND 
 No. samples  200 [32] ND ND ND ND 
 Years 2012–2015 ND ND ND ND 
Kenya      
 % Positive 0 ND ND ND 99† 
 No. samples  938 ND ND ND  293 [287] 
 Years 2010–2012 ND ND ND 2015 
*A total of 2,083 serum samples were collected. Seroprevalence defined by HI titers ≥10 against D/bovine/Nebraska/9-5/2012. Numbers in brackets 
indicate animals with HI titers ≥40. HI, hemagglutination inhibition; ND, not done. 
†No preadsorption on influenza C virus cross-reactivity likely.  
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units of C/Victoria/1/11 and hemadsorbed before be-
ing retested in HI with D/bovine/Nebraska/9-5/2012 
and vice versa (all 293 samples were retested for IDV 
antibodies after preadsorption with ICV; 85 samples 
were preadsorbed on IDV and retested for ICV antibod-
ies). Seroprevalences were 8.2% for IDV and 10.6% for 
ICV. All but 1 of the samples that were positive for IDV 
antibodies without ICV preadsorption lost >2 log2 (>4-
fold decrease in titer) in HI titer once adsorbed on ICV, 
suggesting these samples had anti-ICV rather than anti-
IDV antibodies. The picture was less clear for the re-
verse experiment: 11% of the IDV preadsorbed samples 
lost >2 log2 in titer (false ICV antibodies positive); 9% 
stayed within the 4-fold range (true positives); and the 
initial ICV antibody titer of the remaining 80% was too 
low (HI titers of 10 or 20) to determine a status post-
IDV adsorption. Taken together, our serology results 
on camel samples show that almost all the animals had 
either anti-IDV or ICV antibodies, that there is cross-
reactivity in camels between the 2 viruses, and that 9% 
of the tested samples had anti-ICV antibodies. Camels 
could therefore be a newly discovered host for ICV, and 
possibly for IDV. IDV/ICV cross-reactivity was ruled 
out for bovine samples after a cohort from France was 
preadsorbed the same way and retested in IDV HI with-
out any change in HI titers (data not shown). Detection 
of antibodies against IDV in ruminants in Africa raises 
the question of the virus origin and transmission route. 
Although the virus has already been reported on 3 con-
tinents, the ruminant import/export from/to North and 
West Africa is limited (e.g., 21,000 cattle imported from 
Europe to Morocco, no exportations reported; no import 
or export of cattle reported to or from Togo or Benin; 
data for North and West Africa, 2013 [11]). Seroprev-
alences we calculated may also be underestimated be-
cause our HI assay was less sensitive than our MN assay 
(Table 2); numerous freezing and thawing cycles may 
have altered the samples; and our low titers in ruminants 
might have been caused by the circulation of a differ-
ent IDV lineage in Africa or to the unique structure of 
camel antibodies, which are devoid of light chains and 
CH1 domain.
Although influenza A viruses are known to have non-
human maintenance hosts, little is known on the host tro-
pism of IDV and ICV. So far cattle, swine, sheep, goats, 
guinea pigs, and ferrets have been reported to be suscepti-
ble to IDV infection (1,6,8,9) and swine, dogs, and humans 
to ICV infections (12,13). Many aspects of camel health 
had not been studied before the emergence of Middle East 
respiratory syndrome coronavirus (14), but camels had 
been reported susceptible to influenza A(H1N1) on 1 occa-
sion (15). Our data suggest that ICV and IDV have a wide 
host tropism and that further investigations on host tropism 
and on ICV and IDV circulation in camels are warranted.
Figure 2. HI titers for ICV and IDV 
in serum samples from animals 
in Africa, by country. A) Titers 
against IDV by using D/bovine/
Nebraska/9-5/2012 as antigen. 
B) Titers against ICV by using 
C/Victoria/1/2011 as antigen. 
Histograms represent mean HI 
titers per country and species 
as indicated on the x-axis. Error 
bars indicate SEM. *Post-IDV 
adsorption; †post-ICV adsorption. 
HI, hemagglutination inhibition; 
ICV, influenza C virus; IDV, 
influenza D virus.
 
Table 2. Comparison of HI and MN assay results for influenza D virus in 200 cattle serum samples from Morocco* 
HI assay 
MN assay 
Total no. No. positive No. negative 
No. positive 66 4 70 
No. negative 31 99 130 
Total no. 97 103 200 
Comparision† Sensitivity, 68% (95% CI 57.8%–77.2%) Specificity,  96% (95% CI 90.4%–98.9%)  
*By using D/bovine/France/5920/2014 as antigen. Titers ≥10 were considered positive. HI, hemagglutination inhibition; MN, microneutralization. 
†For HI as compared with MN. 
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Conclusions
Our results show that IDV is circulating in Africa. This vi-
rus has a wide host tropism because cattle, swine, small ru-
minants, and likely dromedary camels seem susceptible to 
IDV infection. In addition, we show that camels in Kenya 
are positive for ICV antibodies, suggesting that this virus 
also has a wider host range than previously thought. Fur-
ther studies are warranted to clarify the cross-reactivity of 
the 2 viruses in serologic assays, to determine which IDV 
lineages circulate in Africa, and to assess whether ICV 
alone or both ICV and IDV may infect camels.
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Technical Appendix 
Material and Methods 
Sera 
In Morocco, sera were collected in 16 provinces (in alphabetic order, with the number 
of samples collected and the collection month and year per province indicated in brackets): 
Agadir (n = 15, April 2014), Ain Aouda (n = 12, October 2015), Beni Mellal (n = 21, 
September 2015), Errachidia (n = 4, October 2013), Fes (n = 6, October 2015), Gharb (n = 22, 
November 2013), Haouz (n = 16, September 2015), Khenifra (n = 2, September 2013), Mrirt 
(n = 13, November 2013), Oriental (n = 5, May 2012), Oulmes (n = 7, November 2013), 
Settat (n = 43, September 2015), Tanger (n = 12, October 2015), Taza (n = 10, January 2014), 
and Zair (n = 12, February 2014). In Benin, all ruminant sera originated from the Northern 
part of the country and were collected in 2012 and 2014 for the bovine sera, in 2013–2014 for 
the small ruminant sera. In Togo, all sera originated from the Lomé area (Southern part of the 
country) and were collected in 2009 and 2015 for the bovine sera, and in 2013 for the small 
ruminant sera. In Côte d’Ivoire, all bovine sera were collected from the northeastern part of 
the country (Bouaké, Panya, and Boundiali, in 1991–1992) and from the southwestern part of 
the country (Bingerville and Grand Bassam, in 2013–2014) for the swine sera. In Kenya, 
dromedary camels were sampled before slaughter in the central camel slaughterhouse in 
Nairobi, Kenya. All were therefore of slaughter age and were geographically representative of 
all camel keeping regions of the country. The Kenyan cattle was sampled from 2010 through 
2012 in the Western part of the country (close to Lake Victoria, GPS coordinates: 
0.084<latitude<0.740; 33.995<longitude<34.527). 
Hemagglutination inhibition (HI) and microneutralisation (MN) assays 
Serologic assays were performed as previously described (1). The sera were all treated 
with receptor destroying enzyme (RDE) (Seika, Japan) and hemadsorbed on packed horse red 
blood cells (red blood cell). Four hemagglutination units of D/bovine/Nebraska/9–5/2012 
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(kindly provided by Dr. Ben Hause) or D/bovine/France/5920/2014 and 1% horse red blood 
cell were used for HI assays. To check for influenza C virus putative cross-reactivity, we used 
C/Victoria/1/2011 (kindly provided by Dr. Richard Webby) and 1% chicken red blood cell. 
The MN assays were carried out on swine testis cells (ATCC), using 100 tissue culture 
infectious doses 50 per well and 5 days’ incubation at 37°C and 5% CO2 without TPCK 
trypsin. HI and MN titers were considered positive when ≥10. 
Positive IDV reference serum was produced in-house by inoculating rabbits 
subcutaneously with purified D/bovine/Nebraska/9–2/2012. We also used IDV positive 
French cattle serum (from an experimental infection) and BEI Resources (NIAID) chicken 
antiserum C/Taylor/1233/47. The reference sera were RDE treated and hemadsorbed. When 
adsorbing both (i) the IDV reference antiserum on ICV and (ii) the ICV reference antiserum 
on IDV, and retesting for the respective antigens, we lost 1 log2 in titer, suggesting a 2-fold 
difference in HI titer is the “normal” loss of antibody due to the additional treatment of the 
sera. We therefore considered a 2 log2 decrease in titer as the threshold to consider cross-
reactivity between ICV and IDV. 
Reference 
1. World Health Organization. Manual for the laboratory diagnosis and virological surveillance of 
influenza. Geneva: The Organization; 2011. 
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The structure of the nucleoprotein 
of Influenza D shows that all 
Orthomyxoviridae nucleoproteins 
have a similar NPCORE, with or 
without a NPTAIL for nuclear 
transport
Amélie Donchet1, Justine Oliva2, Alice Labaronne1, Laura Tengo1, Myriam Miloudi1, 
Francine C.A. Gerard1, Caroline Mas3, Guy Schoehn  1, Rob W.H. Ruigrok1, Mariette Ducatez2 
& Thibaut Crépin  1
This paper focuses on the nucleoprotein (NP) of the newly identified member of the Orthomyxoviridae 
family, Influenza D virus. To date several X-ray structures of NP of Influenza A (A/NP) and B (B/NP)  
viruses and of infectious salmon anemia (ISA/NP) virus have been solved. Here we purified, characterized 
and solved the X-ray structure of the tetrameric D/NP at 2.4 Å resolution. The crystal structure of 
its core is similar to NP of other Influenza viruses. However, unlike A/NP and B/NP which possess a 
flexible amino-terminal tail containing nuclear localization signals (NLS) for their nuclear import, D/NP 
possesses a carboxy-terminal tail (D/NPTAIL). We show that D/NPTAIL harbors a bipartite NLS and designed 
C-terminal truncated mutants to demonstrate the role of D/NPTAIL for nuclear transport.
In 2011, a virus was isolated from a pig with Influenza-like symptoms in Oklahoma (USA). Electron microscopy 
showed features of an Influenza virus particle and real-time RT-PCR revealed that it was neither an Influenza A 
virus (IAV) nor an Influenza B virus (IBV). Next-generation sequencing analyses allowed the identification of 
RNA segments with around 50% identity to human Influenza C virus (ICV). Further serological analyses showed 
that antibodies against this new virus failed to cross-react with IAV, IBV or ICV (1). All these results suggested it 
was a new genus of the Orthomyxoviridae, temporarily named C/swine/Oklahoma/1334/2011 (C/swine/OK) and 
then Influenza D virus (IDV). IDV is widely distributed around the world; it was detected in North America1–4, 
Asia5–7, Europe8–10 and Africa11. A serological study in Nebraska (USA) found a seroprevalence of 80% in cattle 
serum from 20033.
The Orthomyxoviridae family includes different genera, Influenza A, B, C and D viruses, infectious salmon 
anemia (ISA) virus, Thogoto virus, Quaranjavirus and others. These viruses are segmented negative strand RNA 
viruses. Their genomes are made of a set of RNA segments coated with multiple copies of the nucleoprotein (NP) 
and associated to the viral heterotrimeric polymerase. The number of vRNA segments is specific to each type of 
Influenza viruses and related to the number of glycoproteins at the surface of the viral particle, 8 segments for IAV 
and IBV, 7 for IVC and IVD and 6 for Thogoto virus. These ribonucleoproteins (RNPs) are competent for both 
transcription and replication. To date, several X-ray structures of NP have been published, each of them without 
RNA. There are three structures of Influenza A nucleoprotein (A/NP): two with NP assembled as a trimer12,13 and 
one for the monomeric R416A mutant14. The X-ray structure of the tetrameric Influenza B nucleoprotein (B/NP) 
is also known15, whereas the structure of Isavirus NP (ISA/NP) was solved as a dimer16. The overall folds of A/NP 
and B/NP are very similar with a root-mean-square deviation (rmsd) of 1.6 Å.
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Influenza viruses transcribe and replicate in the nucleus of the infected cells and the NPs and the polymerase 
subunits need to interact with the nuclear transport system of the cell. For Influenza A and B viruses, several 
studies have shown that the nuclear localization signals (NLS) of NP recognized by the cellular importins-α, are 
located within the flexible N-terminal tail17–24. Recently, crystal structures of the two NLSs of A/NP bound to 
importin-α have been solved25,26.
In this paper, we characterized D/NP and solved the X-ray structure of its tetramer. The C-terminal D/NPTAIL 
harbouring a classical bipartite nuclear localization signal (NLS) was not visible in the structure. We designed two 
C-terminal truncated mutants (D/NP-511 and D/NP-529) to study the interaction of D/NP with importin-α7. 
Our biochemical experiments demonstrate that D/NPTAIL is involved in the interaction with importins-α and 
immunofluorescence showed that the wild-type D/NP goes into the nucleus whereas the mutants stay in the 
cytoplasm.
Results
Recombinant D/NP forms a tetramer in solution. The DNA coding sequence of D/NP was cloned 
in a bacterial expression plasmid and over-expressed in Escherichia coli as a C-terminal His-tagged recombi-
nant protein. D/NP was purified with a nickel affinity chromatography followed by a heparin column and a 
final gel filtration. Figure 1a shows a typical gel filtration elution profile using the absorbance signals at 260 and 
280 nm (ratio 280/260 > 1.75). The protein could then be concentrated at 2 to 6 mg.mL−1. Polyacrylamide gels 
and SEC-MALLS-RI experiments have confirmed the homogeneity and the molecular weight of the recombinant 
tetrameric D/NP (Fig. 1b,d). By electron microscopy (negative staining), we showed that D/NP forms mainly 
tetramers in solution (Fig. 1c). Previously, it was shown that the oligomerization of recombinant A/NP and B/
NP can be modulated by the NaCl concentration14,18,27,28. Starting from purified and stable oligomeric samples 
(trimers for A/NP and tetramers for B/NP), monomeric proteins can be obtained by decreasing stepwise the NaCl 
concentration. After purification at 300 mM NaCl followed by dialysis at 150 mM NaCl, D/NP was eluted from 
gel filtration (with a 150 mM NaCl running buffer) in the same volume, meaning that a smooth reduction of the 
salt concentration did not change its oligomeric state. However, a decrease to 50 mM NaCl induced an irreversible 
and total precipitation of D/NP, even with a stepwise reduction at 150 mM NaCl. Therefore, the experiments on 
D/NP and its mutants were carried out at 300 mM NaCl.
Figure 1. Purification and characterized of Influenza D nucleoprotein. (a) Size exclusion chromatography 
profile of wild-type D/NP. The sample was loaded on a HiloadTM 16/600 S200 column equilibrated with the 
running buffer 20 mM Tris-HCl pH 7.5, 300 mM NaCl and 5 mM β-mercaptoethanol. (b) SEC-MALLS-RI 
analysis of D/NP. SEC was performed with a SuperdexTM 200 increase 10/300 GL column equilibrated with 
20 mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM NaCl and 5 mM β-ME. The panel shows the theoretical Mw and the measured 
Mw. (c) and (e) Electron microscopy images of the elution peak of D/NP and D/NP-511. Samples show different 
oligomeric states although most oligomers are tetramers. The scale bar corresponds to 100 nm. (d) Coomassie 
blue-stained SDS-PAGE (4–20% gradient polyacrylamide) showing the purified wild-type D/NP and the two 
C-terminal truncated mutants (D/NP-529 and D/NP-511).
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Like the nucleoproteins of A, B and ISA, D/NP bound single-stranded RNA. We measured the Kd of 14 nM 
with a fluorescence anisotropy assay with an RNA of 24 nucleotides of polyUC labeled in 3’ with 6-fluorescein 
amidite (FAM)27. The Kd of 14 nM can be compared with the Kds of 7 nM of the trimer of A/NP, 31 nM of the 
tetramer of B/NP29 and 24 nM for the dimer of ISA/NP16.
Structure of D/NP. Full length D/NP was crystallized in sodium malonate as small fine needles that diffract 
X-rays up to 2.4 Å resolution (Supplementary Table 1). The structure was solved by molecular replacement using 
a starting model of the monomer of the A/NP R416A mutant14. The automatic search gave the position for three 
Figure 2. Structure of Influenza D nucleoprotein. (a) Structure of the tetrameric D/NP, with 3 protomers 
shown in surface (respectively in green, pink and cyan) and the fourth in cartoon (deep purple). (b) Cartoon 
representation of one monomer of D/NP with the α-helixes in deep purple and β-strands in yellow. (c) Detail 
of the interactions between two protomers of the tetrameric D/NP as shown in (a). The conserved R425 of one 
protomer (shown as deep purple cartoon) stabilized the position of the oligomerization loop at the surface 
of the neighbouring protomer, through its conserved E352. (d) Sequence alignment of the salt bridges of the 
oligomerization-loop of one protomer to the NPCORE of the neighbour protomers. For the sequences see Table 1.
A/NP B/NP toad/NP C/NP D/NP ISA/NP
A/NP 1.6 Å (383 Cα) — — 2.1 Å (356 Cα) 2.9 Å (340 Cα)
B/NP 38% — — 1.9 Å (365 Cα) 2.8 Å (340 Cα)
toad/NP 25% 30% — —
C/NP 22% 25% 24% — —
D/NP 24% 25% 23% 38% 2.9 Å (330 Cα)
ISA/NP 20% 18% 18% 16% 20%
Tho/NP 18% 21% 20% 18% 17% 20%
WfB/NP 20% 19% 19% 20% 18% 17%
Table 1. Nucleoproteins of Orthomyxoviruses. A/NP, Influenza A virus nucleoprotein, strain A/
WSN/1933(H1N1) (Uniprot accession number B4URF1, PDB entry 2IQH); B/NP, Influenza B virus 
nucleoprotein, strain B/Managua/4577.01/2008 (Uniprot accession number C4LQ26, PDB entry 3TJ0); 
Toad/NP, Wuhan asiatic toad Influenza virus nucleoprotein (GenBank accession number AVM87634); C/
NP, Influenza C virus nucleoprotein, strain C/AnnArbor/1/1950 (Uniprot accession number Q6I7C0); D/NP, 
Influenza D virus nucleoprotein, strain D/bovine/France/2986/2012 (Uniprot accession number A0A0E3VZU8, 
PDB entry 5N2U); ISA/NP, infectious salmon anemia virus nucleoprotein, isolate salmon/Norway/810/9/99 
(Uniprot accession number Q8V3T7, PDB entry 4EWC); Tho/NP, Thogoto virus nucleoprotein (Uniprot 
accession number A0A0B6VKB5); WfB/NP, Wellfleet Bay virus nucleoprotein (Uniprot accession number 
A0A0A1E9N5). Sequence identities were obtained using MUSCLE77 and structure comparisons were calculated 
using PDBeFold78.
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molecules and a fourth protomer was fitted manually after the analysis of the electron density. The molecular 
replacement using the tetrameric B/NP model did not give any acceptable solutions. The asymmetric unit con-
tained four molecules arranged as a tetramer (Fig. 2a and refinement statistics in Supplementary Table 1), con-
sistent with the observations made by electron microscopy. Based on the electron density, 87% of the model could 
be built, from residues 8 to 514 (Fig. 2b). Several internal loops were missing and the C-terminal 50 residues 
were disordered. The oligomerization-loop of one protomer plugged into a cavity of its neighbour (Fig. 2c). The 
N-terminal part of the loop started with a strictly conserved glutamate residue (Gln-414) that interacted with the 
backbone of the strictly conserved consecutive aromatic residues 499FFF501. The loop was then stabilized by several 
kind of contacts; mainly hydrophobic (by the side chain of the strictly conserved Phe-421 and Val-423) and of 
several aromatic residues lying in the pocket of the neighbouring monomer but also the salt bridge between an 
arginine from one monomer (Arg-425) interacting with a glutamate of the neighbour (Glu-352; Fig. 2c,d). These 
two residues, also strictly conserved in all Influenza NPs (Fig. 2d and Supplementary Fig. 1), are well known for 
modulating their oligomeric state. Once mutated in alanine, the corresponding single mutants formed mono-
mers, unable to self-assemble13,14,28,30–33. Phosphorylation state of A/NP has been shown to also be a key factor 
of NP/NP interfaces, especially for positions Ser-165 and Ser-40734,35. Sequence alignment showed that D/NP 
contains a threonine (Thr-161) and a serine (Ser-416) respectively, suggesting a conserved mechanism for the 
regulation of the oligomerization (Supplementary Fig. 1).
Core structure of all nucleoproteins (NPCORE) with tails (NPTAIL). The overall folds of A/NP, B/NP, 
ISA/NP and D/NP were very similar (Fig. 3a) with root-mean-square deviations (rmsd) between 1.6 Å (for 383 
Cα for the comparison A/NP with B/NP) and 2.9 Å (for 340 Cα for the comparison D/NP with ISA/NP, Table 1). 
Including ISA/NP, a common architecture for all Influenza-like NPs can be defined based on the X-ray structures 
with the NPCORE starting with the first α-helix for A/NP, B/NP and D/NP and finishing with three hydrophobic 
residues, anchored into the surface of the protein (Supplementary Fig. 1). Figure 3b shows the X-ray structures 
of A/NP, B/NP, D/NP and ISA/NP with a zoom on the C-terminal regions, where a superimposed patch made 
by three consecutive aromatic residues is found in Influenza NPs (487YFF489 for A/NP, 545FFF547 for B/NP and 
499FFF501 for D/NP). A similar patch is also present in the ISA/NP model (580GLF582). The NPCORE contains the 
large and shallow positively charged surface which might bind RNA (Fig. 3c), without sequence specificity (see 
above)12,13,36,37. Twenty or 71 residues without any structure are found N-terminally before the cores of A/ and 
B/NP whereas for D/NP, the core starts with a very short version of an N-terminal tail (only 7 residues), which 
seems to be compensated by the presence of a carboxy-terminal NPTAIL of 51 residues (Supplementary Fig. 1). The 
length of the NPTAILs is variable and its location seems to be specific for each genus. Because D/NP differs from A/ 
and B/NP in its global organization, we decided to further analyse the C-terminal D/NPTAIL.
D/NPTAIL behaves as an intrinsically disordered protein. Based on the crystal structure and a disorder 
prediction (Fig. 4a), we designed a construct (from residues 505 to 552) for the expression in E. coli as an N-terminal 
His-tagged recombinant version. Considering that the core of D/NP ends after residue Phe-501, we have cho-
sen to start the construct at Gly-505, in order to avoid the hydrophobicity of Phe-503 (Fig. 4a,b). D/NPTAIL was 
eluted from gel filtration as a 40 kDa-protein (data not shown) but with a normal migration pattern on SDS-PAGE 
(Fig. 4b). As intrinsically disordered proteins are known to be eluted from gel filtration with an aberrant volume38,39, 
a SEC-MALLS-RI experiment (Fig. 4c) confirmed the monodispersity of the purified sample with a Mw of 8.2 kDa 
for D/NPTAIL (with the His-tag). A circular dichroism analysis confirmed that D/NPTAIL did not contain any signifi-
cant stable secondary structure in solution (Fig. 4d), even in presence of TMAO (Supplementary Fig. 2), a chemical 
known to force unfolded proteins to fold to native-like species with significant functional activity40–42.
D/NPTAIL interacts with importin-α. The N-terminal tails of A/NP and B/NP are known to be involved 
in the nuclear import by interacting with importins-α17–19,21,23,25,43. The sequence analysis of D/NP showed 
no import signals in its N-terminal part but suggested the presence of a bipartite NLS within D/NPTAIL 
(514KRR-X14-KKRGR535; Fig. 4a). We thus tested the bipartite NLS with different constructs. First, we showed that 
the human importin-α7 is co-eluted with the His-tagged D/NPTAIL from gel filtration (Fig. 5a). The interaction 
was confirmed by thermal-shift experiments, where importin-α7 appeared more stable in presence of D/NPTAIL 
(Fig. 5b). We also confirmed the interaction between the two partners using the full-length D/NP. Using surface 
plasmon resonance, we measured a Kd of 100 nM between immobilized D/NPTAIL and importin-α7 (Fig. 5c), 
ten-fold higher that the affinities measured for the N-terminally A/ and B/NPTAILs18,25. By gel filtration, we showed 
that the D/NP:importin-α7 complex could be eluted as a single peak. A molecular weight of 474 kDa has been 
measured by SEC-MALLS-RI for the complex (Fig. 5d), corresponding to the interaction of four molecules of 
importins-α7 (Mw = 4 × 55 kDa) per tetramer of D/NP (Mw = 260 kDa). To confirm the role of D/NPTAIL in 
the interaction with importin-α, we designed two C-terminal truncated constructs of D/NP, D/NP-511 and D/
NP-529, ending respectively at residues 511 and 529. D/NP-511 is deprived of the whole bipartite NLS whereas 
D/NP-529 contains only the first part (Fig. 4a). They both behave as the wild-type protein during the purification 
(Fig. 1d,e). Using pull-down experiments on nickel-affinity resin, we showed that D/NP-529 still slightly retained 
importin-α7 whereas the interaction between D/NP-511 and importin-α7 was totally abolished (Fig. 5e). This 
suggests that importin-α7 binds to the NPTAIL of D/NP.
Nuclear transport of D/NP and its mutants. First, human HEK 293T cells were infected with D/
bovine/France/5920/2014 (moi of 5) and indirect immunofluorescence was used to localize D/NP within the 
cells. After 6 h, most of D/NP was observed in the nucleus (Fig. 6a). As a control, HEK 293T cells were infected 
with Influenza A/PR/8/34 and we found very similar results (data not shown). We then transfected HEK 293T 
www.nature.com/scientificreports/
5ScIentIfIc REpORTS |           (2019) 9:600  | DOI:10.1038/s41598-018-37306-y
cells with a plasmid containing wild-type D/NP and we found that D/NP can be localized in the cytoplasm but 
mainly in the nucleus (Fig. 6b). With this transfection strategy, D/NP-529 was located mainly in the cytoplasm 
with a little staining observed in the nucleus, whereas, D/NP-511 was located exclusively in the cytoplasm of the 
transfected cells (Fig. 6b), clearly showing that the cell used the bipartite NLS between residues 513 and 535 for 
the nuclear import of D/NP.
Discussion
In 2011, a new virus has been isolated from pigs exhibiting Influenza-like illness. Subsequent studies identified an 
Orthomyxovirus with seven RNA segments sharing 50% overall amino acids identity with the human Influenza C 
virus2. First considered as a subtype of the Influenza C virus, it has since been officially named Influenza D virus 
(IDV) by the International Committee of Taxonomy of Viruses in 2016. Since its first isolation, IDV appears to 
Figure 3. Comparison of D/NP with other segmented negative sRNA virus nucleoproteins. (a) The structure 
of one protomer of D/NP (deep purple) has been superimposed from left to right, with one protomer of A/NP 
(blue; PDB id: 2IQH), B/NP (forest; PDB id: 3TJ0) and ISA/NP (light orange; PDB id: 4EWC). The rmsd values 
are given in Table 1. (b) Anchoring of the C-terminus on NPCORE by a patch of 3 consecutive aromatic residues. 
The panel corresponds to a zoom of the superimposed structures shown in panel A with NPCORE represented in 
surface. (c) Electrostatic surface potentials of one protomer of D/NP, A/NP, B/NP and ISA/NP. The electrostatic 
surfaces were calculated from the crystal structures using DelPhi75. The potential scales range from −10.0 kT/e 
(red) to 10.0 kT/e (blue).
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circulate all around the world in many mammals, with cattle as a possible reservoir, and with serological data 
suggesting it may transmit to humans44. The recent structure of IDV Hemagglutinin-Esterase-Fusion glycopro-
tein (HEF) has described an open receptor-binding cavity capable of accommodating diverse extended glycan 
moieties that could be one reason for its broad cell tropism45.
With this paper, we provide a detailed characterization of IDV nucleoprotein. We determined the structure 
of the tetramer of D/NP and we failed to find the biochemical conditions to stabilize the monomer. For A and B/
NP we had found that the monomer stays in solution at low salt, 50 mM NaCl14,27,28 but the D/NP protein makes 
aggregates in salt conditions lower than 150 mM. Post-translation changes like phosphorylation or ubiquitination 
may be able to stabilise the monomer, as it has been shown for A/NP14,34,46,47. The phosphorylation on A and B/NP 
are summarized in Supplementary Fig. 1.
The comparison of the structures of the nucleoproteins of Influenza A, B, D and of infectious salmon anemia 
virus (ISAV) shows that of all these proteins share a common structural core (NPCORE) that start with the first α-helix 
in the structure of A, B and D, up to three consecutive aromatic residues (Fig. 3 and Supplementary Fig. 1). Looking 
at the sequences of all known Orthomyxoviruses nucleoproteins shows that such hydrophobic patch is present in 
C/NP (501FFF503) and could be present in Tho/NP (451YLF453) and Wfb/NP (Wellfleet bay virus nucleoprotein; 
532VIY534). The only structure that differs is the ISAV/NP that has a folded domain upstream of the first α-helix of 
the NPCORE (Fig. 7). One could also see that Tho/NP is constituted only by the NPCORE without any other appended 
sequences. NPs of IAV and IBV have an N-terminal NPTAIL whereas the NPs of ICV and IDV have a C-terminal 
NPTAIL. The NPTAIL of A is only 20 residues whereas the tails of the other Influenza viruses NPs are much longer; 71 
residues for IBV, 62 for ICV, 51 for IDV. Recently, new large-scale methods for finding RNA viruses in vertebrates 
other than mammals and birds, identified up to 240 “new” viruses48. These authors found new Influenza viruses 
close to IBV, a Wuhan spiny eel Influenza virus and a Wuhan Asiatic toad Influenza virus. The NP for the toad virus 
(toad/NP) is very close to B/NP (identity of 30%, Table 1) with a very long N-terminal tail of 126 residues (Fig. 7 and 
Supplementary Fig. 1). Interestingly, toad/NP possess an alanine residue (Ala-278) aligned with A/NP Ser-165 and 
D/NP Thr-161 and a phenylalanine (Phe-519) aligned with A/NP Ser-407 and D/NP Ser-416.
Figure 4. Biophysical characterization of D/NPTAIL. (a) D-score (score for disorder as a function of residue) 
of D/NP with a zoom (below the graph) on the last 50 residues. The prediction is based on 22 predictor web 
servers and the D-score was calculated by adding the values for each residue and dividing by the number of 
used algorithms. We arbitrarily defined a threshold level at 0.50; residues with a D-score <0.50 were assigned 
as disordered38. The yellow boxes on the sequence are to highlight the putative NLS motifs. The arrows indicate 
where the sequences were cut for making D/NP-529 and D/NP-511. (b) Coomassie blue-stained SDS-PAGE 
(Tris-Tricine; 15% polyacrylamide) of the purified D/NPTAIL. It migrates at a higher molecular weight (17 kDa 
approximately) than expected (8 kDa). (c) SEC-MALLS-RI analysis of D/NPTAIL loaded on S75 10/300 GL 
column. For this experiment, we have chosen to keep the His-tag encoded with the pETM11 plasmid, for an 
optimal detection of D/NPTAIL with UV. The experimental molecular weight is consistent with the expected 
mass. (d) Circular dichroïsm of D/NPTAIL. CD is a biophysical method based on the polarization of light, used 
for a fast determination of the secondary structures within the proteins in solution. α-Helical proteins show 
negative bands at 222 nm and 208 nm and a positive band at 193 nm, proteins with well-defined antiparallel 
β-sheets have negative bands at 218 nm and positive bands at 195 nm and disordered proteins have very low 
ellipticity above 210 nm and negative bands near 195 nm.
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We demonstrated that the C-terminal D/NPTAIL presents all the characteristics of an intrinsically disordered 
protein and that is involved in the nuclear import through its interaction with cellular importins-α. This role is 
not a big surprise since the presence of such NLS motifs was identified within the flexible NPTAILs of viruses A 
and B located at the N-terminus of these proteins17,18,21,23,25,43,49. Tho/NP has been shown to be imported in the 
nucleus50 but this nucleoprotein does not possess any additional intrinsically disordered protein-like peptide with 
an NLS. Recently, a second NLS on A/NP (strain A/X-31) at the rim of the RNA binding channel was shown. A 
crystal structure shows that this internal NLS (198Lys-Arg-INDRNFWRGENC-Arg-Arg-T-Arg216) binds to mouse 
Figure 5. Interaction of D/NP and D/NPTAIL with importin-α7. (a) Size exclusion chromatography profile of a 
mixture between human importin-α7 and D/NPTAIL. The mixture (molar ratio 1 importin-α7 for 2 D/NPTAIL) 
was incubated 1 hour at room temperature and then loaded on a SuperdexTM75 10/300GL column equilibrated 
with the running buffer 20 mM Tris-HCl pH 7.5, 250 mM NaCl, 5 mM β-mercaptoethanol. (b) Thermal stability 
assay of importin-α7 in absence (green) or in presence (red) of D/NPTAIL using Thermofluor76. In presence of 
D/NPTAIL, the melting temperature of importin-α7 is 5 °C higher. D/NPTAIL alone using Thermofluor did not 
give any denaturation signal (yellow curve). The upper insert corresponds to the derivative of the fluorescence 
signal for a precise measure of the melting temperature. (c) Affinity of importin-α7 for D/NPTAIL by measured 
by surface plasmon resonance (SPR). Biotinylated D/NPTAIL (left) and control peptide (right) were captured on 
a streptavidin-coated sensor chip surface before injections of several importin-α7 concentrations (10 nM in 
red, 25 nM in orange, 50 nM in green, 75 nM in blue and 100 nM in purple). The sensorgrams of the interaction 
between D/NPTAIL and importin-α7 were fitted under a Langmuir 1:1 binding model with mass-transfer (black 
line). (d) SEC-MALLS analysis of D/NP in complex with importin-α7. The mixture (molar ratio 1 D/NP for 1.2 
importin-α7) was incubated 1 hour at room temperature and then loaded on a SuperdexTM 200 increase 10/300 
GL. The experimental molecular weight is consistent with the expected mass of four importins-α7 bound per D/
NP tetramer. (e) Pull-down assays of human importin-α7 by D/NP and the two C-terminal truncated mutants 
(D/NP-529 and D/NP-511). The his-tags are on D/NP. The mixtures (molar ratio 1 D/NP for 1.2 importin-α7) 
were incubated 1 hour and the experience was done as described in panel (a). The figure shows the coomassie 
blue-stained SDS-PAGE (12% polyacrylamide) with the Load, FlowThough, Wash and the second fractions (E2).
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importin-α126. Likewise, for the NLSs of Tho/NP and ISA/NP, it has been suggested that the rims on the RNA 
binding surfaces can be used as an NLS for nuclear import for viral replication16,50,51.
Finally, we have shown that the NPTAILs of these nucleoproteins are intrinsically disordered proteins. The pres-
ervation of such intrinsically disordered protein-like peptide with a conserved function highlights its importance. 
The name for NTAIL was first used for the C-terminal disordered tail of measles virus nucleoproteins52, which is 
about 125 residues long. This tail is disordered but can adopt a short α-helical structure (residue D484-A502) to 
promote the interaction with the phosphoproteins of these viruses which bind themselves to the correspond-
ing RNA polymerase53,54. For these viruses, the tails keep the nucleocapsids in a flexible conformation. When 
cleaved off with trypsin, the helical nucleocapsids become rigid55,56. The tails do not change the affinity of the 
nucleoprotein for RNA but change the kinetics for the assembly of the nucleocapsids57. The RNPs of Influenza A 
and B viruses are also very flexible58–61 which makes it difficult to handle for high resolution structures. The EM 
structure of the measles nucleocapsid with a resolution of 3.6 Å62 was performed on the nucleocapsids without 
Figure 6. Nuclear transport of D/NP in HEK 293T cells. Microscopy pictures of HEK 293T cells with DAPI, 
NP and merged DAPI + NP staining (left, middle and right panels, respectively). (a) D/NP after infection of 
HEK 293T cells at 6 hours post infection with a moi of 5. (b) Cells were transfected with wt D/NP, D/NP-529 
and D/NP-511. After 24 h cells were fixed, permeabilized and analyzed by indirect immunofluorescence. NP 
localization was observed using an in house rabbit hyperimmune NP-IDV serum and anti-rabbit IgG labeled 
Rhodamine RX (in red). Cells were mounted with DAPI-Vectashield and observed with a Leica Zeiss 710 
(magnification: x63). In red: NP protein; in blue: nucleus. The bar in (A) represents 5 µm.
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the C-terminal NTAIL. If we could generate Influenza RNPs with NP without NPTAIL to rigidify the RNPs, it would 
make it easier solving a high resolution structure to observe the RNA on the nucleoproteins.
Methods
Molecular biology for expression of nucleoprotein of Influenza D. The DNA coding sequence of D/
bovine/France/2986/2012 NP was bought at GeneArt (ThermoFisher Scientific) optimized for bacterial expression. 
The different constructs have been PCR amplified and cloned following the supplier procedures (New England 
Biolabs). D/NP, D/NP-511 and D/NP-529 DNA coding sequences were cloned in pETM13 (EMBL) to express 
C-terminal His-tagged proteins whereas D/NPTAIL (505-D/NP-552) DNA coding sequence was cloned in pETM11 
(EMBL) to express an N-terminal His-tagged fragment. The DNA coding sequence of the human importin-α7 
(KPNA6; Uniprot accession number O60684) was cloned without its IBB domain (amino-acids 58 to 536) in 
pET9a (Novagen) to express an N-terminal His-tagged protein63. Sequencing was performed by Eurofins.
Expression and purification of proteins. Escherichia coli BL21 RIL (DE3) cells (Life Technology) were 
transformed with the resulting plasmids. Cultures were induced 12 h by adding 0.3 mM isopropyl-β-D- 
thiogalactopyranoside (IPTG) at 18 °C and collected by centrifugation. The pellets were resuspended and soni-
cated in 50 mM Tris-HCl pH 7.5, 300 mM NaCl, 1 M NDSB-201 (Sigma), 2 mM β-mercaptoethanol (β-ME) and 
complete protease inhibitor cocktail (Roche) for D/NP constructs and 50 mM Tris-HCl pH 8, 500 mM NaCl, 
1 mM β-ME and complete protease inhibitor cocktail for importin-α7. All purifications were performed at room 
temperature. All D/NP constructs were purified by nickel affinity chromatography (Ni-NTA, Qiagen) followed, 
in the case of D/NP, D/NP-511 and D/NP-529, by a HiTrapTM Heparin HP column (GE-Healthcare) on a NGC 
system (BioRad). Elution fractions of D/NP, D/NP-511, D/NP-529 and D/NPTAIL were dialyzed against 20 mM 
Tris-HCl pH 7.5 at 50 mM or 300 mM NaCl, 5 mM β-ME. The last purification step was a size-exclusion chroma-
tography using a HiloadTM 16/600 S200 column (GE-Healthcare) for D/NP, D/NP-511 and D/NP-529 or a S75 
10/300 GL column (GE-Healthcare) for D/NPTAIL. Importin-α7 was purified by Nickel affinity chromatography 
and elution fraction were dialyzed with TEV (1/100) against 20 mM Tris-HCl pH 7.5 at 150 mM NaCl, 5 mM 
β-ME and 20 mM imidazol. Finally, a size-exclusion chromatography using SuperdexTM 200 increase 10/300 GL 
column (GE-Healthcare) was performed in 20 mM Tris-HCl pH 7.5 at 150 mM NaCl, 5 mM β-ME. Peak frac-
tions were concentrated using a 10 kDa Amicon concentrator. Protein concentrations were determined using 
the extinction coefficients at 280 nm, ε = 44 537 M−1.cm−1 for D/NP, ε = 41 558 M−1.cm−1 for D/NP-529 and D/
NP-511, ε = 2980 M−1.cm−1 for D/NPTAIL, and ε = 46 785 M−1.cm−1 for importin-α7.
SEC-MALLS-RI analysis. Multi-angle laser light scattering (MALLS) coupled with size exclusion chroma-
tography (SEC) and refractometry (RI) is a method for measuring the absolute molecular mass of a particle in 
solution that is independent of its dimensions and shape64. SEC was performed with a column (SuperdexTM 200 
Figure 7. Schemas for nucleoproteins of Orthomyxoviruses. Schematic representation of the nucleoprotein 
based on the amino acid sequence identity and structure analysis of the protein from representative members of 
the Orthomyxoviridae family. The schema respects the size of the proteins. The protein accession numbers are 
the same as Table 1. The flexible tails are represented with simple lines whereas the folded parts and the cores are 
represented with filled boxes.
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increase 10/300 GL or Superdex 75 10/300 GL) equilibrated with 20 mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM NaCl and 
5 mM β-ME. Analytical runs were performed at 20 °C with a flow rate of 0.5 mL.min−1. MALLS detection was 
performed with a DAWN-HELEOS II detector (Wyatt Technology) using a laser emitting at 690 nm and protein 
concentration was measured on-line with the use of differential refractive-index measurements, with an Optilab 
T-rEX detector (Wyatt Technology) and a refractive-index increment, dn/dc, of 0.185 mL.g−1. Weight-average 
molar masses (Mw) were calculated with ASTRA (Wyatt Technology) as previously described38.
Electron microscopy. Samples (concentrations around 0.05 mg.mL−1) were applied between a carbon and 
a mica layer. The carbon was then floated on the top of a 2% (w/v) sodium silicotungstate, pH 7.0 solution. The 
carbon film was covered by a copper grid. Both were fished using a small piece of journal paper and air dried 
before insertion in the electron microscope65. Charge-coupled Device (CCD) frames were taken with a FEI T12 
microscope operating at 120 kV and a nominal magnification of 45 000 times. The dilutions for EM were per-
formed with the size-exclusion buffer right before preparing the grid.
Crystallisation and structure determination. D/NP was crystallised by vapor diffusion using the sitting 
drop method. The crystals were obtained in 2.4 M sodium malonate pH 4 with a protein concentration of 1.5 mg.
mL−1. The crystals were directly flash-frozen without any cryoprotectant. Data were collected at the ESRF (beam-
line ID30A-3) and processed with the XDS package66. The structure was solved by molecular replacement using 
the Influenza A virus R416A monomeric nucleoprotein structure (PDB ID code 3ZDP) without the oligomeri-
zation loop (from residues 391 to 439) as a model. Model building and refinement were performed using CCP4i 
suite program for crystallography (PHASER, ARP/wARP, REFMAC5, COOT)67–71. The final refinement was done 
using BUSTER72. The coordinates have been deposited in the Protein Data Bank under PDB ID code 5N2U. The 
protein structure figures were drawn using PyMOL73.
Thermal shift assays. Thermal shift assays were performed following the established protocols of thermo-
fluor experiments74 using a fluorescent probe (SYPRO Orange). SYPRO Orange dye binds non-specifically to 
hydrophobic surfaces and water strongly quenches its fluorescence. When a protein unfolds with the increase of 
the temperature, the exposed hydrophobic surfaces bind the dye, resulting in an increase of the fluorescence by 
excluding water. Sample were diluted at 0.25 mg.mL−1 in 50 mM Tris-HCl pH 7.5, 300 mM NaCl and 5 mM β-ME 
and 5X SYPRO Orange dye (Invitrogen) in a final volume of 40 µL. The thermal stability was measured using a 
real time PCR machine (Mx3005P Q-PCR, Stratagene). The dye was excited at 488 nm and the emission light was 
recorded at 585 nm while the temperature was increased by increments of 1 °C per minute from 25 to 75 °C. The 
relative fluorescence emission was then plotted against its corresponding temperature to produce the thermal 
shift profile curve. The melting temperatures were estimated from the derivative curves.
Circular dichroism. Circular dichroism (CD) spectroscopy is an efficient tool for rapid determination of the 
secondary structure and folding properties of a protein by measuring the absorption difference between left and 
right circularly polarized light. A JASCO J-810 CD spectropolarimeter equipped with a temperature-controller 
(Peltier system) was used to record the far-UV CD spectrum of D/NPTAIL at 6.4 μM in presence or in absence of 
trimethylamine N-oxide (TMAO). TMAO is a stabilizing chemical agent known to promote protein folding. It 
can be used with CD spectroscopy to assess putative folding of unfolded peptides and proteins. In addition to D/
NPTAIL without TMAO, final concentrations of 0.5, 1, 2 and 3 M TMAO were used in phosphate buffer (10 mM, 
pH 7.2) to validate the unfolded nature of D/NPTAIL. Due to the high absorbance of TMAO around 200 nm, spec-
tra were recorded up to the point before the HT rose above 700 V (190 nm without TMAO, 205 nm with 0.5 M 
TMAO, 207 nm with 1 M TMAO, 210 nm with 2 M TMAO and 212 nm with 3 M TMAO). Spectra were collected 
at 20 °C with fifteen runs using a cuvette with a path-length of 1 mm. After blank subtraction, the CD signal (in 
mdeg) was converted to mean molar residue ellipticity (in deg.cm2.dmol−1).
Surface plasmon resonance (SPR) measurements and analysis. The D/NPTAIL sequence was fused 
to the sequence encoding a biotinylation motif (NGSGGGLNDIFEA-QKIEWHE) and cloned in pETM11 
(EMBL). E. coli BL21 RIL (DE3) were transformed and grown up to an OD of 0.6–0.8 in a medium supplemented 
with biotin (12.5 μg. mL−1) in order to biotinylate the peptide in vivo during the expression (12 h, 18 °C, 0.3 mM 
IPTG). Purification was performed at room temperature in two steps, a Nickel affinity chromatography, followed 
by TEV cleavage and size exclusion chromatography (S75 10/300 GL, GE-Healthcare). A control biotinylated pep-
tide (LEEMK-KGHLERECMEETCSYEEAREVFEDSEKTNEFWNK-biotin) was also used as negative control.
SPR experiments were carried out on a Biacore 3000 (GE Healthcare). Streptavidin was first immobilized on 
a CM5 sensor chip (GE Healthcare) surface through amine coupling at a flow rate of 5 μL.min−1. The biotinylated 
NPTAIL (10 μg.mL−1) or the control biotinylated peptide (10 μg.mL−1) were diluted in surfactant-supplemented 
HBS-N running buffer (10 mM Hepes pH 7.4, 150 mM NaCl, 0.05% Tween 20) (GE Healthcare) and the attach-
ment was carried out through biotin:streptavidin interaction, at a flow rate of 5 μL.min−1 up to 400–500 RU. A 
flow-cell containing immobilized streptavidin only was used as reference while the flow-cell with the streptavid-
in:biotinylated NPTAIL complex was used as active flow-cell. For kinetic measurements, the importin-α7 analyte 
was serial-diluted in surfactant-supplemented HBS-N running buffer to final concentrations of 10, 25, 50, 75 and 
100 nM. Each concentration was injected in triplicate in both the reference and active flow-cells. Analyte injec-
tion and following buffer injection times were set at 180 s and 150 s respectively at a flow-rate of 15 μL.min−1. As 
the analyte spontaneously and completely dissociated, no regeneration was required and complete dissociation 
was achieved in buffer for 300 s. All sensorgrams were reference-subtracted and injection points were aligned 
to be processed with the analysis. Kinetic data were analysed using the Biacore 3000 Evaluation software (GE 
Healthcare) under a Langmuir 1:1 binding model with mass-transfer. Chi2 values for the sensorgram fits used to 
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determine the kinetic parameters were kept below 3, due to the obtained high signal, and T-value for rate param-
eters above at least 30. The residuals for the fitting were kept between 1 and −1.
Nuclear import of WT and NP mutants in HEK 293T cells. Plasmids. The D/NP, D/NP-511 and D/
NP-529 genes were amplified by PCR, cloned into the multiple cloning site of pSC-A-amp/kan vector (Strataclone 
blunt kit, Agilent) and expressed into competent bacterial cells, according to the manufacturer’s instructions. The 
NP genes in pSC-A-amp/kan vector were cloned into KpnI and BamHI restriction sites of an eukaryotic expres-
sion vector, pCDNA3.1 (+), driven by a CMV promoter. The constructs sequences were confirmed by Sanger 
sequencing (GATC Biotech platform, Germany).
Rabbit antibodies. To generate rabbit hyperimmune serum anti-D/NP, three 7 to 8 weeks old New Zealand 
white rabbits (Pôle Experimental Cunicole de Toulouse, Castanet-Tolosan) were immunized at day 0 and day 35 
with 100–200 µg D/NP in incomplete Freund adjuvant. Rabbits were anesthetized and bled two weeks post boost 
(50 mL blood collected intra-cardiac before humane euthanasia).
Infection. Human embryonic kidney cells (HEK 293T; ATCC) were infected with D/bovine /France/5920/2014 
at a multiplicity of infection of 5. Briefly, cells were washed with PBS, the inoculum was added and the cells were 
incubated 1 hour at 37 °C + 5% CO2. After incubation, infection media (OPTI-MEM) was added and the cells 
were incubated until the fixation.
Transfection. HEK 293T cells were grown on glass coverslips in Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM) 
complemented with 10% fetal bovine serum (FBS) and penicillin-streptomycin (Dominique DUTSCHER SAS) 
and incubated at 37 °C + 5% CO2 for 24 hours. Two hours before transfection, DMEM media was removed and 
replaced by OPTI-MEM media (Dominique DUTSCHER SAS). Cells were transfected with 2.5 µg of the respec-
tive plasmids using Mirus-TransIT reagent (Mirus) following the manufacturers’ instructions. Cells were then 
incubated for 24 h at 37 °C + 5% CO2.
Immunofluorescence. Cells were pre-fixed using 4% paraformaldehyde (Bio-Rad) for 10 minutes at room 
temperature and then, fixed and permeabilized using ice cold ethanol:acetone for 10 minutes at room temper-
ature. After a blocking step using PBS complemented with 5% horse serum, cells were incubated with a rab-
bit hyperimmune D/NP serum at a 1:100 dilution for 2 hours at room temperature. After three washing steps 
with PBS-triton 0.05%, cells were incubated with anti-rabbit IgG labeled Rhodamine RX (Jackson Immuno; 
Research, 711.296.152) at 1:200 dilution for 1 hour in the dark and at room temperature. Then, cells were washed 
with PBS-triton 0.05% and coverslips were mounted on glass slides using Vectashield-DAPI mounting medium 
(Vector Laboratories) and analyzed with a Leica Zeiss 710 at the Cell Imagery Platform in Purpan (Toulouse).
Ethics Statement. Experimentations were conducted in accordance with European and French legislations 
on Laboratory Animal Care and Use (French Decree 2001-464 and European Directive CEE86/609) and the ani-
mal protocol was approved by the Ethics Committee “Sciences et santé animale” number 115.
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Supplementary Figure 1 
Sequence alignment of NP from representative Influenza strains. The sequences used are the same 
as in Table 1. The figure has been drawn using ESPript 1. The upper and lower secondary structures 
correspond to the X-ray structures of D/NP (PDB entry 5N2U) and A/NP (PDB entry 2IQH), 
respectively. The stars indicate the phosphorylation sites identified for A/NP (closed symbol) and 
B/NP (open symbol) by Hutchinson et al. (red)2, Li et al. (green)3 and Monda et al. (blue)4. 
 
Supplementary Figure 2 
Effect of trimethylamine N-oxide (TMAO) on the folding of D/NPTAIL. Far UV-circular dichroism 
spectra of either D/NPTAIL alone (purple) or in presence of TMAO (0.5 M in yellow, 1M in red, 2M in 
blue and 3 M in green) were collected. Because of the high background induced by the presence of 
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Supplementary Table 1: Crystallographic data collection and structure 
refinement statistics. Values in parentheses are for highest resolution 
shell. 
Crystal Parameters D/NP 
Data collection  
Beamline ID30A3 - ESRF 
Wavelength (Å) 0.9677 
Space group P1 
Cell Dimensions a, b, c (Å) 75.17, 85.17, 103.39 
                              α, ,  (°) 91.20, 101.94, 101.02 
Molecules per asymmetric unit 4 
Wilson B-factor (Å2) 51.4 
Resolution (Å) 40 - 2.4 (2.48 - 2.4) 
Observed Reflections 191 888 (18 695) 
Unique Reflections 87 824 (8 505) 
Completeness (%) 91.3 (94.1) 
R
sym
 (I)(a) (%) 9.3 (84.7) 
<I/(I)> 7.78 (1.05) 
Model quality indicators  
R
cryst
 (%) 20.2 (21.9) 
R
free
 (%) 25.2 (23.8) 
Non-hydrogen atoms 14 646 
Water atoms 235 
Average B-factors (Å2) 55.7 
B-factors per chains (Å2) 59.8, 54.3, 52.8, 56.3 
B-factors water (Å2) 49.5 
Ramachandran favoured / allowed (%) 94.0 / 5.1 
rms deviations, bonds (Å) / angles (o) 0.009 / 1.15 
Clashscore(b) 4.31 
MolProbity score(b) 2.28 
(a) Rsym = ∑hkl∑j|Ihkl,j−⟨Ihkl⟩| / ∑hkl∑jIhkl,j 



















Des études récentes ont mis en évidence un nouveau genre de virus appartenant à la famille des 
Orthomyxoviridae, le virus influenza D (IDV). Depuis sa découverte, des études ont montré que ce virus 
circule sur différents continents et infecte différentes espèces animales. À ce jour, le bovin est considéré 
comme l’hôte principal du virus. Dans cette thèse, nous nous sommes intéressés à la circulation 
géographique et au spectre d’hôtes d’IDV, ainsi qu’à sa pathogénicité. L’évaluation du spectre d’hôtes 
et de la circulation géographique du virus a été menée grâce à des études sérologiques et/ou virologiques 
sur des cohortes de différentes espèces domestiques en France, au Luxembourg et en Afrique, ainsi que 
sur des cohortes d’espèces de la faune sauvage et captive de différents pays. Les résultats suggèrent 
qu’IDV circule de manière plus importante chez les bovins que chez les autres espèces. Par ailleurs, les 
souches françaises sont génétiquement proches des autres souches européennes, suggérant la circulation 
d’un même lignage sur le continent. De plus, les camélidés, les marsupiaux ainsi que les cervidés 
pourraient être de nouveaux hôtes pour le virus.  Enfin, un modèle murin a été développé afin d’étudier 
la pathogénicité du virus. Le pouvoir pathogène d’IDV chez la souris semble faible, bien que des 
similitudes aient été observées avec un modèle d’infection expérimentale chez le veau.   
En conclusion, IDV circule mondialement et semble posséder un large spectre d’hôte. Le développement 
d’un modèle murin d’infection avec IDV nous a permis d’apporter des éléments de réponse sur la 
pathogénicité du virus, et notamment sur sa réplication de celui-ci et la réponse immunitaire associée. 




Recently, a novel genus was identified within the Orthomyxoviridae family and named thereafter 
Influenza D virus (IDV). So far, IDV has been detected on differents continents and differents species 
are susceptible to the virus. Bovine are considered as a main host for IDV. The PhD was divided in two 
parts: (i) assessment of the host ranges and the geographical circulation of IDV, and (ii) development of 
a murine model in order to study the pathogenesis of IDV. 
First, the host range and geographical circulation of IDV were analyzed using serological and/or 
virological tools, on domestic species from France, Luxembourg and Africa; but also in wild fauna 
species from differents countries. We observed that IDV circulates mainly in bovine, but other species, 
such as swine or small ruminants, seem susceptible to the virus too. Virological and phylogenic analyses 
demonstrated that IDV strains circulating in France are genetically close to European viral strains. 
Moreover, it appears that camelids, cervids and marsupials could be new hosts for the virus. Finally, we 
developed a murine model in order to better understand the pathogenesis of the virus. The results suggest 
that IDV presents a low pathogenesis in mice compared to what was observed in the calf model, although 
similarities have been observed.  
In conclusion, IDV circulates throughout the world and seems to have a wide host range, which includes 
species from the wild fauna. Moreover, the murine model allowed us to better understand of IDV’s 
pathogenesis, especially its replication (fitness, tropism) and associated immune response. 
Mots-clés : influenza D virus, host range, genetic diversity, circulation, pathogenesis, mice 
model 
